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una  fase  "prodrómica"  (llamada  generalmente  de  deterioro  cognitivo  leve  o MCI,  del  inglés mild 
cognitive impairment) y por último una fase de ‘’demencia’’. La ausencia actual de terapias efectivas 
que modifiquen  el  curso  natural  de  la  AD,  y  el  rápido  crecimiento  de  su  prevalencia,  plantea  la 
necesidad urgente de profundizar en el estudio de los mecanismos moleculares y celulares de dicha 
enfermedad. 
La pérdida de memoria  (manifestada como  la dificultad de  recordar hechos  recientemente 
aprendidos  y  de  adquirir  nueva  información)  es  el  primer,  y más  característico,  síntoma  de  esta 
enfermedad. Otros síntomas que  también aparecen durante su evolución son apraxia  (incapacidad 
de realizar movimientos o gestos aprendidos a pesar de tener la capacidad física), afasia (alteración 
del  lenguaje),  agnosia  (incapacidad  de  reconocimiento  de  personas  u  objetos),  desorientación 
espacio‐temporal y  disminución del razonamiento. El declive cognitivo, así como el empeoramiento 
en  la  sintomatología  en  general,  progresa  gradualmente  a  lo  largo  de  las  fases  leve, moderada  y 
grave  de  la  enfermedad.  Finalmente,  en  la  fase  terminal  los  afectados  acaban  en  un  estado 




cuenta  el  envejecimiento  progresivo  de  la  población,  que  este  número  se  duplique  para  2030  y 
triplique  para  2050  (World  Alzheimer  Report  2014;  http://www.alz.co.uk/research/world‐report‐
2014).  Se  calcula además, que en España padecen esta enfermedad actualmente entre 500.000  y 
800.000 personas (Lilly S.A., 2012). 
Desde que Alois Alzheimer, neuropatólogo y psiquiatra alemán, describiera por primera vez 
en  1906  las  características  clínicas  y  patológicas  de  esta  enfermedad  (Alzheimer  1907),  han  sido 
muchos  los hallazgos científicos que han permitido conocer parte de  los mecanismos celulares que 
desencadenan  esta  patología.  Sin  embargo,  actualmente  todavía  se  desconoce  la  causa  o  causas 







de aparición. No obstante, ambas  formas de Alzheimer cursan con  los mismos síntomas y  lesiones 
histopatológicas: 
 
‐  Alzheimer  Familiar  (de  inicio  temprano)  o  FAD  (del  inglés  Familial  Alzheimer’s  Disease):  Se 
caracteriza por  su aparición a edades  tempranas  (entre  los 35 y 40 años de edad)  (Ringman et al. 
2015).  Este  tipo  de Alzheimer  se  transmite  genéticamente  con  carácter  autosómico  dominante  y 
representa  el  1%  de  todos  los  casos  de Alzheimer. Actualmente,  sólo  se  conocen  tres  genes  que 
estén directamente  implicados en el desarrollo de esta enfermedad (ver revisiones O’Brien y Wong 









‐ Alzheimer  esporádico  (de  inicio  tardío):  Esta  forma  de  Alzheimer  la  padecen  el  95‐98%  de  los 
afectados  y  su  incidencia  es baja hasta  los 60‐65  años de edad,  afectando  a menos del 5% de  la 
población. Sin embargo, a partir de esta edad, el porcentaje de incidencia se duplica cada 5 años, lo 






‐  Edad:  Es  el  factor  de  mayor  importancia  para  desarrollar  el  Alzheimer  esporádico,  ya  que  la 
prevalencia de  la EA aumenta con  la edad y se duplica cada 5 años entre  los 65 y 85 años de edad 
(Katzman 1976). Se desconoce de qué manera está asociada  con este  factor, aunque  se  cree que 
















et al.  1994). Una  de  sus  funciones  básicas  es  servir  de  ligando  a  receptores  de  LDL  (low  density 
lipoprotein), que median la asimilación de colesterol por parte de las neuronas. Su implicación en la 




Björkhem  et al.  2010).  Su  actividad  chaperona  prevendría  la  oligomerización/fibrilización  del  Aβ, 






se  piensa  que  podría  influir  en  el  procesamiento  de  APP  a  través  de  la  ruta  endocítica  y  de 
eliminación  del  Aβ  (Harold  et al.  2009).  También  afecta  a  los  procesos  de  autofagia  a  través  de 
proteínas de adhesión a microtúbulos como tau (Moreau et al. 2014) 
 




de  Alzheimer,  TREM2  aumenta  su  expresión  de  manera  dependiente  de  la  edad.  Además,  la 
deficiencia  en  TREM2  reduce  algunas  alteraciones  histopatológicas  de  la  EA  (neuroinflamación, 
deposición de Aβ en el hipocampo e hiperfosforilación de la proteína tau) (Jay et al. 2015). 
La  lista  de  genes  implicados  en  la AD  es  aún mayor  (ver  revisión  Calero  et al.  2015): α2‐









‐ Género: La mujer  tiene un  riesgo mayor que el hombre de padecer  la enfermedad de Alzheimer 
(Reiman  y Caselli 1999; Ampuero et al. 2008)  aunque el motivo de ello es desconocido. Han  sido 
propuestos factores hormonales, ya que los estrógenos poseen un papel neuroprotector, por lo que 
su pérdida con la edad en la mujer podría incrementar las posibilidades de desarrollar la enfermedad 
(Maccioni  et al.  2001).  Además,  se  ha  visto  que  los  estrógenos  disminuyen  la  producción  de  β‐
amiloide (Aβ)  en  cultivos  celulares  (Turner  2001).  También  las  gonadotropinas,  principalmente  la 
hormona  luteinizante,  podrían  estar  relacionadas  con  la mayor  susceptibilidad  de  las mujeres  a 
padecer la AD (Webber et al. 2007).  
 
‐  Enfermedades  cardiovasculares: Actualmente  se  sabe  que  la  hipertensión,  la  ateroesclerosis,  el 
infarto o  la  isquemia  cerebral  incrementan  la probabilidad de desarrollar  la AD, además de poder 
desencadenar demencia vascular, la segunda causa de demencia tras el Alzheimer (van Norden et al. 












(Gauthier et al. 2000; Di Paolo et al. 2014). Altos niveles de hierro,  cobre,  zinc, mercurio  y plomo 
también representan factores de riesgo. 








 El  cerebro  de  los  pacientes  de  Alzheimer  sufre  atrofia  cortical,  adelgazamiento  de  las 
circunvoluciones, ensanchamiento de  los surcos, engrosamiento de  las meninges, dilatación de  los 
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ventrículos  y  disminución  del  peso  y  volumen  cerebral.  La  atrofia  afecta  principalmente  al  giro 
parahipocampal del  lóbulo  temporal, aunque  también afecta al  lóbulo  frontal  y parietal  (Fig. 1.1). 
Este patrón de cambios puede  reconocerse mediante  imágenes de  resonancia magnética  (MRi) de 
los pacientes de Alzheimer, y se comprueba que, efectivamente, la atrofia cortical  e hipocampal se 
correlaciona con  los resultados post mortem asociados a  la enfermedad (Castellani et al. 2010; Perl 
2010).  En  la  figura  1.1  puede  observarse  que  las  alteraciones macroscópicas  que  ocurren  en  un 
cerebro afectado por la AD en comparación con un cerebro sano.  
Por lo general, estos cambios vienen acompañados de una patología cerebrovascular, por lo 















Las  principales marcas  histopatológicas  de  la  enfermedad  de  Alzheimer  son  las  lesiones 
neurofribilares  que  se  forman  en  el  interior  de  las  neuronas  y  la  acumulación  extracelular  de 
depósitos amiloides. Además,  se produce una extensa pérdida neuronal y  sináptica,  junto con   un 







marcas  histopatológicas  que  caracterizan  la  AD  y  fueron  descritos  por  primera  vez  por  Alois 
Alzheimer  como  inclusiones  intraneuronales  filamentosas  en  el  citoplasma  de  las  neuronas 




extracelulares (ghost tangles), en  los que  las fibras se  localizan en el exterior celular tras  la muerte 
Figura 1.1. Dibujo esquemático comparativo 
de  un  cerebro  humano  sano  (hemicerebro 
izquierdo)  y  otro  de  un  paciente  de 
Alzheimer  (hemicerebro  derecho).  El 
cerebro  afectado  por  AD  posee  menor 
volumen y presenta dilatación ventricular. La 
atrofia  afecta  a  los  lóbulos  temporales, 
frontales,  parietales  y  occipitales.  Las 
regiones  donde  residen  las  funciones  de 





neuronal  (revisado  en  Serrano‐Pozo  et al.  2011).  Además,  los  agregados  de  tau  hiperfosforilado 
pueden acumularse no solo en el soma neuronal sino también en  los procesos neuríticos, en forma 
de filamentos (hebras) de neuropilo o NTs (del inglés neuropil threads) y neuritas distróficas. Los NTs 





determinado  a  lo  largo  de  la  enfermedad,  pudiéndose  distinguir  seis  estadios  o  etapas,  llamados 
estadios  de  Braak  (Braak  y  Braak  1991;  Braak  et al.  2006)(ver  figura  1.2).  Los  primeros  NFTs  se 
desarrollan  en  la  corteza  perirrinal  (región  transentorrinal)  y  entorrinal  del  giro  parahipocampal 
(estadio  I),  éstos  se  extienden  a  la  región  CA1  del  hipocampo  (estadio  II),  después  los  ovillos  se 
acumulan  en  regiones  límbicas  como  el  subículo  (estadio  III),  la  amígdala,  el  tálamo  y  el  claustro 
(estadio IV), hasta que, finalmente, los NFTs se extienden por todas las áreas isocorticales, afectando 

































Las  placas  seniles  o  amiloides  son  agregados  proteicos  extracelulares  formados 
mayoritariamente por el péptido β‐amiloide, que se deposita tanto en el parénquima cerebral como 
en  la pared de  los vasos sanguíneos debido a sus propiedades hidrofóbicas y de agregación. Otros 




Las  placas  seniles  se  clasifican  en  varios  tipos  según  su  morfología,  composición  o  si 
presentan  o  no  distrofias  neuríticas  asociadas,  y  aunque  son  muy  diversas  las  clasificaciones 
propuestas  (Thal  et al.  2006,  2008;  revisado  en  Duyckaerts  et al.  2009;  D’Andrea  y Nagele  2010; 
Castellani et al. 2010; Perl 2010; Serrano‐Pozo et al. 2011), se pueden resumir los diferentes tipos en 
(Fig. 1.3): 
‐ Placas neuríticas:  Los depósitos  amiloides que  se  forman en  los pacientes de Alzheimer pueden 
estar asociados con distrofias en axones y dendritas del neuropilo circundante que, por efecto tóxico 
probablemente de la placa, éstos se curvan y se engrosan formando lo que se conoce como neuritas 
distróficas.  Las  placas  neuríticas  suelen  estar  asociadas  al  reclutamiento  de  células  microgliales 
reactivas y además, se relacionan  con el deterioro cognitivo, encontrándose mayoritariamente este 
tipo de placas en  los pacientes dementes.  Las neuritas distróficas pueden acumular en  su  interior 




denso de Aβ42  fibrilar  (por  la conformación en  lámina β que adquiere  la estructura amiloide) y un 
halo  de  amiloide  difuso.  Las  placas  primitivas  son  esféricas  y  presentan  una  inmunotinción 












la  deposición  de Aβ,  se  han  propuesto  dos  sistemas  diferentes  de  clasificación,  el  propuesto  por 
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Sin  embargo  Thal  y  colaboradores  definen  cinco  fases  o  estadios:  estadio  1  o  isocortical; 
estadio  2,  con  depósitos  también  en  regiones  alocorticales  (corteza  perirrinal,  corteza  entorrinal, 
hipocampo, amígdala y corteza insular y cingulada); estadio 3, con implicación también del estridado, 
los núcleos  colinérgicos, el  tálamo, hipotálamo  y  la  sustancia blanca;  estadio 4,  caracterizado por 
afectar a la sustancia negra, la formación reticular, el bulbo raquídeo y el colículo superior e inferior; 
por último, en el estadio 5,  los depósitos se expanden hasta el puente (formación reticular, núcleo 
del rafe y el    locus ceruleus) y  la capa molecular del cerebelo. Estas cinco  fases de Thal se pueden 
resumir en la fase isocortical, la fase límbica o alocortical, y la fase subcortical (Fig. 1.4). 
Figura  1.3.  Diferentes  tipos  de  placas  seniles  que  desarrollan  los  pacientes  de  Alzheimer.  Las  placas 










Diversos  estudios  han  puesto  de  manifiesto  la  existencia  de  lesiones  histopatológicas 
características de  la AD en una proporción  relevante de  individuos asintomáticos  (Schneider et al. 
2009;  Wharton  et al.  2011;  SantaCruz  et al.  2011;  Perez‐Nievas  et al.  2013).  Dichas  lesiones  se 
presentan de acuerdo con un patrón progresivo que sugiere la existencia de fases neuropatológicas 
sucesivas, previas a la manifestación clínica de la enfermedad  (Jicha et al. 2012). Así mismo, se han 
definido  distintos  biomarcadores  que  permiten  detectar  la  patología  preclínica  de  la  AD  (niveles 
proteicos en el líquido cefalorraquídeo –LCR‐, y estudios de neuroimagen por resonancia magnética 
nuclear  –MRI‐,  y  tomografía  por  emisión  de  positrones  o  PET).  En  este  contexto,  el  International 
Working Group for New Research Criteria for the Diagnosis of Alzheimer’s Disease (Cummings et al. 
2013)  ha  propuesto  designar mediante  el  término  “enfermedad  de  Alzheimer”  la  totalidad  de  la 
enfermedad  in vivo,  incluyendo sus  fases preclínicas, y  referirse a  los casos confirmados mediante 
estudio histológico (ante o post mortem) como “AD comprobada neuropatológicamente”. De forma 
similar,  el  National  Institute  of  Aging‐Alzheimer’s  Association  de  Estados  Unidos  recomienda  el 
término  “cambio  neuropatológico  de  AD”  para  referirse  a  los  hallazgos  histopatológicos 















cuyo  principal  componente  es  la  proteína  tau  hiperfosforilada  (ver  revisión  Ballatore  et al.  2007; 
Gendron y Petrucelli 2009). 
Tau  es  una  proteína  asociada  a  los  microtúbulos 
(MAP)  que  interviene  en  el  ensamblaje  y  estabilización  de 
éstos,  además  de  servir  de  unión  a  otros  filamentos  del 
citoesqueleto,  por  lo  que  es  una  proteína  crítica  en  la 
supervivencia  celular,  ayudando  a  mantener  la  estructura 
interna  de  la  célula.  En  el  cerebro  sano,  el  equilibrio  entre 
fosforilaciones  y  desfosforilaciones  de  tau  modula  la 
estabilidad del  citoesqueleto  y por  tanto,  la morfología  y el 
transporte axonal. Sin embargo, en el cerebro de un paciente 
de Alzheimer,  la proteína  tau  se encuentra hiperfosforilada, 
presentando  modificaciones  estructurales  y 
conformacionales,  lo que afecta a su unión con  la tubulina y, 
por  lo  tanto,  al  ensamblaje  de  los microtúbulos  y  forma  agregados  intracelulares  que  provocan 
disfunción  neuronal.  Las  principales  kinasas  implicadas  en  la  fosforilación  anómala  de  tau  son  la 






Cdk5 controla también  indirectamente  la fosforilación de tau al regular a  la quinasa GSK3‐β, y a su 
vez ciertos tipos de fosforilación de tau por parte de Cdk5 incrementan la acción de GSK3‐β (Castro‐

















filamentos  helicoidales  que  constituyen  las  unidades  estructurales  de  los  ovillos.  Son muchas  las 
evidencias  que  sugieren  que  la  patogénesis  de  la  enfermedad  de  Alzheimer  es  debida  a  una 
alteración  en  el  citoesqueleto,  y  se  relaciona  la  muerte  neuronal  con  la  presencia  de  ovillos 
neurofibrilares  (Spires‐Jones  et al.  2009)  y  por  lo  tanto,  con  la  demencia  (Nelson  et al.  2012). De 
hecho, en los enfermos de Alzheimer existe un patrón de deposición de los ovillos, que comienza en 
la  corteza  entorrinal  y  avanza  hacia  el  hipocampo  y  corteza  asociativa,  afectándose  en  estadios 





de  la  densidad  de  espinas  dendríticas,  disminución  de  proteínas  sinápticas  y  del  receptor  de 
glutamato AMPA y NMDA, así como disfunción de la transmisión LTP. Aunque los mecanismos en los 
que se produce esta degeneración sináptica en las tauopatías neurodegenerativas no están claro, hay 
muchas evidencias de que  los oligómeros solubles de  fosfo  tau están directamente  implicados. De 
hecho,  estas  especies  agregadas  solubles  y  tóxicas  se  acumulan  en  los  sinaptosomas  (fracción 
sináptica  soluble  aislada  bioquímicamente)  en  los  estadios  tempranos  de  la  enfermedad  de 
Alzheimer, incluso antes de que se desarrollen los primeros ovillos neurofibrilares. 
Por lo tanto, las formas oligoméricas solubles de fosfo tau, al igual que los oligómeros de Aβ 
(ver más  adelante) pueden  causar disfunción  sináptica  y muerte  celular  independientemente  a  la 
agregación fibrilar, con una gran  implicación sobre  la función sináptica y el deterioro cognitivo que 









una  secuencia muy  conservada  entre  las  que  se  encuentran  APLP1  y  APLP2  (del  inglés,  Amyloid 
precursor‐like protein). 
El  APP  (Fig.  1.6.)  es  una  glucoproteína  integral  de  membrana  que  posee  un  dominio 
extracelular N‐terminal globular, un dominio transmembrana y un dominio intracelular corto (Turner 
et al.  2003).  La  región  que  forma  el  Aβ  tras  el  procesamiento  del  APP  se  encuentra  tanto  en  el 



















Esta proteína puede  localizarse  en  la membrana plasmática,  en  la  red  trans Golgi,  en  el 
retículo  endoplasmático,  los  lisosomas  o  la  membrana  mitocondrial  (revisado  en  Rajendran  y 
Annaert 2012). La  función  fisiológica de APP se desconoce hasta el momento, entre otros motivos 
por  la  redundancia  de  función  de APLP1  y APLP2  aunque  existen  evidencias  de  que  podría  estar 
implicado  en  el  crecimiento  de  neuritas,  en  la migración  neuronal,  la  homeostasis  del  calcio,  la 
potenciación  a  largo  plazo  (LTP)  y  la  señalización  intracelular  (Hoe  y Rebeck  2008; Hiltunen  et al. 
2009).  Además,  se  ha  descrito  que  el  APP  puede  tener  un  papel  tanto  neuroprotector  como 
antioxidante,  ya que es  capaz de  reducir el Cu  2+  a Cu+  (Evin  y Weidemann 2002; Müller  y  Zheng 
2012).  
Las  mutaciones  en  este  gen  que  desencadenan  el  Alzheimer  familiar  provocan  la 







dominios  transmembranales  y  los  dominios  N‐y  C‐terminal  citosólicos.  Se  localizan  tanto  en  el 
retículo  endoplasmático  como  en  el  aparato  de  Golgi,  aunque  también  se  han  detectado  en  la 
membrana  plasmática  (Suh  y  Checler  2002)    y  en  compartimentos  endocíticos  (Vetrivel  y  Zhang 
2006).  Entre  ambas  proteínas  existe  un  65%  de  homología,  siendo  la  PS1  la  que  se  expresa 
mayoritariamente.  
Entre sus funciones destacan el control de la apoptosis, la inducción de señales intercelulares 










sináptica  e  intervienen  en  las  rutas  autofagocíticas/lisosomales  (Lee  et al.  2010)  y  en  el 
procesamiento del APP. Además, poseen otros sustratos, como los homólogos del APP, Notch y sus 









precursora  amiloide  (APP)  mediante  la  acción  de  la  β‐  y  γ‐secretasas,  y  que  circula  a  baja 
concentración tanto en sangre como en el líquido cefalorraquídeo.  
No  solo  se genera Aβ a partir del procesamiento del APP,  sino que  se producen múltiples 
moléculas  a  las  que  se  les  ha  atribuido  una  gran  variedad  de  funciones.  El  procesamiento  post‐




‐ Ruta no amiloidogénica: Es  la  ruta principal de procesamiento del APP.  La proteólisis  se 
produce dentro de la región que da lugar al Aβ, evitándose así su producción. El APP es fragmentado 
por  acción  proteolítica  de  la  α‐secretasa  que  está  anclada  a  la membrana,  generando  sAPPα,  un 
fragmento soluble que se  libera dentro del  lumen vesicular o al espacio extracelular y al que se  le 
atribuyen propiedades neuroprotectoras y neurotróficas (Mattson et al. 1993). Además, se genera un 
fragmento C‐terminal denominado C83 (de 83 aminoácidos), que queda unido a la membrana, y que 
posteriormente  es  sustrato  de  la  γ‐secretasa.  La  γ‐secretasa  es  un  complejo  enzimático  del  que 
forma parte la presenilina, que actúa dentro de la membrana, dando lugar a los péptidos p3 y AICD 




mayoría de  los  tipos  celulares  (excepto en  las neuronas), que  genera péptidos Aβ.  Esta  vía no  se 
produce únicamente como un proceso patológico, sino  también de  forma normal; de hecho Aβ es 
detectado tanto en el plasma como en el fluido cerebroespinal de individuos sanos.  
Esta  vía  comienza  con  la  acción  de  la  actividad  β‐secretasa  presente  en  la  enzima  BACE1 
(enzima  de  corte  del  APP  en  el  lugar  β),  una  aspartil  proteasa  transmembrana,  presente 








sAPPβ,  puede  interaccionar  con  el  receptor  de muerte  6  (DR6)  e  inducir  degeneración  axonal  y 
neuronal (Nikolaev et al. 2009). 
 
El  péptido  Aβ  puede  formarse  en  cualquiera  de  los  compartimentos  celulares  y,  o  bien 
quedarse en el interior celular, o bien salir al exterior ya se forme en la membrana celular o en la ruta 
secretora,  la  cual  parece  ser  la  vía  predominante.  Los  endosomas,  son  un  sitio  probable  de 
generación de amiloide, ya que la enzima BACE1 necesita un pH ácido para su actividad óptima, por 




Aβ  insolubles que  forman  las placas  seniles. El péptido Aβ  suele  terminar en Val40  (Aβ1‐40) en el 
extremo C‐terminal, pero un pequeño porcentaje lo hace en Ala42 (Aβ1‐42), lo que hace que sea un 
Figura  1.7.  Esquema  de  las  vías  de  procesamiento  post‐traduccional  del  APP.  El  APP  puede  ser
procesado  por  la  α‐  o  la  β‐secretasa,  según  la  vía,  y  posteriormente,  la  enzima  γ‐secretasa  genera
varios productos derivados del APP,  como el  fragmento N‐APP, el Aβ  y el AICD,  los  cuales  realizan
distintas funciones fisiológicas. Durante  la enfermedad de Alzheimer, el procesamiento del APP se ve
incrementado y alterado por  factores genéticos como mutaciones en el APP y  las PS1 y PS2 u otros














plasmática,  capaz  de  eliminar  el  Aβ  insoluble  asociado  a  la  membrana,  tanto  en  su  forma 





puede  encontrarse  tanto  en  la  superficie  celular  como  en membranas  intracelulares.  Es  capaz de 
degradar el Aβ, pero sólo en su forma monomérica.  








puede  ser  transportado  a  través  de  la  barrera  hematoencefálica  y  ser  absorbido  por  la  sangre  
mediante  el  receptor  de  LDL  (LDLR);  el  drenaje  perivascular  junto  con  otros  solutos  del  líquido 
intersticial a lo largo de los capilares y arterias juega también un papel importante en la eliminación 
del Aβ cuando el mecanismo vía LRP falla o cuando los niveles de neprilisina se reducen (ver revisión 











no  fibrilares, hidrosolubles y  con propiedades neurotóxicas  (Lambert et al. 1998). Una vez que  las 
estructuras  prefibrilares  superan  los  límites  de  solubilidad,  se  depositan  en  forma  de  fibrillas 
amiloideas y placas seniles.  





severidad  de  la  patología,  es  decir,  con  el  deterioro  cognitivo  del  paciente.  Sin  embargo,  se  ha 
descrito  la existencia de formas tóxicas solubles y difusibles de Aβ oligomérico, capaces de difundir 
por  el  parénquima  cerebral,  provocando  pérdida  sináptica  y  neuronal  y  conllevando  a  fallos 
cognitivos  severos,  incluso podrían  ser  causantes de  los daños más  tempranos de  la AD  (Haass  y 
Selkoe  2007; Viola  y  Klein  2015).  Los  agregados  extracelulares  insolubles  amiloides parecen  estar 
rodeados por un gran número de oligómeros más pequeños y difusibles  (Martins et al. 2008),  por lo 
que ambos  tipos de amiloide podrían estar  implicados en  los daños neuronales y  las disfunciones 
sinápticas. 
Existen  varios  tipos  de  Aβ  oligomérico  soluble,  como  las  protofibrillas,  que  son  formas 
intermedias que pueden polimerizar  a  fibras o despolimerizarse  a oligómeros más pequeños,  con 
estructura de  lámina  β plegada  (Walsh et al. 1997);  las estructuras  anulares,  con  forma de  anillo, 
distinguibles de los anteriores sólo a microscopía electrónica de alta resolución (Lambert et al. 1998); 
y  los  ligandos difusibles derivados del Aβ  (ADDLs), que  son hexámeros, octámeros y dodecámeros 
(Lambert et al. 1998); los cuales han sido obtenidos de pacientes de AD en muestras post mortem y 
cuyos niveles se correlacionan bien con los fallos cognitivos.   
Estas  formas oligoméricas solubles de Aβ pueden  inhibir el mantenimiento de  la LTP en el 
hipocampo e interferir en la señalización de los receptores NMDA o AMPA en la membrana sináptica 
provocando  internalización  de  los  receptores NMDA mediante  endocitosis  (Haass  y  Selkoe  2007; 
Viola y Klein 2015). Además, pueden inducir cambios en la membrana neuronal y glial, conllevando a 






que  el  depósito  del  péptido  β‐amiloide  es  el  evento  inicial  en  la  AD  y  el  que  desencadena  la 
patología, provocando  la formación de  los ovillos neurofibrilares,  la muerte celular, y finalmente,  la 










del Aβ  incrementarían  los niveles de Aβ1‐42  (por sobreproducción y/o  fallo en  la eliminación), que 
tiende  a  oligomerizarse.  Dichos  oligómeros  tienen  capacidad  de  difusión  y  actividad  cito‐  y 
sinaptotóxica, por lo que se producen alteraciones sinápticas y celulares. Conforme se van formando 
las primeras  fibrillas de péptido β‐amiloide se daría  la aparición de neuritas distróficas. Ante estos 
estímulos,  se  activa  una  respuesta  neuroinflamatoria  mediada  principalmente  por  astroglía  y 
microglía. Además, la actividad de determinadas quinasas (por ejemplo GSK3‐β; (Krafft y Klein 2010)) 
también se ve afectada por el Aβ, siendo una de las consecuencias la hiperfosforilación de la proteína 
tau  provocando,  por  un  lado,  su  acumulación  en NFTs  y  por  otro,  fallos  en  el  transporte  axonal, 
también responsable de la patología neurítica y disfunción sináptica. Por último, la cascada finalizaría 
con  la muerte  neuronal  y  un  estado  progresivo  de  demencia  (revisado  en Haass  y  Selkoe  2007). 
Figura 1.8. Hipótesis de la cascada amiloide. La acumulación gradual de Aβ en el cerebro, ya sea en la
enfermedad  de Alzheimer  de  tipo  familiar o  de  tipo  esporádico,  desencadena  una  serie  de  eventos
patológicos conocidos como la cascada amiloide. Las placas amiloides y los oligómeros de Aβ provocan
alteraciones  que  llevan  a  la  activación  de  la  respuesta  inflamatoria,  a  la  formación  de  ovillos




Actualmente,  la  hipótesis  original,  que  concedía  un  papel  central  al  efecto  de  la  deposición 
extracelular,  ha  sido  revisada  otorgándole mayor  importancia  al  rol  que  juegan  estos  oligómeros 
tóxicos. Por último, el descubrimiento de  la presencia de estas  formas oligoméricas asociadas a  la 
periferia de  los depósitos extracelulares, y del carácter dinámico de  las placas   (Martins et al. 2008; 
Koffie  et al.  2009),  está  promoviendo  la  reconsideración  de  las  formas  fibrilares  como 









lesiones  neurodegenerativas  encontradas  en  los  cerebros  de  pacientes  de  la  enfermedad  de 
Alzheimer,  y  se  las  ha  correlacionado  con  la  demencia  característica  de  este  proceso 
neurodegenerativo.  En  humanos  se  ha  descrito  ampliamente  como  las  neuritas  distróficas  están 









mostrado ser  inmunopositivos para un gran abanico de marcadores  relacionados con  todo  tipo de 
funciones  neuronales  (proteínas  sinápticas,  citoesqueléticas,  APP,  ubiquitina,  y  un  largo  etcétera) 
(Cras et al. 1991; Dickson et al. 1999). 
 
Del mismo modo,  la  presencia  de  estas  neuritas  distróficas  también  ha  sido  observada  en 
muchísimos modelos de  la AD (Boutajangout et al. 2004; Delatour et al. 2004; Adalbert et al. 2009; 
Dawson et al. 2010) incluyendo el modelo APP/PS1 empleado en este trabajo  (Blanchard et al. 2003; 
Ramos  et al.  2006; Moreno‐Gonzalez  et al.  2009;  Baglietto‐Vargas  et al.  2010;  Sanchez‐Varo  et al. 
2012; Torres et al. 2012; Trujillo‐Estrada et al. 2014). 
Además, estudios a nivel ultraestructural en muestras de pacientes de AD han demostrado  la 
existencia  de  grandes  acúmulos  de  vesículas  de  naturaleza  autofágica  (vía  endocítica‐autofágica‐






Sin  embargo,  el mecanismo  de  formación  de  estas  distrofias  así  como  su  relación  con  los 
depósitos  extracelulares  de Aβ  no  han  sido  esclarecidos  aún. De  este modo,  existen  autores  que 
consideran  su  aparición  previa  a  la  de  las  placas  (Gouras  et al.  2005;  Stokin  2005;  Fiala  2007), 









Hof  et al.  2003).  El  lóbulo  temporal  es  especialmente  susceptible  a  la AD, mientras que  las  áreas 
motoras  y  sensoriales permanecen  sin daños  (Thompson et al. 2003). Otras  regiones donde  se ha 
establecido  pérdida  neuronal  son  el  bulbo  olfatorio  y  el  núcleo  olfatorio  anterior,  la  amígdala,  el 
núcleo basal de Meynert (grupo colinérgico que inerva el hipocampo, la amígdala y la neocorteza), la 
parte medial  de  la  sustancia  negra,  la  parte  rostral  del  locus  cerúleo  (grupo  noradrenérgico  que 
conecta con la corteza entorrinal y el hipocampo), y el núcleo del rafe serotoninérgico (ver revisiones 
Mufson et al. 2003; Heneka y O’Banion 2007; Duyckaerts et al. 2009; Castellani et al. 2010). La causa 
de  esta  muerte  neuronal  selectiva  es  materia  aún  de  controversia.  La  formación  de  ovillos 











con  los  déficits  cognitivos  que  con  la  carga  de  β‐amiloide  extracelular  o  la  pérdida  neuronal, 
especialmente en las fases iniciales de la patología (Arendt 2009; Bayer y Wirths 2010; Palop y Mucke 
2010).  Los  análisis  neuropatológicos  han  confirmado  una  pérdida  de  inmunorreactividad  de 




más afectada por  la pérdida de proteínas  sinápticas mientras que  la  corteza occipital es  la menos 
vulnerable. Es de destacar que  la reducción en  las proteínas de  las vesículas sinápticas en  la EA se 
relaciona  con  los primeros  síntomas  clínicos de demencia    (Terry  et al.  1991; Dickson  et al. 1995; 
Masliah et al. 2001; Chang et al. 2013). La patología sináptica en los pacientes de Alzheimer se refleja 
en  una  pérdida  de  los  principales  componentes  de  las  vesículas  sinápticas  que  alojan  a  los 
neurotransmisores, junto con la disminución de componentes moleculares de compartimentos pre‐ y 
post‐sinápticos  y  grandes  cambios  patológicos  de  la  sinapsis  (ver  revisión  Arendt  2009).  Estas 
alteraciones  de  la  maquinaria  sináptica  también  han  sido  descrita  en  distintos  modelos  de  la 
enfermedad (Rutten et al. 2005; Sanchez‐Varo 2011; Mitew et al. 2013). 
Se ha demostrado que el Aβ oligomérico está involucrado en la reducción de la densidad de 





En  la mayoría  de  las  enfermedades  neurodegenerativas,  incluida  la  AD,  se  produce  una 
reacción  neuroinflamatoria  mediada  principalmente  por  componentes  de  la  respuesta  inmune 
innata, en  la que participan  la microglía  (macrófagos del  cerebro)  y  la astroglía  (Latta et al. 2014; 





tienen  otras  funciones  fuera  de  esta  respuesta,  variando  el  sentido  de  moléculas  pro‐  y  anti‐
inflamatorias (Rubio‐Perez y Morillas‐Ruiz 2012; Zhang y Jiang 2015). Estudios genéticos, realizados 
en miles de pacientes  (GWAS), han demostrado una clara asociación entre  la AD y mutaciones en 



















el  cerebro  no  solo  en  proteger  de  los  posibles  patógenos  sino  que  también  interviene  en  el 
mantenimiento  de  los  circuitos  neuronales,  contribuyendo  a  la  protección  y  remodelación  de  las 














2015).  Las  fibras  de  Aβ  entrarían  al  interior  celular  por  la  ruta  endolisosomal,  sin  embargo,  son 
resistentes  a  la degradación enzimática. El péptido Aβ  soluble  sí que puede degradarse mediante 
proteasas extracelulares, como  la neprilisina o  la enzima degradadora de  insulina (IDE) (ver revsión 
De Strooper 2010), que  son  las más  importantes. En  la AD, que  se acumula una gran cantidad de 
placas seniles, capacidad microglial fagocítica es insuficiente, por lo que se piensa que la disminución 
en  la  expresión  de  receptores  de  fagocitosis  provoca  el  incremento  en  la  concentración  de 
citoquinas. De hecho, en apoyo a esta hipótesis se han identificado varias mutaciones con pérdida de 
función en TREM2, receptor de  la microglía  implicado en  la fagocitosis, como factor de riesgo de  la 







Las  células  de  la  microglía  se  activan  rápidamente  ante  cualquier  daño  y  pueden 
diferenciarse a distintos fenotipos, un fenotipo alternativo (M2), inducido por diferentes mediadores, 
como  IL‐4 e  IL‐13 y caracterizado por  las funciones de fagocitosis y por  la producción de citoquinas 
con  capacidad  neuroprotectora;  y  un  fenotipo  clásico  (M1),  caracterizado  por  la  producción  de 
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citoquinas  inflamatorias  (IL1β, TNFα) y especies  reactivas de oxígeno  (revisado en Mosher y Wyss‐
Coray 2014; Li et al. 2014; Cai et al. 2015). A día de hoy existen dudas sobre si  la microglía adopta 





IFNγ TNFα producen una gran  cantidad de especies  reactivas de oxígeno  (ROS) y nitrógeno, óxido 


















de  marcadores  como  Arg‐1  (Arginasa‐1,  enzima  hidrolasa  que  participa  en  el  ciclo  de  la  urea, 
extinguiendo  el  sustrato  de  la  enzima NOS  e  inhibiendo  así  la  producción  de NO),  IGF‐1  (Insulin 
growth  factor‐1),  IL‐4,  IL‐13  y MRC‐1  (Mannose  receptor‐1)  entre  otros.  Todos  estos marcadores 




















del  modelo  APP/PS1,  de  modo  que  a  edades  tempranas,  los  depósitos  amiloides  inducen  una 
activación microglial alternativa, antiinflamatoria, con  función, posiblemente, neuroprotectora; y a 
edades  avanzadas,  la  microglía  que  no  está  asociada  a  las  placas,  se  activa  de  forma  clásica, 
expresando  factores  citotóxicos  como  el  TNFα  (Jimenez  et al.  2008).  La  activación  clásica  es 
coincidente en el tiempo con la neurodegeneración de las neuronas piramidales en el hipocampo de 
este modelo  animal.  Es  de  destacar  que  en  la  corteza  entorrinal  de  este modelo  transgénico,  la 
respuesta  inflamatoria  es  de  naturaleza  citotóxica  a  edades  tempranas  (6 meses  de  edad)  y  que 
coincide también con la muerte de las neuronas principales en esta región cortical (Moreno‐Gonzalez 
et al. 2009). El hecho de que a una misma edad cronológica la respuesta inflamatoria tenga un perfil 
totalmente  distinto  en  dos  de  las  regiones  cerebrales  más  afectadas  por  la  patología  amiloide 
(neuroprotectora  en  el hipocampo  y  citotóxica  en  la  corteza  entorrinal) podría  ser  la base de  los 
Figura 1.9. Diferentes fenotipos de activación de la microglía. La microglía puede variar su estado fenotípico
de activación (clásico o alternativo) en función del tipo de respuesta neuroinflamatoria que se necesite. IgG:





Alzheimer  (Meinert  et al.  2009;  Breitner  et al.  2011;  Jaturapatporn  et al.  2012).  Sin  embargo, 
actualmente  existe  información  contradictoria    sobre  el  balance  entre  los  procesos  pro  y 





El  SNC  presenta  una  gran  cantidad  de  componentes  inmunológicos  a  parte  de  las  células 
microgliales  derivados  de  células  mieloides,  como  los  macrófagos  de  las  meninges  y  del  plexo 
coroideo así como  los macrófagos y monocitos perivasculares  (ver  revisiones Ransohoff y Cardona 
2010;  Heneka  et al.  2015b;  Walker  y  Lue  2015;  Greter  et al.  2015;  Heppner  et al.  2015). 
Recientemente,  se  ha  descrito  que  los macrófagos  perivasculares    presentan  también  un  papel 
importante en  la eliminación del péptido de Aβ para proteger de  la patología  amiloide  (Butovsky 
et al. 2014; Jay et al. 2015) . Los macrófagos perivasculares, al contrario que la microglía, en la edad 
















mieloides  es  complicado  debido  a  un  origen  común,  por  lo  que  la  mayoría  de  marcadores 
comúnmente empleados en el estudio de la respuesta inflamatoria son expresados tanto por células 
microgliales  como  por  monocitos/macrófagos  periféricos.  Sin  embargo  recientemente,  el 
transcriptoma y los análisis de epigenética han identificado determinados genes que son expresados 





Otro  tipo celular  implicado en  los procesos neuroinflamatorios es  la astroglía, células gliales 
del SNC que se caracterizan por expresar  la proteína glial  fibrilar ácida  (GFAP), vimentina y nestina 
(revisado en  Sofroniew  y Vinters 2010; Verkhratsky et al. 2014; Phillips et al. 2014; Heppner et al. 
2015). Entre sus funciones principales se encuentran proporcionar soporte metabólico a las neuronas 







et al.  2014;  Heppner  et al.  2015;  Heneka  et al.  2015a,  2015b);  se manifiesta  desde  los  primeros 
estadios de la enfermedad (Carter et al. 2012) y progresa significativamente a medida que lo hace la 
patología  amiloidea  y  tau.  Sin  embargo,  la  función  de  los  astrocitos  reactivos  es,  a  día  de  hoy, 
bastante desconocida. El término “reactivo” es insuficiente para definir si los astrocitos contribuyen a 
la  patología  de  la  AD mediante  ganancia  o  pérdida  de  función  tóxica,  o  si,  por  el  contrario  son 
protectores, o  incluso  tienen  funciones diferentes en  función del estado de  la patología y/o de  su 
localización  regional,  o  de  la  distancia  de  los  astrocitos  respecto  a  las  placas  de  Aβ.  Estudios 
preclínicos  en  modelos  transgénicos  han  demostrado  resultados  contradictorios.  La 
inhibición/depleción de alpha1 ACT (Mucke et al. 2000), calcineurina (Furman et al. 2012; Fernandez 
et al. 2012), CD40L  (Tan et al. 2002), o TNFalpha  (Green y LaFerla 2008)  revierten  la  formación de 
placas  y  su  toxicidad  asociada,  indicando  que  la  activación  de  los  astrocitos  implica  aumento  de 
toxicidad. Por el contrario,  la supresión de  la expresión de GFAP/vimentina, en vez de disminuir  la 
patología  neuronal  la  incrementa,  produciendo  un  aumento  en  el  número  de  neuritas  distróficas 
alrededor de las placas. Estos últimos datos sugieren un papel neuroprotector.   
Figura  1.10.  Células  mieloides  del  Sistema  Nervioso  Central  y  sus  marcadores  específicos  en  estado
quiescente  y  activado.  Los  macrófagos  periféricos  pueden  distinguirse  de  la  microglía  por  su  fenotipo
CCR2+/CD45high  (entre  otros).  La  microglía  a  su  vez,  en  estado  quiescente  presenta  un  fenotipo




 Los astrocitos están  implicados en  la eliminación del Aβ  y  forman una barrera protectora 
entre los depósitos del péptido β‐amiloide y las neuronas. En la AD, la presencia de un gran número 
de  astrocitos  asociados  a  las  placas  amiloides  sugiere  que  el  tejido  dañado  genera  moléculas 
quimiotácticas  que  median  el  reclutamiento  de  astrocitos,  los  cuales  secretan  moléculas  pro‐





lo  que  consecuentemente,  contribuye  a  la  neurotoxicidad medida  por  el  óxido  nítrico  (NO)  (ver 
revisión Heneka y O’Banion 2007). 
 
 Por  otra  parte,  recientemente  se  ha  sugerido  que  los  astrocitos  pueden  desempeñar  un 
papel  relevante  en  el  denominado  “sistema  glinfático”  (Nedergaard  2013),  encargado  de  generar 
flujos de líquido intersticial, proveniente del espacio perivascular, desde las ramas arteriales hasta las 
ramas  venosas.  Este  flujo  “glinfático”  estaría  encargado  de  drenar  el  exceso  de  proteínas 
extracelulares, como por ejemplo Aβ evitando su acumulación.  
 






La  búsqueda  de  un  modelo  apropiado  para  desentrañar  los  mecanismos  y  encontrar 





Actualmente,  no  existe  ningún  modelo  animal  de  la  forma  esporádica  de  la  AD,  que 
representa más del 95% de los casos, por lo que una buena aproximación es el empleo de animales 
transgénicos que porten  las mutaciones encontradas en  los pacientes de  la  forma  familiar, ya que 











genética  ligada  a  la  enfermedad  de  Alzheimer  y  que  por  sí  sola  desarrolle  un  déficit  cognitivo 
progresivo, placas, ovillos neurofibrilares y  la pérdida neuronal característica de humanos. Aunque 







Tras  el  descubrimiento  de  las  mutaciones  inductoras  de  la  FAD,  se  generaron  diversos 
modelos  basados  en  la  sobreexpresión  de  transgenes  con  dichas mutaciones,  y  controlados  por 
distintos promotores. El primer modelo desarrollado para  la AD fue PDAPP, basado en  la expresión 
del transgen APP humano que contenía la mutación Indiana (V717F). Independientemente, pero con 
un  enfoque  similar,  se  generó  después  el modelo  Tg2576  que  sobreexpresaba  un  transgén  APP 






bajos  de  Aβ  en  comparación  con  las  líneas  de  APP.  También  puede  estar  relacionado  con  las 
propiedades de agregación diferentes del Aβ de ratón frente al de origen humano.  
Por otro lado, para poder estudiar la relación de la enfermedad con los NFTs, ha sido necesario 
desarrollar modelos murinos  con  el  gen de  la proteína  tau humana mutada  (paradójicamente no 
existen mutaciones  de  tau  asociadas  con  el  desarrollo de AD,  aunque  sí  con otras  enfermedades 
como  la demencia frontotemporal y el Parkinson). Éstos sí desarrollan NFTs, pérdida de memoria y 





La  generación de  los modelos APP  y PS1  también ha permitido  la  creación de  las  líneas de 
dobles transgénicos o bigénicos APP/PS; en estos casos,  las mutaciones de  las PS provocan que  la 
formación de placas sea más temprana y severa que en  los modelos monogénicos APP (Elder et al. 














respuesta  inflamatoria  con  astrogliosis  y  microgliosis  desde  los  4‐6  meses  (Jimenez  et al.  2008; 







Estrada  et al.  2013).  A  diferencia  de  la mayoría  de  los modelos,  presenta  una muerte  neuronal 
temprana y selectiva de interneuronas GABAérgicas desde los 4‐6 meses de edad (Ramos et al. 2006; 
Moreno‐Gonzalez  et al.  2009;  Baglietto‐Vargas  et al.  2010;  Trujillo‐Estrada  et al.  2014).  Además, 






abundantes  en  el hipocampo  y  en  la  corteza  a  los  9 meses de  edad,  y  aumentando hasta  los  12 
meses  (Garcia‐Alloza  et al.  2006).  Este modelo  también  presenta  astrogliosis  y microgliosis  desde 
edades muy  tempranas  (4‐6 meses),  especialmente  alrededor  de  las  placas  (Ruan  et al.  2009)  así 
como déficits cognitivos a los 12 meses de edad (Volianskis et al. 2010). Aunque no desarrolla ovillos 
neurofibrilares  intracelulares  y  la  muerte  neuronal  es  modesta,  sí  que  presenta  anormalidades 
neuríticas  (Garcia‐Alloza  et al.  2010),  pérdida  de  actividad  neuronal  localizada  (Meyer‐Luehmann 
et al.  2009)  y  déficits  en  la  transmisión  sináptica  colinérgica  y  glutamatérgica  (Minkeviciene  et al. 
2008; Machová et al. 2010).  
Por último, con el objetivo de estudiar de poder estudiar de  forma más profunda  la relación 
entre  tau y  las otras proteínas,  se han desarrollado  ratones dobles  transgénicos APP/tau y  triples 
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Mutación  Indiana,  INs:  interneuronas,  KI:  Knock  in,  KO:  Knock  out, NFT:  ovillos  neurofibrilar  intracelular,  S: 








parahipocampal  en  que  sólo  poseen  3  láminas  (Witter  et al.  2000).  El  subículo  de  la  formación 
hipocampal es el área de transición entre el hipocampo y la corteza entorrinal.  
El  giro  dentado  y  el  hipocampo  propio  están  constituidos  por  tres  capas,  lo  que  es 
característico de la arquicorteza.  La capa externa del GD se llama capa molecular y contiene axones 
aferentes  y dendritas de  las  células  intrínsecas de  cada estructura. En el hipocampo propiamente 
dicho esta  capa ha  sido  tradicionalmente dividida en dos estratos, el  stratum  radiatum  y  stratum 
lacunosum‐moleculare.  La  capa  media,  denominada  capa  granular  en  el  giro  dentado  y  capa 
piramidal en el hipocampo, contiene  las neuronas principales de cada estructura. La capa  interna, 








El  hipocampo  propio  puede  dividirse  en  cuatro  regiones  a  partir  de  diversos  criterios 
citoarquitectónicos. Estas áreas se designan como CA1 a CA4 (de acuerdo con Lorente de Nó, 1934) . 
El  área  CA1  se  localiza  en  el  límite  entre  el  subículo  y  el  hipocampo.  Las  áreas  CA2  y  CA3  están 











capa  de  células  piramidales  (donde  se  encuentran  los  somas  de  las  neuronas  piramidales  o 
principales, con un empaquetamiento menor que el estrato piramidal del hipocampo propio); y capa 





Conexiones  intrínsecas  del  hipocampo:  La  corteza  entorrinal  (CE)  constituye  la mayor  inervación 
cortical  del  hipocampo,  y  lo  hace  mayoritariamente  a  través  de  dos  vías,  descritas  por  Cajal 
(1901,1911): una que discurre a través del alveus (vía alvear), predominante a niveles septales y que 
es  la principal ruta por  la que  las fibras de  la CE alcanzan su blanco en CA1. Estas fibras se desvían 
bruscamente en el alveus, perforan la capa de células piramidales y finalmente terminan en el slm de 






Continuando  con  el  circuito  desde  el  GD,  los  axones  de  las  células  granulares,  las  fibras 
musgosas  (mossy  fibers),  forman  haces  colaterales  en  el  hilo  y  a  continuación  penetran  en  CA3, 
donde  establecen  sinapsis  en  passant  en  las  dendritas  proximales  de  las  células  piramidales.  La 
región de CA3  localizada  justamente  superior  a  la  capa piramidal, donde  se encuentran  las  fibras 
musgosas provenientes del hilio, recibe el nombre de stratum  lucidum  (sl). Además,  las células del 
hilio dan lugar al menos a dos sistemas de conexiones de asociación que terminan en el giro dentado. 

























Aferencias del hipocampo: El hipocampo no  recibe  información directa desde  la  corteza  sensitiva 
primaria,  sino  indirectamente  desde  las  cortezas  asociativas.  Además,  al  hipocampo  llega 
información desde  regiones  asociadas  con  la  atención,  la  emoción  y  la memoria por  lo que  se  le 
considera  como  un  área  cerebral  implicada  en  la  integración  de  la  información  sensorial,  de 




aferencias  colinérgicas  desde  el  encéfalo  basal  anterior,  que  provienen  del  septum  y  del  núcleo 
vertical de la banda diagonal de Broca  (Schäfer et al. 1998). Una de las principales funciones de esta 

































proyecciones  catecolaminérgicas,  como por ejemplo,  terminales noradrenérgicos provenientes del 
locus  ceruleus.  La  afectación  de  estas  vías  en  los  pacientes  de  AD  está  bien  documentada  (ver 






Eferencias  del  hipocampo:  Las  proyecciones  eferentes  de  la  formación  hipocampal  se  originan 
principalmente en las células del subículo y, en menor medida, en las células piramidales del HP. En 
ambos casos, los axones de estas neuronas entran en el alveus, confluyen para formar la fimbria del 
hipocampo  y  luego  continúan  su  camino  constituyendo  el  fórnix.  Estas  fibras  glutamatérgicas 
















La  corteza perirrinal  (CP)  forma parte de  la  región parahipocampal o  giro parahipocampal 






En 1909, Brodmann describió  las  cortezas que  rodean al hipocampo  y  las distinguió  como 
áreas  28,  35  y  36,  también  llamadas  corteza  entorrinal,  perirrinal  y  ectorrinal  respectivamente. 





porción  caudal  de  las  áreas  35  y  36  como  corteza  postrinal,  estructura  homóloga  a  la  corteza 
parahipocampal de primates (revisado en Burwell et al. 1995; Burwell 2001). 
 
La corteza perirrinal de  roedores ocupa ambos  lados de  la mitad caudal del surco  rinal, se 
localiza dorsalmente a la corteza entorrinal y rostralmente a la corteza postrinal. El límite rostral de 
esta corteza está marcado por el claustro y el límite dorsal por la corteza temporal ventral. Además, 
la  corteza perirrinal está  formada por dos  regiones, una dorsal  correspondiente  al  área 36  y otra 
ventral  correspondiente  con  el  área    35,  que  pueden  distinguirse  por  sus  características 
citoarquitectónicas como el grosor de las diferentes capas y la densidad celular (revisado en Burwell 
et al. 1995; Burwell 2001).  







la corteza perirrinal provienen de estructuras corticales,  sobretodo de  la corteza  temporal,  la cual 
proporciona  la  mayor  entrada  de  conexiones  (Burwell  y  Amaral  1998).  La  mayoría  de  las 
proyecciones de  la  corteza  temporal  se originan en  la  corteza  temporal  ventral que  se encuentra 
anatómicamente  adyacente  al  área  36  y  proporciona  información  sensorial  (auditiva,  olfativa  y 
visual). El área 36 también recibe aferencias de  las regiones auditivas de  la corteza temporal. Estas 
proyecciones de  la corteza  temporal  terminan en  todos  los niveles del área 36.   La corteza  insular 









‐  Conexiones  corticales  del  área  35:  al  igual  que  ocurre  en  el  área  36,  en  el  área  35, 
aproximadamente  la mitad  de  todas  aferencias  provienen  de  regiones  corticales.  El  área  35  se 
encuentra  altamente  conectada  con  la  corteza  piriforme  e  insular  (Burwell  y  Amaral  1998).  Las 
proyecciones de  la corteza piriforme  terminan en  la porción  rostral y caudal del área 35, mientras 
que  la corteza  insular  inerva toda  la extensión rostro‐caudal de esta región. En comparación con el 
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área  36,  el  área  35  recibe  menos  aferencias  de  la  corteza  temporal  y  éstas  terminan 
preferentemente a nivel medio del eje rostro‐caudal. 
El área 35 proyecta, de manera más débil que el área 36, a estructuras corticales, siendo las 










entorrinal  lo  hacen  sobre  niveles  más  rostrales.  En  cuanto  a  las  aferencias  que  provienen  del 
hipocampo, la mayoría se originan en la región CA1 de la división ventral del hipocampo, ya que las 
entradas que proporciona la división dorsal del hipocampo son prácticamente despreciables. 
Las  eferencias  del  área  36  hacia  la  formación  hipocampal  también  son modestas,  y  éstas 
contactan con la región CA1 y el subículo del hipocampo dorsal y ventral. Por el contrario, el área 36 
proyecta fuertemente hacia la corteza entorrinal y modestamente hacia la corteza postrinal. 
‐ Conexiones hipocampales del área 35: al  igual que ocurre con el área 36, el área 35 de  la corteza 
perirrinal  recibe muy pocas aferencias del  sistema hipocampal.  Sin embargo,  la  corteza entorrinal 
proporciona unas  tres cuartas partes de  todas  las entradas provenientes del sistema hipocampal y 
que terminan en todos los niveles del eje rostrocaudal de área 35. Además, la región caudal del área 
35 recibe una modesta cantidad de conexiones provenientes de la corteza postrinal. En cuanto a las 
proyecciones originadas en el hipocampo, éstas  surgen en CA1  y en el  subículo,  y  terminan en  la 
región  caudal  del  área  35,  y  son más  densas  las  provenientes  del  hipocampo  ventral  que  las  del 
hipocampo dorsal.  
 
Todo el eje  rostro caudal del área 35 proyecta  fuertemente hacia  la corteza entorrinal, sin 
embargo,  la corteza postrinal recibe una conexión moderada que se origina en  la región caudal del 













disponibles  son  exclusivamente  sintomáticos  produciendo  un  beneficio  cognitivo  modesto  sin 
efectos sobre el curso patológico de la enfermedad) se calcula que en el año 2050 esta enfermedad 
neurodegenerativa  afectará  a  130  millones  de  personas  en  todo  el  mundo  (www.alz.org, 
www.alz.co.uk) convirtiendo a  la AD un gran problema social, sanitario y económico que afecta no 
solo a  los pacientes sino  también a cuidadores y  familiares. El hecho de que  las numerosas dianas 
terapéuticas  potenciales  que  se  han  ido  definiendo,  fundamentalmente  alrededor  de  la  hipótesis 




células  gliales  (en  especial  las  células  microgliales)  en  los  procesos  inflamatorios  asociados  a 
enfermedades neurodegenerativas en general y en especial a  la AD. Hasta  la  fecha,  las estrategias 
terapéuticas dirigidas a modular esta  respuesta  inflamatoria no han  tenido éxito en  los pacientes. 
Una posible explicación a este fracaso traslacional de los datos preclínicos obtenidos en modelos a la 





Investigación Biomédica  de Málaga  (IBIMA),  ha  caracterizado  a  nivel  celular  y molecular modelos 
transgénicos  de  la  enfermedad  de  Alzheimer  con  objeto  de  estudiar  1)  mecanismos 
celulares/moleculares  implicados  en  los  cambios  neurodegenerativos  y  2)  identificar  potenciales 
biomarcadores de utilidad diagnóstica así como dianas terapéuticas para el desarrollo de farmácos. 
En colaboración con la industria farmacéutica Sanofi (Francia), durante la última década el grupo ha 
estudiado en mayor detalle un modelo  transgénico que  sobre‐expresa  las  formas mutadas de dos 






ha descrito en pacientes,  la  formación de placas amiloides  se encuentra asociada a una  respuesta 
inflamatoria  con activación microglial y astroglial. A edades  tempranas,  se produce una activación 
microglial  neuroprotectora  o  alternativa  M2  alrededor  de  las  placas,  mientras  que  a  edades 
avanzadas además se produce una activación de células microgliales en  las  regiones  interplaca, en 
este caso con  fenotipo   citotóxico o clásico M1 caracterizado por  la producción de citoquinas pro‐
inflamatorias como TNFalfa (Jimenez et al. 2008; Moreno‐González et al. 2009). Es de destacar que 
existe un  incremento en  los niveles de A oligomérico  soluble  con  la  edad que  acompaña  a  este 
proceso neuroinflamatorio  citotóxico  (Jimenez et al. 2011). Estas  formas  solubles de  los modelos, 
además  de  estimular  a  la  microglía,  afectan  directamente  a  las  neuronas  incrementando  su 
vulnerabilidad  (Carriba  et al.  2015).  En  base  a  estos  hechos,  parece  que  la microglía  ejercería  un 
papel citotóxico para las neuronas en la patología de la AD. 
 
A  diferencia  de  la  mayoría  de  otros  modelos  de  la  AD,  este  modelo  APP/PS1  presenta 
procesos  neurodegenerativos  tempranos  (4‐6  meses  de  edad)  que  afectan,  específicamente,  a 
determinados  tipos  neuronales  del  sistema  GABAérgico.  En  particular,  en  el  hipocampo,  en  el 
subículo  y  en  la  corteza  entorrinal,  las  interneuronas  que  expresan  el  neuropéptido  SOM  son 
altamente  vulnerables  mientras  que  la  población  que  expresa  la  proteína  ligadora  de  calcio 
parvalbúmina no se encuentra afectada (Ramos et al. 2006;   Moreno‐Gonzalez et al. 2009; Trujillo‐
Estrada et al. 2014). Además,  las  interneuronas que expresan calretinina, otra proteína  ligadora de 
calcio,  también  son vulnerables desde edades  tempranas en el hipocampo  (Baglietto‐Vargas et al. 
2010). Por otra parte, este modelo presenta degeneración de las neuronas piramidales en el subículo 
(Trujillo‐Estrada  et  al.  2014)  y  en  la  corteza  entorrinal  (Moreno‐González  et  al.  2009)    a  edades 
tempranas en tanto que en el hipocampo  la pérdida de neuronas glutamatérgicas ocurre a edades 
avanzadas, 17 meses de edad (Schmitz et al. 2004; Jimenez et al. 2008). Es de destacar que en este 
modelo existe  también degeneración de neuronas  colinérgicas en el  telencéfalo basal al  igual que 
ocurre en pacientes de EA (Trujillo‐Estrada  2015,  Tesis Doctoral,  datos no publicados). Además, el 

























neurofibrilar,  producida  como  consecuencia  de  la  hiperfosforilación  de  la  proteína  tau  (ovillos 
neurofibrilares  o  NFTs,  filamentos  del  neuropilo  o  NTs,  y  neuritas  distróficas,)  y  de  la  patología 




dendrítico/axonal  (NTs  y  neuritas  distróficas).  En  este  objetivo  se  utilizarán  técnicas 
inmunohistoquímicas, empleando los anticuerpos  específicos AT8 (fosfo Ser199‐202, Thr205) en los 
diferentes  estadios  Braak,  y  AT100  (fosfo  Ser199‐202,  Thr205,  Thr212,  Ser214)  en  pacientes 
dementes. 




asociada  al  Aβ  y  su  posible  relación  espacial  con  específicos  tipos  de  placas;  y  3)  la  angiopatía 
cerebral  amiloide  (CAA)  asociada  a  la  progresión  de  la  enfermedad.  Se  aplicarán  tinciones 







Objetivo  2.  Caracterizar  la  respuesta  inflamatoria  en  el  hipocampo  y  giro  parahipocampal  de 
pacientes durante  la progresión de  la patología desde estadios Braak  II a Braak V‐VI. Para ello,  se 
determinará 1) el patrón regional de progresión fenotípico (quiescente, activado o senescente) de las 
células microgliales en  relación a  las placas  seniles; y 2)  la  respuesta astroglial que acompaña a  la 











parahipocampal  de  pacientes  Braak  II,  Braak  III‐IV  y  Braak  V‐VI.  Se  analizarán  las  principales 
poblaciones de  interneuronas GABAérgicas (SOM y PV) en el giro dentado, CA1 y corteza perirrinal.  














de  tabaco.  Se  emplearán  técnicas  histológicas,  inmunológicas,  estereológicas  y  análisis 


















obtenidas  de  los  Biobancos  de  Barcelona  (Instituto  de  Neuropatología,  Servicio  de  Anatomía 
Patológica,  perteneciente  al  IDIBELL‐Hospital  Universitario  de  Bellvitge  dirigido  por  el  Dr.  Isidro 
Ferrer) y de Madrid  (Banco de Tejidos BT‐CIEN, perteneciente a  la Fundación CIEN del  Instituto de 
Salud Carlos III, y dirigido por el Dr. Alberto Rábano), siguiendo las normas generales de la legislación 
española y del comité ético local. Tras la autopsia de los pacientes, el tejido se procesó y se examinó 
para  su clasificación de acuerdo a  la patología de  tau  según  los estadios de Braak  (Braak y Braak, 
1991), una  vez  identificados  los  signos  y  cambios neuropatológicos asociados a  la enfermedad de 
Alzheimer.  Los  cerebros  controles  procedieron  de  individuos  sin  ninguna  enfermedad 
psiquiátrica/neurológica conocida y no se observaron lesiones ni síntomas neurológicos tras realizar 





Tabla 2.1. Relación de  los casos humanos analizados en el presente estudio  (sujetos control y  sujetos con 
neuropatología asociada a  la enfermedad de Alzheimer) y  los datos asociados de edad, sexo,  tiempo post 
mortem, clasificación de Braak, síntomas clínicos de demencia y causa de la muerte. TPM, intervalo de tiempo 
post mortem; Braak, clasificación en  los estadios de Braak  (0‐VI), según  la distribución  topográfica de ovillos 
neurofibrilares; M, mujer; H, hombre; EPOC, enfermedad pulmonar obstructiva crónica; *: tejido procedente del 
Biobanco de Barcelona (I. Ferrer); **: tejido procedente del Biobanco de Madrid (A. Rábano). 
Sujeto  Código  Edad  Sexo  TPM  Braak  Demencia  Causa de la muerte 
Control 1*  A06 191  46  M  14 h 5 min  0  No 
Parada cardiorespiratoria. Shock 
cardiogénico. 
Control 2*  A12 52  58  H  3 h 10 min  0  No  ‐ 
Control 3*  A12 79  72  M  6 h 10 min  0  No  ‐ 
Control 4*  A12 35  35  H  3h 15 min   0  No   
Caso 1*  A07 07  79  H  4 h 15 min  II  No 
Insuficiencia respiratoria y cardíaca. 
EPOC. 
Caso 2*  A08 05  86  M  4 h 15 min  II  No 
Asistolia. Infarto agudo de miocardio
anterior extenso. 
Caso 3*  A08 30  77  H  2 h 55 min  II  No  Insuficiencia cardíaca y respiratoria. 
Caso 4*  A08 114  83  M  3 h 25 min  II  No  ‐ 





Sujeto  Código  Edad  Sexo  TPM  Braak  Demencia  Causa de la muerte 
Caso 6*  A08 142  77  M  9 h 40 min  II  No  Progresión neoplasia. 
Caso 7*  A10 64  86  M  5 h 35 min  II  No 
Insuficiencia respiratoria. Derrame 
pleural. 
Caso 8*  A10 80  82  M  3 h 05 min  III  No  ‐ 
Caso 9*  A09 136  68  M  4 h 45 min  III  No  ‐ 
Caso 10*  A10 47  81  H  5 h 5 min  III  No  Síndrome mieloproliferativo 






Caso 12**  BC 1622  74  M  ‐  III  ‐  ‐ 
Caso 13**  BC 1657  81  H  ‐  IV  ‐  ‐ 
Caso 14**  BC 1593  90  H  ‐  IV  ‐  ‐ 














Caso 18*  A11 38  56  M  7 h  V‐VI  Sí  ‐ 










Caso 21*  A10 92  67  M  8 h  V‐VI  Sí 
Parada cardiorespiratoria.Embolia
cardiogénica. 
Caso 22*  BK 1060  87  M  5 h 15 min  V‐VI  Sí  ‐ 




Caso 24*  BK 504  84  M  9 h  V‐VI  Sí  ‐ 
Caso 25*  BK 673  75  M  7 h 45 min  V‐VI  Sí  ‐ 
Caso 26*  BK 763  76  H  6 h  V‐VI  Sí  ‐ 
Caso 27*  BK 765  93  H  5 h  V‐VI  Sí  ‐ 
Caso 28*  BK 785  82  H  5 h  V‐VI  Sí  ‐ 
Caso 29*  BK 873  85  H  4 h 30 min  V‐VI  Sí  ‐ 
Caso 30**  BC 1650  81  H  ‐  V‐VI  ‐  ‐ 
Caso 31**  BC 1638  68  M  ‐  V‐VI  ‐  ‐ 
Caso 32**  BC 1676  84  H  ‐  V‐VI  ‐  ‐ 


















‐ Ratones  doble  transgénicos APP/PS1  con  fondo  genético  C57BL/6  obtenidos  por  cruce  de 
ratones  transgénicos  homocigotos  PS1M146L  (sobreexpresan  la  forma  humana  mutada 
PS1M146L  del  Alzheimer  familiar  bajo  el  control  del  promotor  HMG‐CoA  reductasa)  con 
ratones heterocigotos de  la  línea transgénica APP751SL  (caracterizada por  las mutaciones del 





previamente  descrita  (Blanchard  et al.  2003;  Ramos  et al.  2006;  Caballero  et al.  2007; 
Jimenez  et al.  2008,  2011; Moreno‐Gonzalez  et al.  2009;  Sanchez‐Varo  et al.  2012;  Torres 
et al.  2012;  Trujillo‐Estrada  et al.  2013,  2014).  Las  colonias  de  los  parentales  PS1M146L  y 
APP751SL  fueron suministradas por  la  industria  farmacéutica SANOFI  (París, Francia) a  través 
de  Charles‐River  Laboratories  (Francia).  Los  animales  se mantuvieron    estabulados  en  los 
Servicios  Centrales  de  Investigación  de  la  Universidad  de  Málaga,  bajo  condiciones  de 
temperatura media  controlada  de  21±1oC  y  un  fotoperiodo  de  14  horas  de  luz  y  10  de 
oscuridad. Durante  el  tiempo  de  permanencia  en  el  estabulario  los  ratones  tuvieron  libre 
acceso al agua y a una alimentación estándar. 
‐ Ratones doble transgénicos PS1dE9/APPS  (B6C3‐Tg (APPswe, PSEN1dE9) 85Dbo/J) de origen 
comercial  (Jackson  Laboratory;  Bar  Harbor,  Maine).  Estos  ratones  dobles  transgénicos 
expresan  una  proteína  precursora  de  amiloide  quimérica  humana/ratón  que  contiene  la 
mutación Swedish  (Mo/HuAPP695swe) y el gen PS1 que presenta una deleción del exón 9 
Figura 2.1. Esquema de las mutaciones que contiene la secuencia aminoacídica de la proteína APP751 
humana  en  los  ratones  transgénicos  PS1/APP.  La  proteína  hAPP  de  nuestro  modelo  transgénico 
presenta las mutaciones Swedish (que afecta a los aminoácidos 670 y 671) y London (en el aminoácido 
















Todos  los experimentos se  llevaron a cabo en  la Universidad de Málaga de acuerdo con el 
Real  Decreto  1201/2005  del  10  de  octubre  (BOE  21/10/2005)  para  el mantenimiento  y  uso  de 
animales de laboratorio, y de acuerdo con el Real Decreto 53/2013 del 1 de febrero (BOE 8/02/2013) 
para la protección de los animales utilizados en experimentación. Además, los experimentos fueron 










mediante  inyección  intraperitoneal  de  pentobarbital  sódico  (Dolethal®,  Vetequinol;  60 mg/Kg)  y 
posteriormente  se perfundieron  transcardialmente  con ayuda de una bomba de perfusión  (Dinko, 




0,1  M  y  pH  7,4  (ver  apéndice  2.8.1.  y  2.8.2.).  A  continuación,  se  extrajeron  los  cerebros  y  se 
postfijaron por inmersión, en la misma solución fijadora, durante una noche a 4oC. 
Tras la postfijación, los cerebros se lavaron 3 veces durante 10 minutos con tampón PBS y se 
sumergieron  en  una  solución  crioprotectora  de  sacarosa  (131621,  Panreac)  al  30%  (ver  apéndice 












La  delimitación  de  la  corteza  perirrinal  se  realizó  en  relación  a  las  estructuras  corticales 
adyacentes a ésta, contrastando siempre con el atlas de ratón (Paxinos y Franklin 2013)(Fig. 2.2 A1‐
A3).  La  corteza  perirrinal  forma  parte  de  la  región  parahipocampal  dentro  del  lóbulo  temporal 
medial. En secciones coronales,  la corteza perirrinal se sitúa entre  ‐1,34 mm y  ‐4,60 mm según  las 
coordenadas  de  Bregma.  Las  áreas  35  y  36  se  pueden  delimitar  también  por  los  cambios  en  la 
intensidad  de  neuropilo  marcado  al  emplear  anticuerpos  contra  calretinina  (Fig.  2.2  B2)  o 
parvalbúmina  (Fig.  2.2  B3).  Además,  el  anticuerpo  6E10  contra  β‐amiloide muestra  un  patrón  de 
expresión diferencial en ambas  regiones, de modo que en el  área 35,  se marcan  fuertemente  las 
capas II‐III y por el contrario, en el área 36, la capa V es la más inmunorreactiva en comparación con 
las capas II‐IV, que se tiñen débilmente (Fig. 2.2 B1).  
En  cuanto  al  hipocampo  (Fig.  2.2  A1‐A3  y  C),  en  secciones  coronales  se  sitúa  entre  las 
coordenadas  de  Bregma  ‐0,94 mm  hasta  ‐3,88 mm.  Aparece  dorsalmente  tras  los  niveles  de  los 
núcleos septales, delimitado inferiormente por el tálamo dorsal, superiormente por el cuerpo calloso 
y dorsolateralmente por el córtex parietal. Posteriormente se curva y se extiende ventralmente hacia 




Tras  la  extracción  del  cerebro  en  la  autopsia,  el  personal  del  Biobanco  correspondiente 
procedió  a  la disección de  las distintas  regiones  cerebrales. Un hemisferio  cerebral  fue  fijado por 
inmersión  en  paraformaldehído  al  4%  en  PB  0,1M  pH  7,4  y  tras  2  horas,  se  cortó  en  pequeños 
bloques que se post‐fijaron durante 24‐48 h a 4   oC. Después, parte de  las muestras  fue procesada 
para  inclusión  en  parafina  y  otras  se  crioprotegieron  en  soluciones  de  sacarosa  crecientes  y  se 
almacenaron a ‐80 oC.  El otro hemisferio cerebral fue congelado, sin fijar, para posteriores estudios 
bioquímicos/moleculares. 





Figura 2.2. Delimitación de la
corteza perirrinal y del
hipocampo en los ratones
empleados en el presente
estudio. Se establecieron las
coordenadas estereotáxicas de
las secciones coronales,
comparando un atlas de
cerebro de ratón (A1‐A3), con
el inmunomarcaje obtenido
con los anticuerpos para β‐
amiloide (B1), Calretinina (B2)
y Parvalbúmina (B3). Se
muestra una representación
rostrocaudal del hipocampo,
resaltado en verde en tres
niveles distintos (A1‐A3). (C)
Sección coronal con
hipocampo teñido con violeta
de cresilo. Distancia de
Bregma según Franklin y
Paxinos, 2008). AuV, corteza
auditiva secundaria ventral;
Cpu, estriado; Ent, corteza
entorrinal; hp, hipocampo; rs,
sulco rinal; TeA, corteza
asociativa temporal. CA:
Cuerno de Amón; Ctx: córtex;









La  delimitación  del  hipocampo  y  de  la  región  parahipocampal  se  realizó  en  relación  a  las 
estructuras  corticales  adyacentes  a  éstas  siguiendo  el  atlas  de  cerebro  humano  de  Mai  y 
colaboradores (Atlas of the Human Brain, 2008) (Fig. 2.3 A1‐A3), el atlas de cerebro Allen (Allen Brain 




mm.  La  región parahipocampal  integra  al presubículo  (PrS), parasubículo  (PaS),  corteza  entorrinal 




coordenadas  17  mm  y  35  mm.  Regiones  como  la  corteza  entorrinal,  de  gran  importancia 
neuropatológica para  la enfermedad, no pudieron  ser analizadas a nivel cuantitativo por  su pobre 
representación  en  las  muestras  cedidas.  Los  estudios  cuantitativos  de  la  región  cortical  no 







El  violeta  de  cresilo  (C18H15N3O3)  es  un  colorante  básico  que  tiñe  de  color  azul‐violeta 
moléculas de naturaleza ácida como  los ácidos nucleicos, presentes en el núcleo celular, así como 
acúmulos de retículo endoplasmático rugoso y polirribosomas conocidos como grumos de Nissl. 
Para  proceder  a  la  tinción  con  este  colorante,  las  secciones  incluidas  en  parafina  fueron 
primero  desparafinadas  en  xileno  e  hidratadas,  mientras  que  las  almacenadas  free  floating  se 
montaron sobre  los portaobjetos gelatinizados (ver apéndice 2.8.4.), que una vez secos, se dejaron 
en una estufa a 37 oC durante toda una noche. Al día siguiente, se hidrató el tejido introduciéndolos 
20  minutos  en  agua  destilada  seguido  de  otros  20  minutos  en  tampón  PBS  0,1  M  pH  7,4.  A 
continuación,  se  sumergieron  los  cortes  en  el  colorante  violeta  de  cresilo  (1.15940,  Merck) 
preparado al 1% en agua destilada, previamente filtrado, y con unas gotas de ácido acético glacial  
Figura 2.3. Delimitación y situación del lóbulo temporal medial que contiene la formación hipocampal y la región
parahipocampal de las muestras humanas empleadas en este estudio. Las coordenadas estereotáxicas de los cortes
coronales fueron establecidas a lo largo del eje rostro‐caudal según el atlas de cerebro humano (A1‐A3) y por las
diferencias en la intensidad de neuropilo marcado con anti‐PV, que ayudaron a establecer los límites entre las
regiones adyacentes (B1‐B3). Las muestras cedidas se situaron entre los niveles 17 mm y 35 mm, por lo que solo las
secciones más rostrales (A1, B1) contenían corteza entorrinal. alv, alveo; CA, cuerno de Amón; cos, sulco colateral; DG,
giro dentado; Ent, corteza entorrinal; fi, fimbria; FuG, giro fusiforme; PaS, parasubiculo; PrS, presubículo; PHG, giro
parahipocampal; rs, sulco rinal. S, subículo.
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En  primer  lugar,  las  secciones  incluidas  en  parafina  fueron  desparafinadas  en  xileno  e 
hidratadas mientras que  las almacenadas free floating, con el fin de eliminar  los restos de sales de 
azida  sódica  del  tejido,  se  lavaron  con  tampón  PBS  0,1  M  pH  7,4  (10  minutos  3  veces).  A 
continuación,  para  aumentar  o  mejorar  la  señal  inmunohistoquímica,  se  llevó  a  cabo  un 




peroxidasa  endógena  se  incubó  el  tejido  en  una  solución  con  peróxido  de  hidrógeno  (1.07210, 
Merck) al 3% y metanol (141091.1211, Panreac) al 10% en PBS  durante 20 minutos. Tras tres nuevos 


















para  el  marcaje  del  Aβ  total,  aunque  también  puede  reconocer  formas  precursoras.  El 
anticuerpo  6E10  reconoce  los  primeros  17  residuos  aminoacídicos  del  péptido  A,  y  por 
tanto también reconoce formas precursoras. 




Formas oligoméricas del β‐amiloide de pequeño  tamaño. Son  las especies a  las que se  les 
atribuyen  las  propiedades más  tóxicas.  El  anticuerpo  OC  reconoce  la  conformación  que 
adquieren las fibras de oligómeros. 
ALDH1L1  Del  inglés  aldehyde  dehydrogenase  1  family,  member  L1.  Proteína  de  la  familia  de  las 
aldehído deshidrogenasas. Marcador específico de astroglía. 
CD3  Complejo proteico que actúa como receptor de membrana en los linfocitos T. 
CD45  Receptor  de  membrana  plasmática  expresado  por  linfocitos,  macrófagos  y  microglía, 
implicado en la activación de las células T. Marcador de macrófagos infiltrados y microglía. 
CD68 
Proteína  perteneciente  a  la  familia  de  las  glucoproteínas  de  membrana  asociadas  a 
lisosomas/endosomas  (LAMP)  y  también  a  la  familia  de  los  receptores  scavenger  de  los 
macrófagos  (MSR).  Se  encuentra  en  los  lisosomas,  endosomas  y  superficie  celular 





Proteína  implicada  en  el  almacenamiento  del  hierro  intracelular  compuesta  por  24 
subunidades de cadenas pesadas  (H) y  ligeras  (L), presente en todos  los tipos celulares. La 
microglía senescente expresa gran cantidad de L‐ferritina. 
GFAP  Proteína  glial  fibrilar  acídica que  forma  los  filamentos  intermedios de  células  astrogliales. 
Marcador específico de astrocitos. 
Iba 1 










P2ry12  Receptor  purinérgico  expresado  por  las  células  microgliales.  Marcador  específico  de 
microglía. 






se  encuentra  hiperfosforilada,  lo  que  provoca  la  desestabilización  del  citoesqueleto  y  la 
consiguiente  formación  de  los  ovillos  neurofibrilares.  El  anticuerpo  AT8  reconoce  la 
secuencia  de  fosforilación  Ser199,  Ser202  y  Thr205;  el  anticuerpo  AT100  reconoce  la 
secuencia de epítopes fosforilados en  Ser199, Ser202, Thr205, Thr212 y Ser214. 
TNFα 
Factor  de  necrosis  tumoral  alfa.  Es  una  citoquina  pro‐inflamatoria  producida  por  células 












Anti‐APP‐C  1:20000  24h; 22 oC  Conejo  Sigma‐Aldrich; A 8717 
Anti‐Aβ 17‐24 (4G8)  1:2000  48h; 22 oC  Ratón*  Covance; SIG 39220 




Anti‐PHF‐Tau (AT8)  1:500  48h; 22 oC   Ratón*  Pierce Biotech; MN 1020 
Anti‐PHF‐Tau (AT100)  1:500  48h; 22 oC   Ratón*  Autogen Bioclear; 90209 
Anti‐ ALDH1L1  1:2000  48h; 22 oC   Ratón*  Merck‐Millipore; MABN495 
Anti‐CD45  1:1000  48h; 22 oC    Conejo  Abcam; ab10558 
Anti‐CD68 (PG‐M1)  1:1000  48h; 22 oC    Ratón*  Dako; M0876 
Anti‐CD3  1:100  48h; 22 oC    Hamster  BD; 550277 
Anti‐Ferritina   1:500  48h; 22 oC    Conejo  Sigma‐Aldrich, F6136 
Anti‐GFAP  1:2000  24h; 22 oC   Pollo  Chemicon; AB5541 
Anti‐GFAP  1:10000  24h; 22 oC    Conejo  Dako; Z0334 









Anti‐Iba1  1:2000  24h; 22 oC    Cabra  Abcam; ab5076 
Anti‐MRC1  1:1000  48h; 22 oC    Conejo  Sigma‐Aldrich; HPA004114 
Anti‐NeuN  1:1000  48h; 22 oC    Ratón  Merck‐Millipore; MAB377 
Anti‐nNOS  1:1000  48h; 22 oC    Conejo  Sigma‐Aldrich; N7280 
Anti‐P2ry12  1:200  48h; 22 oC    Conejo  Sigma‐Aldrich; HPA014518 
Anti‐PV  1:5000  48h; 22 oC   Conejo  Swant; PV‐28 
Anti‐SOM (D‐20)  1:1000  24h; 22 oC   Cabra  Santa Cruz Biotech; sc‐7819 






correspondiente,  a una  concentración de 1/500  en  el mismo  tampón que  el  anticuerpo primario, 
durante 75 minutos a temperatura ambiente (ver tabla 2.4). A continuación, tras lavar de nuevo (10 
minutos  3  veces)  se  incubaron  los  cortes  en  el  complejo  estreptavidina‐peroxidasa  de  rábano 
(Extravidin®; E‐2886, Sigma‐Adrich) a una dilución 1/2000 en tampón PBS con Tritón al 0,2 % durante 
90 minutos  y  a  temperatura  ambiente.  Se  lavaron  las  secciones  en  PBS  (10 minutos  3  veces)  y, 
finalmente, el producto de la inmunorreacción se visualizó introduciendo el tejido en una solución de 
3‐3’‐diaminobencidina  tetrahidro‐clorhídrico  (DAB)  (D5637, Sigma‐Aldrich) al 0,05% en  tampón Tris 
clorhídrico  (Trizma®;T1503,  Sigma‐Aldrich),  conteniendo  0,03%  de  sulfato  amónico  de  níquel 
(464545,  Farmitalia  Carlo  Erba)  para  intensificar  el  producto  de    la  reacción  de  la  peroxidasa 




rotación  circular Nahita  6845).  Además,  las  secciones  de  cerebro  de  los  diferentes  individuos  se 
procesaron  siempre  en  paralelo,  utilizando  las  mismas  soluciones,  tampones  y  condiciones  de 



















Anti‐IgG de cabra  1:500  70 min; 22 oC   Caballo  Vector Lab.; BA‐9500  
Anti‐IgG de conejo  1:500  70 min; 22  oC   Cabra  Vector Lab.; BA‐1000 
Anti‐IgG de pollo  1:500  70 min; 22 oC   Cabra  Vector Lab.; BA‐9010 
Anti‐IgG de rata  1:500  70 min; 22 oC   Cabra  Vector Lab.; BA‐9400 





procesos  de  revelado  consecutivos  en  los  cuales  el  producto  de  la  reacción  de  cada  uno  de  los 
marcajes  inmunohistoquímicos  presentó  un  color  diferente  (azul, marrón  y  violeta).  Este  tipo  de 
inmunotinción  fue  posible  solo  cuando  los  anticuerpos  primarios  reconocían  antígenos  de  tipos 
celulares diferentes o estructuras con distinta localización.  
Se  procedió  con  el  protocolo  general,  es  decir,  el  tejido  se  pretrató  con  calor  y 
posteriormente  se  bloqueó  la  peroxidasa  endógena  así  como  la  avidina  y  la  biotina  endógena;  a 
continuación,  se  incubó  en  el  primero  de  los  anticuerpos  primarios,  seguido  del  anticuerpo 




anticuerpo  primario,  que  fue  revelado  de  la misma manera  omitiendo  la  adición  de  níquel  a  la 
solución  de  DAB,  por  lo  que  el  marcaje  se  visualizó  en  marrón.  En  los  casos  en  los  que  se 
inmunomarcó con un tercer anticuerpo primario, éste fue visualizado empleando el kit de revelado 
VECTOR VIP Peroxidase Substrate Kit (SK‐4600, Vector Labs.) que tintó de color violeta,  siguiendo las 
instrucciones  recomendadas por el  fabricante. Por último,  los cortes se montaron en portaobjetos 




2.4.2.Procedimiento  general  para  microscopía  convencional  de  fluorescencia  y 
microscopía láser confocal 
 





tampoco  fue necesario bloquear  la biotina endógena. Por ello, tras  lavar  las secciones con tampón 
PBS (10 minutos 3 veces), incrementar la antigenicidad del tejido con calor (en el caso en el que fuera 
necesario)  y  bloquear  con  suero  normal  de  cabra  o  de  caballo,  se  incubaron  los  cortes  en  el 
anticuerpo primario correspondiente a una concentración, tiempo y temperatura determinada para 
cada uno de los diferentes anticuerpos, todos ellos diluidos  en tampón PBS 0,1M con azida sódica al 
0,1% y Tritón X‐100 al 0,2%. A diferencia de  la  inmunohistoquímica doble para  campo  claro, para 
fluorescencia  los  anticuerpos  primarios  se  incubaron  en  días  consecutivos,  lavando  siempre  tres 
veces entre ellos. 
Tras    lavar de nuevo  con PBS  (10 minutos 3  veces),  la unión del anticuerpo primario a  su 
antígeno  fue  detectada  incubando  los  cortes  secuencialmente  con  los  anticuerpos  secundarios 












comercial  (Autofluorescence  Eliminator  Reagent;  2160,  Merck‐Millipore),  siguiendo  el  protocolo 
predeterminado por el fabricante. 
Por último, las secciones se cubrieron usando un medio de montaje específico para mantener 
la  fluorescencia  de  las muestras  (PBS  0,1M  y  glicerina  a  una  proporción  1:1, más  el  3%  de  1,4‐
diazabiciclo  [2.2.2.]‐octano o DABCO)  (ver apéndice 2.8.7.), y se almacenaron en oscuridad a 4    oC 
hasta su visualización en un microscopio láser cofocal (Leica SP5).  
Tabla  2.5.  Relación  de  anticuerpos  secundarios  utilizados  en  los  estudios  inmunohistoquímicos  de 






Anti‐IgG de conejo  Alexa Fluor® 488*1  Burro  1:1000  Molecular Probes; A21206 
Anti‐IgG de conejo  Alexa Fluor® 488*1  Cabra  1:1000  Molecular Probes; A11008  
Anti‐IgG de ratón  Alexa Fluor® 488*1  Burro  1:1000  Molecular Probes; A21202 
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Anti‐IgG de cabra  Alexa Fluor® 488*1  Burro  1:1000  Molecular Probes; A11055 
Anti‐IgG de pollo  Alexa Fluor® 488*1  Cabra  1:1000  Molecular Probes; A11039  
Anti‐IgG de conejo  Alexa Fluor® 568*2  Burro  1:1000  Molecular Probes; A10042 
Anti‐IgG de conejo  Alexa Fluor® 568*2  Cabra  1:1000  Molecular Probes; A11011 
Anti‐IgG de ratón  Alexa Fluor® 568*2  Burro  1:1000  Molecular Probes; A10037 
Anti‐IgG de cabra  Alexa Fluor® 568*2  Burro  1:1000  Molecular Probes; A11057 















pudo obtener una base de datos de preparaciones  virtuales  con una  resolución de 0,17 µm/pixel 
(objetivo  40X)  con  acceso  remoto  a  través  del  servidor NetImage  Server  SQL  (Olympus)  y  desde 
cualquier  ordenador  que  tuviera  instalado  el  programa  Olyvia  2.6  (Olympus),  empleado  para  el 
visionado de  las muestras y  la  toma de  imágenes  (en  formato  .vsi o  .jpg con un  tamaño de 1786x 
877). 
Otras  imágenes  de  inmunohistoquímica  para  microscopía  óptica  de  campo  claro  se 
obtuvieron  con  un microscopio  convencional  Nikon modelo  Eclipse  80i,  provisto  de  una  cámara 
fotográfica  digital  Nikon  DS‐5M  de  5  megapíxeles,  conectada  a  un  ordenador  que  ejecuta  el 




así  como  para  la  toma  de  imágenes  de  epifluorescencia,  gracias  a  una  fuente  de  fluorescencia 
(Olympus U‐RFL‐T) acoplada al microscopio. 





secciones ópticas muy  finas, con un plano  focal de 0,4 µm. Las  fotos se adquieren con un  tamaño 
1024x1024 en formato .tif y son procesadas mediante el programa LAS AF Lite (Leica). 








cuantificar  las  propiedades  geométricas  tridimensionales  de  objetos  de  interés,  utilizando 
información adecuadamente muestreada  y basándose en principios  generales de  análisis  sencillos 
(Howard y Reed 2004).  
La  técnica  estereológica  del  disector  óptico    permite  estimar  el  número  de  células  por 
volumen  (células/mm3)  o  densidad  numérica  (DN)  y  está  considerada  como  el mejor método  de 
muestreo para una estimación precisa de la densidad numérica de células.  
Dicho procedimiento se empleó en el presente trabajo de Tesis Doctoral para cuantificar  la 
densidad  celular de  las poblaciones neuronales que expresan  SOM  y PV  y  la población de  células 
microgliales, en el hipocampo  y  giro parahipocampal de muestras humanas  con patología de  tipo 
Alzheimer y muestras control. La densidad numérica de  las  subpoblaciones de  interneuronas PV y 
SOM en  la corteza perirrinal de  los  ratones  transgénicos, así mismo,  se analizó  también mediante 
estereología. 
La aplicación de este método requirió un sistema de computación interactivo que comprende 
un microscopio  convencional  (Olympus  BX61),  una  cámara  digital  (Olympus  DP71),  el  programa 
informático  NewCast  (Olympus)  con  el  sistema  VIS  2.61.1.0.  (Visiopharm  Integrator  System, 
Visiopharm®) y un microcator (Prior ProScan), que monitoriza los movimiento del eje Z.  





punto,  de  manera  que  los  puntos  de  muestreo  consecutivos,  equidistantes,  también  son 

















referencia necesario para  la  estimación del número de perfiles  celulares mediante  el método del 
disector óptico.  
Finalmente,  teniendo en  cuenta el área de  la  región  seleccionada, el grosor del  corte  y el 
número de perfiles  celulares  contados,  se puede determinar  el número de  células por unidad de 
volumen o densidad numérica (DN), según la ecuación: 
DN= ∑Q / ∑A x h,  












de  la  densidad  numérica  de  diferentes  tipos  celulares.  A,  el muestreo  sistemático  permite  cuantificar  las 





Figura 2.5. Proceso de binarización  con el programa de  análisis de  imagen Visilog 6.3.  En  la  imagen de  la 
izquierda (A) se puede observar la fotografía original sin procesar de una sección de corteza perirrinal humana 
inmunoteñida  con  el  anticuerpo  OC  para  AB  oligomérico,  en  medio  (B)  la  imagen  transformada  en 





Para  la cuantificación de  la carga amiloide (% del área ocupada por  los depósitos amiloides 







































a  un  área  de  referencia)  en  el  hipocampo  y  en  la  región  parahipocampal,  se  empleó  el mismo 






secciones  inmunoteñidas con OC  (fibras de oligómeros) se  fotografiaron utilizando un microscopio 




Figura  2.6.  Análisis  en 
cuadrícula de la distribución 
diferencial  de  las  células 
Iba1‐positivas  en  el  giro 
dentado.  Tras  obtener  las 
imágenes monocromáticas y 
binarias,  se  insertó  una 
cuadrícula  (de  125000  µm2 
cada  cuadrado)  en  cada 
imagen  y  se  analizó  el 


















Los datos obtenidos en el presente estudio  se  representaron  con  la media del  grupo ±  la 
desviación estándar (SD). 
Todos  los análisis estadísticos  se  realizaron  introduciendo  los datos en el programa  Sigma 






Para  los  grupos  de  datos  que  no  presentaron  una  distribución  normal,  se  aplicaron  pruebas  no 



































1. Disolver  4  g  de  paraformaldehído  en  30‐35  mL  de  agua  desionizada  previamente 














































15  mL  de  PBS,  y  a  continuación  añadir  una  alícuota  de  DAB‐Tris  previamente 






























Las muestras humanas utilizadas  (hipocampo) en  los estudios bioquímicos proceden de  los 
mismos  individuos que  las utilizadas para  los estudios  inmunohistoquimicos  (ver Tabla 2.1), y han 
sido cedidas por los mismos biobancos (Banco de Tejido para Investigación Neurológica de Madrid, y 
del Banco de Tejidos Neurológicos del Servicio de Anatomía Patológica IDIBELL‐Hospital Universitario 
de Bellvitge de Barcelona). El uso de  las mismas muestras humanas en  ambos  laboratorios  (de  la 
Universidad  de  Málaga  y  de  la  Universidad  de  Sevilla)  ha  permitido  una  mejor  correlación  e 
interpretación  de  los  datos  con  las  diferentes  técnicas.  Mientras  que  para  los  estudios 
inmunohistoquímicos  las muestras  fueron  previamente  fijadas,  para  los  estudios  bioquímicos  las 
muestras  una  vez  extraídas  se  congelaron  directamente  a  ‐80ºC  hasta  su  uso,  para  evitar  la 
degradación de proteínas y ARN. Posteriormente, se dividieron aun congeladas en porciones de 70‐
90 mg para la extracción de proteínas, ARN o fracción soluble 
Por otro  lado,  las muestras de hipocampo de  ratones  transgénicos APP/PS1  se obtuvieron 
por disección una vez anestesiados  los animales con pentobarbital  sódico  (Dolethal®, 60 mg/Kg) y 
perfundidos transcardialmente con tampón fosfato salino (PBS) 0,1 M pH 7,4 durante 5 minuto a un 







cloroformo.  El  procedimiento  consiste  en  pesar  las  muestras  en  una  balanza  de  precisión.  A 
continuación,  se pasan a un  tubo de 2 ml autoclavado.  Seguidamente  se añade 1 ml del  reactivo 
Tripure® (tiocianato de guanidina, un agente caotrópico que desnaturaliza  las proteínas,  incluyendo 







temperatura  ambiente. A  continuación,  se  realiza una  centrifugación  a  4  °C  a  12000g durante  15 










que  lo  insolubiliza. Por último, el ARN precipitado es purificado usando el  sistema ABI Prism 6100 
Nucleic Acid PrepStation (Applied Biosystems). Este sistema es capaz de purificar hasta 96 muestras 
simultáneamente y consiste en una bomba de vacío que aspira  las muestras haciéndolas pasar por 
unos  filtros  en  los  que  el  ARN  queda  retenido.  Finalmente,  éste  se  disuelve  con  agua  libre  de 
ARNasas. La purificación del ARN y  su posterior  recuperación usando este  sistema  se ha  realizado 




Tabla  2.6.  Pasos  para  la  purificación  de ARN  usando  el  sistema ABI  Prism  6100 Nucleic Acid  PrepStation 
(Applied  Biosystems).  Se  indican  los  pasos  seguidos  en  este  protocolo,  así  como  el  tiempo  y  volumen  de 
reactivo utilizado. 
Paso  Acción  Volumen  Tiempo  Vacío   Posición 
‐  Humedecer pocillos con agua con DEPC  40 μl  ‐  ‐  ‐ 
1  Cargar muestras  0,5 ml  180 s  80%  Desechar 
2  Añadir etanol absoluto 4ºC  0,5 ml  180 s  80%  Desechar 
3  Añadir etanol absoluto 4ºC  0,4 ml  180 s  80%  Desechar 
4  Añadir etanol absoluto 4ºC  0,3 ml  120 s  60%  Desechar 
5  Añadir etanol absoluto 4ºC  0,3 ml  120 s  60%  Desechar 
6  Aplicar vacío pre‐elución  ‐  300 s  90%  Desechar 
7  Suave agitación de la placa  ‐  ‐  ‐  Desechar 
8  Eluir con agua con DEPC  150 μl  120 s  40%  Eluir 













Para  comprobar  la  integridad  del  ARN  purificado  untilizamos  Agilent  RNA  6000  Nano  Kit 
como soporte electroforético y Agilent 2100 Bioanalyzer como  instrumento de detección y análisis. 
Este sistema permite llevar a cabo una electroforesis en gel mediante el uso de un chip, sobre el cual 
se  carga  la matriz  del  gel,  el  fluoróforo  que  permitirá  llevar  a  cabo  la  visualización  del  RNA  y  la 
muestra correspondiente. Tras la electroforesis el sistema de análisis recoge la fluorescencia emitida 
por  la  muestra,  previamente  estimulada  con  láser,  creando  un  electroferograma 
(fluorescencia/tiempo).  El  electroferograma  permite  conocer  la  calidad  del  RNA  generando, 
mediante el uso de un software específico, el RIN (RNA Integrity Number; Número de Integridad del 
ARN). El RIN establece una clasificación numérica de la calidad del RNA que comprende valores del 1 






A  partir  de  la  interfase  y  la  fase  orgánica  que  hemos  obtenido  en  el  proceso  de 
homogenización con el reactivo Tripure®, procedemos a extraer las proteínas totales. Estas proteínas 
están desnaturalizadas y se han utilizado para estudios de Western‐blot.  
Con  la  finalidad de obtener  las proteínas  totales,  se ha  llevado  a  cabo  en primer  lugar  la 
precipitación del ADN para así evitar la contaminación de la muestra de proteínas. Esta precipitación 
se ha realizado añadiendo etanol al 100% (0,3 ml de etanol por ml de Tripure® usado), mezclándolo 







repitió  dos  veces más  y  luego  se  realizó  un  último  lavado  con  2 ml  de  etanol  absoluto,  para  así 
eliminar  los  restos de guanidina. Finalmente, se dejó secar el precipitado a  temperatura ambiente 
hasta que se evaporó todo el alcohol. 
Para solubilizar  las proteínas, el precipitado se resuspendió en urea 8M‐SDS 4% tamponado 











se  consigue  a  partir  de  la  enzima  transcriptasa  inversa,  que  sintetiza  una  hebra  de  ADN 
complementaria a un molde de ARN en presencia de un cebador complementario. Después de este 
proceso  obtenemos  un  híbrido  ARN‐ADN  que,  por  degradación  del  ARN,  quedará  como  ADN 
monocatenario. 





en  un  volumen  final  de  50  ul  de  agua  tratada  con  DEPC  al  0,1%  (p/v).  Posteriormente,  se 
desnaturaliza el ARN a 65°C durante 10 minutos, y se enfría en hielo para evitar la re‐naturalización. 
Finalmente, añadimos 50 ul de la mezcla de reacción 2X (proporción 1:1 mezcla:muestra) a cada tubo 
de  reacción,  y  se  lleva  al  termociclador  (MasterCycler Gradient,  Eppfendor; Hamburgo, Alemania) 
para efectuar un ciclo de temperatura a 25 °C durante 10 minutos (para permitir el apareamiento de 
los  cebadores  con  sus  secuencias  complementarias),  seguido  de  2  horas  a  37°C  (para  que  la 
























Con  el  fin  de  comprobar  que  la  cantidad  de  ADNc  obtenida  tras  la  reacción  de 
retrotranscripción es  la misma en  todas  las muestras,  llevamos a  cabo  la amplificación de un gen 


























En  el  caso  de  que  empleemos  SYBR‐green  I,  junto  con  un  par  de  cebadores  específicos 
diseñados  para  una  diana  en  concreto,  se  debe  hacer  en  primer  lugar  un  ensayo  preliminar  con 
diferentes cantidades de partida de ADNc. Además, se debe llevar a cabo un protocolo de disociación 
del  producto  de  PCR  obtenido  para  conocer  la  especificidad  de  nuestros  cebadores  durante  la 
reacción. Una vez comprobada dicha especificidad y la eficiencia de la reacción en el ciclo threshold 
(ciclo de PCR   en el que  la curva de amplificación de  la diana en cuestión se distingue del ruido de 
fondo o  fluorescencia background), pasaremos a  cuantificar  la expresión de  la diana deseada  con 
respecto al housekeeper  (GAPDH)  tanto en  las muestras problemas como controles, empleando  la 































Tabla  2.9.  Relación  de  los  reactivos  empleados  para  la  amplificación  por  PCR  a  tiempo  real  empleando 












a  realizar  la amplificación  siguiendo el programa detallado en  la Tabla 2.10.  La  señal  fluorescente 
emitida por  los productos de  la PCR  fue detectada por el  lector acoplado en el  termociclador y su 
intensidad  es  proporcional  a  la  cantidad  de  copias  generadas  durante  la  reacción.  Para  poder 
cuantificar las cantidades iniciales presentes de una diana determinada mediante RT‐PCR en tiempo 
real,  nos  basamos  en  el  concepto  de  Cycle  threshold,  ciclo  threshold  o  Ct,  punto  en  el  que  la 
fluorescencia alcanza un umbral a partir del cual el incremento en la cantidad de ADN amplificado es 
exponencial. El valor umbral o threshold se determinó automáticamente por el software SDS v1.7 o 








Activación de Taq‐polimerasa  Desnaturalización ADNc  Desnaturalización ADNc  Hibridación/ Elongación 

















denominación de  los cebadores murinos up y  low y  la secuencia específica empleada para la realización de  la 
RT‐PCR a tiempo real y el número de acceso. 





GFAP  GFAPup  CTCCAACCTCCAGATCCGAG  NM_010277 
GFAPlo  TCTGACACGGATTTGGTGTCC 
NPY  NPYmmUP  CATCAATCTCATCACCAGACAGA  NM_023456 
NPYmmLO  AAGGGTCTTCAAGCCTTGTTC 

























Tabla  2.12.  Sondas  Taqman  para  RT‐PCR.  Se  indican  las  sondas  Taqman  de  Applied  Biosystems,  con  su 
referencia, utilizadas para humano o ratón en el análisis de expresión de ARNm mediante RT‐PCR Real Time. 
Sonda (humano)  Referencia  Sonda  (ratón)  Referencia 
CCL2  Hs00234140_m1  TNFalfa  Mm00443258_m1 
CCR2  Hs00704702_s1  GAPDH  Mm99999915_g1 
CD11b  Hs00355885_m1  P2ry12  Mm01950543_s1 
CD36  Hs01567185_m1  CX3CR1  Mm02620111_s1 
CD3E  Hs01062241_m1  CD45  Mm01293577_m1 
CD45  Hs04189704_m1  Iba‐1  Mm00479862_g1 
CD68  Hs02836816_g1  CD68  Mm03047340_m1 
CX3CR1  Hs01922583_s1  CD11b  Mm00434455_m1 
FAS‐L  Hs00181225_m1  GFAP  Mm01253033_m1 
GAPDH  Hs03929097_g1     
GDNF  Hs00181185_m1     
GFAP  Hs00909236_m1     
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Sonda (humano)  Referencia  Sonda  (ratón)  Referencia 
IBA‐1            Hs00610419_g1     
Ki67  Hs01032443_m1     
MRC‐1  Hs00267207_m1     
MSR‐1  Hs00234007_m1     
NPY  Hs00173470_m1     
P2ry12  Hs01881698_m1     
Pu.1  Hs02786711_m1     
PV  Hs00161045_m1     
SIRP β1  Hs01092173_m1     
SOM  Hs00356144_m1     
TNF‐α  Hs00174128_m1     





producido  dímeros  de  cebadores,  que  la  secuencia  amplificada  era  la  correcta  y  que  existía  una 
cantidad detectable, se realizó una electroforesis en gel de agarosa al 1,5%. Una vez en la cubeta de 
electroforesis que contiene el tampón TBE 10x, se cargaron las muestras junto con tampón de carga 
y  un  marcador  de  100  pares  de  bases  (10  ng/ml;  Superladder‐low  100bp  ladder,  Gensura 
Laboratories  INC.) como patrón. Se cargaron 8 µl de patrón  junto con 4 µl de tampón de carga, así 
como 5 µl de muestra y 5  µl de tampón de carga y se inició la electroforesis a un voltaje constante de 









menor  distancia  que  aquellas  con menor  peso molecular,  y  se  separan  entre  ellas más  o menos 
dependiendo  de  la  concentración  de  acrilamida  del  gel  de  corrido.  La  realización  del  gel  será 
diferente en función del tamaño de  la proteína a visualizar, de manera que para proteínas de gran 





























































a pH 6,8. Posteriormente, estas muestras  fueron cargadas en  los geles y  se corrieron a un voltaje 
constante de 90 V, en el caso de usar el tampón tricina, o de 160V, si el tampón era glicina. 
Una  vez  terminada  la  electroforesis,  se  transfirieron  las  proteínas  desde  el  gel  hasta  una 
membrana de nitrocelulosa o PVDF (si la electroforesis es con gel SDS‐Urea). La transferencia se llevó 
a  cabo  usando  el  sistema  en  sándwich  (Bio‐Rad),  en  una  cubeta  de  trampón  de  transferencia, 
durante 90 min. a 310 mA.   Una vez  terminada  la  transferencia,  lavamos  la membrana con PBS, y 






durante  toda  la noche  a 4  °C.  La  relación de  los  anticuerpos empleados  y  sus  características más 
relevantes se detallan en la Tabla 2.15. Terminada la incubación, lavamos la membrana con TPBS (3 x 
5 minutos) e  incubamos en el anticuerpo  secundario acoplado a  la enzima peroxidasa de  rábano, 
capaz de procesar un sustrato (ECL‐plus) originando un producto quimioluminiscente cuya señal será 
proporcional  a  la  cantidad  de  proteína  específica  de  la  muestra.  La  señal  quimioluminiscente 
obtenida  se  revela  en  cuarto  oscuro  utilizando  películas  fotográficas  (Hyperfil‐ECL,  Amersham; 
revelador y  fijador Kodad). Todos  los anticuerpos  secundarios  se  incuban como mínimo durante 1 
hora a  temperatura ambiente en TPBS. La señal quimioluminiscente es  recogida con el sistema de 
captación  IQ  LAS  4000  mini  gold.  Finalmente,  la  intensidad  de  las  bandas  de  las  películas  se 
determinará utilizando el software PCBAS v2.0 sobre las imágenes escaneadas (Epson 3200). 
 
Tabla  2.15. Marcadores  detectados mediante Western‐blot.  Se  indica  la  dilución  de  uso,  el  tamaño  de  la 
banda reconocida, el animal de obtención y la referencia junto a la casa comercial. 
Anticuerpo primario  Dilución de uso  Banda reconocida  Animal de 
obtencion  Referencia 
Anti‐Aβ (6E10)  1:5000  4,5 kDa (1 mer)  Ratón  Signet; Ref.: 6E10 
AT8 




Fosfo‐Tau (Thr212‐Ser214)  1:1000  79 KDa  Ratón  Innogenetics 
NeuN      Ratón   

























Otra  técnica empleada para  la obtención de proteínas es  la que  se  lleva a  cabo en medio 






inhibidores de proteasa  y  fosfatasa.  La disgregación  se  lleva  a  cabo usando  las  tijeras  apropiadas 
hasta que el  tejido queda  totalmente  fraccionado;  seguidamente pasamos  la  suspensión de  tejido 
resultante a un homogenizador Dounce´s  (Wheaton)  y  lo  sometemos a 15 pases  con el pistilo de 
menor diámetro  (paso de  luz: 0.089‐0.14mm)  y 15 pases  con el de mayor diámetro  (paso de  luz: 
0.025‐0.076 mm). El homogenado obtenido se centrifuga a 100000 xg durante 1 hora a 4ºC (Optima 
Max,  Beckman  Coulter).  El  sobrenadante  que  obtenemos  de  esta  ultracentrifugación  es  lo  que 
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de  forma  rutinaria  en medio  DMEM‐F12  (PAA)  suplementado  con  glutamina  2 mM,  suero  fetal 
bovino (10%), 100 U/ml de penicilina (PAA) y 100 μg/ml de estreptomicina (PAA) e incubadas a 37ºC, 
5% CO2. Estas  células  se  subcultivan 2 veces por  semana para mantener un grado de  confluencia 
adecuado al crecimiento celular. Mediante un rascador se recogen las células del frasco de cultivo y 
se resuspenden en medio de cultivo correspondiente haciendo diluciones 1:10 antes de sembrar en 







Los  cultivos  primarios microgliales  se  realizan  según  se  describe  en  Jimenez  et  al,  2008 




250000  células/ml) en placas  tratadas  con poli‐D‐lisina  y  conteniendo DMEM‐F12 + 10%  FBS  (con 
glutamina, aninoácidos no esenciales y 1% penicilina‐estreptomicina). La incubación se realiza a 37ºC 
en atmósfera humidificada y a 5% de CO2. El medio se remplaza cada 4‐5 días. Después de 15 días en 
cultivo,  los  astrocitos  se  retiran  por  disociación  suave,  y  las  células  microgliales  se  estimulan 
mediante  incubación  durante  3h  con  LPS.  Una  vez  estimuladas,  la  expresión  de  los  distintos 
marcadores  se  realiza mediante  qPCR  a  partir  de  cDNA  preparado  a  partir  de  los  RNAs  de  los 
distintos cultivos.         
Para la preparación de células microgliales adultas se utilizan cerebros obtenidos de ratones 
WT  de  3 meses  de  edad.  Las  células  son  disociadas  como  se  indica  arriba,  y  la microglia  se  aísla 
mediante centrifugación en gradiente discontinuo de Percoll (37% y 25%) seguido por el aislamiento 
























placa  de  24  pocillos  (área  de  cultivo:  1,8  cm2).  Para  el  uso  de  células  procedentes  de  cultivos 
primarios, sembramos 500.000 células por pocillo en una placa de 24 pocillos. Tras el mantenimiento 
y crecimiento de los cultivos (24 h para la línea N13 y 15 días para los cultivos primarios) llevamos a 
cabo  el  tratamiento  de  los  mismos  utilizando  la  fracción  soluble  S1  obtenida  de  las  muestras 
humanas. Para ello, tras haber retirado el medio de cultivo antiguo y haber añadido medio nuevo, 
añadimos un volumen de S1 manteniendo una proporción 1/10 v/v que dejaremos durante 3 horas 
de  tratamiento. El medio de cultivo utilizado será el especifico de  la  línea celular/primaría  tratada 
(detallado anteriormente). Transcurridas las 3 horas de tratamiento, retiramos el medio de cultivo y 
recogemos  las  células  utilizando  el  reactivo  Trisure,  ayudándonos  de  un  rascador  levantamos  las 
células de la placa y las pasamos a un tubo de plástico donde el proceso a seguir para la extracción de 
ARN y proteínas será el mismo utilizado para  la obtención de ARN y proteínas a partir de tejido de 


















Q4;  que  son  positivas  para  Annexin  V‐FITC  y  negativas  para  PI)  y  células  en  apoptosis  tardía  o 
muertas  (las  que  están  en  cuadrante  Q2;  que  son  positivas  para  Annexin  V‐FITC  y  para  PI).  El 
cuadrante Q1 refleja daño necrótico. PI:  Ioduro de propidio. Los tratamientos se realizan con S1 de 
humanos  (10 µg/100µl de medio) para  la curva se usa diluciones de estos S1  (10 µg, 1 µg y 0.1 µg 
/100 vl de medio) durante 24 horas en ausencia de suero. 
 
2.12.5. Determinación de  la  toxicidad de  las  fracciones S1 de hipocampo de  ratón 
APP/PS1 sobre cultivos neuronales primarios 
Los cultivos neuronales primarios fueron realizados tal y como se describe en Jimenez et al 
(2011). Brevemente,  los cerebros embrionarios  (E18‐20) o postnatales  (P1)  fueron diseccionados y 
tratados,  durante  5  min,  con  medio  tripsina‐DMEM‐EDTA  (Biowhittaker,  Cambrex,  Belgium).  El 
tratamiento se paró utilizando DMEM con 10% FBS y las células se disociaron mecánicamente. Tras la 
disociación mecánica,  los  restos  fueron  eliminados mediante  filtración  (40 mm,  BD  Falcon)  y  las 
células  fueron  sembradas  (a  una  densidad  de  60.000  células/ml)  en  medio  Neurobasal  con 
suplemento  B27  (conteniendo  glutamina,  1%  penicilina‐estreptomicina  y  gentamicina)  en  placas 
Nunc de 12‐ o 96 pocillos  tratadas con poli‐D‐lisina  (Sigma‐Aldrich). Las células  fueron cultivadas a 
37º C, en atmosfera humidificada y a 5% de CO2. El medio fue reemplazado cada 4 días. Después de 
13‐15 días en cultivo, las células fueron tratadas (durante 48 h) con las diferentes fracciones solubles 
(S1) obtenidas de animales WT o APP/PS1 de 6 o 18 meses de edad. Después de  la  incubación,  las 
células fueron lavadas (con PBS frio) y extraídas utilizando Tripure como se ha descrito previamente. 





Todos  los  experimentos  llevados han  sido  repetidos una media de  3  veces.  El método de 
análisis estadístico varía según las muestras empleadas. El análisis estadístico se ha desarrollado con 
el programa estadístico Statgraphics v3.1. En aquellos datos que siguen una distribución normal  los 
resultados  mostrados  reflejan  el  valor  medio  de  los  experimentos  realizados  respecto  al  grupo 
















de  la  enfermedad  de  Alzheimer  ha  sido  obtenida  principalmente  en  modelos  transgénicos  que 
portan  una  o  varias mutaciones  del Alzheimer  familiar.  Sin  embargo,  estos modelos  animales  no 
parecen mimetizar correctamente  la evolución de  la patología observada en  los pacientes siendo  la 
mayor limitación la escasa o tardía muerte neuronal. Este hecho subraya la necesidad de caracterizar 
en detalle la evolución de los procesos patológicos en muestras procedentes de pacientes para, por 
una parte, comprender  la etiología de  la AD y, por otra parte, mejorar  los modelos existentes para 
que resulten útiles en la experimentación preclínica. 
 
En  base  a  lo  expuesto,  este  trabajo  de  Tesis  Doctoral  se  ha  centrado  en  el  estudio 
neuropatológico de muestras humanas post mortem (hipocampo y giro parahipocampal) catalogadas 
por  los Biobancos de procedencia  según  los estadios de Braak  (desde Braak  II a Braak VI) para  la 
patología tau. Además, se han incluido como controles muestras de individuos sin patología de edad 
similar.  De  forma  paralela  se  ha  realizado  un  estudio  comparativo  de  aquellos  resultados  más 
relevantes  con muestras de modelos  transgénicos APP/PS1.  En  este  sentido, una de  las  líneas de 
investigación de nuestro grupo durante años ha sido  la caracterización de modelos transgénicos de 
AD y  la búsqueda de biomarcadores de  interés para  su uso en estudios preclínicos de potenciales 
fármacos. De especial  interés han sido  los aspectos  relacionados con  la vulnerabilidad neuronal,  la 
degeneración  axonal  y  sináptica,  las  alteraciones  de  la  proteostasis  celular  y  su  relación  con  el 
metabolismo de APP y  la producción de Abeta, y en  los últimos años el proceso neuroinflamatorio, 
en regiones altamente vulnerables en  los pacientes como son el hipocampo y  la corteza entorrinal. 
Otro de  los objetivos del grupo ha  sido evaluar  la eficacia de diversas estrategias  terapéuticas en 
estos modelos,  analizando  su  efecto  sobre  la  progresión  de  la  patología  y  los  déficits  cognitivos. 
Durante el desarrollo de esta Tesis Doctoral he colaborado activamente con el grupo de investigación 
en  estos  trabajos  con modelos  transgénicos  (ver  Anexo  de  publicaciones),  y  que  han  sido  el  eje 
primordial para plantear el estudio que aquí se presenta en muestras humanas y realizar el análisis 
comparativo  con  los  modelos.  A  continuación,  se  describen  los  principales  hallazgos  en  estos 
modelos  animales  y  se  indican  las  referencias donde  se han publicado  (los  artículos  científicos  se 
adjuntan como Anexos): 
 
1. Hemos  demostrado  que  el  modelo  APP751SL/PS1M146L  presenta  muerte  neuronal 
significativa,  tanto  de  neuronas  piramidales  como  de  interneuronas,  en  la  corteza 
entorrinal  a  edades  tempranas  (6  meses)  relacionada  con  la  acumulación  de  Abeta 
extracelular y el desarrollo de una respuesta neuroinflamatoria citotóxica. Este resultado 
es de gran relevancia ya que  la mayoría de  los modelos transgénicos carecen o muestran 
una  escasa  pérdida  de  neuronas  a  edades  avanzadas.  En  este  trabajo  se  pone  de 
manifiesto, además, la existencia de un perfil regional diferente en los mismos animales en 





hipocampo,  que  previamente  había  demostrado  nuestro  grupo  en  el modelo  APP/PS1 
(Ramos  y  col.,  2006),  en  este nuevo  trabajo  demostramos  la  existencia de  una  pérdida 
significativa de interneuronas que contienen la proteína ligadora de calcio calretinina (CR)  





cognitivos  observados  en  las  fases  iniciales  de  la  enfermedad  de  Alzheimer.  Estos 
resultados,  junto  con  otros  previos  del  grupo,  demuestran  la  existencia  de  un  proceso 
neurodegenerativo  temprano  en  el  hipocampo  de  este modelo  y  validan  su  uso  para 
estudios  preclínicos  de  terapias  neuroprotectoras.  (Baglietto‐Vargas  et al.  2010);  ver 
Anexo. 
 
3. La  ausencia  de  una  pérdida  masiva  de  neuronas  es  una  limitación  de  los  modelos 




3β  y en  consecuencia promueve una  acción neuroprotectora.    La  activación de esta  vía 





4. Otro  aspecto  importante  que  hemos  caracterizado  en  este modelo  APP/PS1  ha  sido  la 
patología  axonal  temprana  que  tiene  lugar  en  el  hipocampo.    Este modelo  desarrolla 
numerosas  distrofias  neuríticas  alrededor  de  las  placas  amiloides.  En  este  trabajo 
demostramos  la  naturaleza  axonal/sináptica  de  estas  distrofias  y  su  relación  con  la 
alteración  del  sistema  de  proteostasis  celular  y  producción  de  Abeta.  Estas  distrofias 
axonales  acumulan  abundantes  vesículas  autofágicas  como  resultado  de  alteración  del 
citoesqueleto  y  fallos  en  el  transporte  axonal.  Es  de  destacar  que  estas  alteraciones 








alteración  progresiva  del  citoesqueleto  con  disminución  de  las  proteínas  motoras 
quinesina y dineína,  junto con una reducción de  la actividad  lisosomal responsable de  la 
acumulación  de  vesículas  autofágicas  y  proteínas  ubiquitinadas  dentro  de  las  distrofias 
axonales. Estas deficiencias de  la degradación  lisosomal  se asocian  con un aumento del 
metabolismo  de  APP  y  la  producción  de Aβ.  Este  efecto  sobre  el metabolismo  de APP 
parece estar directamente  implicado en  la acumulación sináptica de Aβ y  la propagación 
de  la patología amiloide entre  regiones  conectadas  sinápticamente.  (Torres et al. 2012); 
ver Anexo. 
 
6. Hemos analizado el potencial terapéutico de  la administración oral de carbonato de  litio, 
un fármaco prescrito para los trastornos bipolares, sobre la progresión de la patología en 
el hipocampo de nuestro modelo transgénico APP/PS1. Este tratamiento se inició antes de 
que  comenzara  la  patología  amiloide  en  esta  región  cerebral  y  se  extendió  durante  6 
meses.  Los  resultados  revelaron  una mejora  de  los  déficits  cognitivos  junto  un  notable 
efecto  neuroprotector  previniendo  la  muerte  de  las  interneuronas  SOM/NPY  y 
disminuyendo la formación de distrofias axonales.  Es de destacar que el tratamiento con 
litio produjo una modificación de las propiedades de las placas amiloides siendo éstas más 
pequeñas,  menos  compactas  y  con  un  menor  halo  oligomérico  tóxico.  Este  nuevo 
mecanismo  de  acción  del  litio,  reduciendo  la  capacidad  tóxica  de  las  placas,  podría 
representar  una  vía  de  interés  terapéutico  alternativa  frente  a  los  continuos  fracasos 
clínicos dirigidos a reducir la carga amiloide. (Trujillo‐Estrada et al. 2013); ver Anexo. 
 
7. Siguiendo  con  la  caracterización  del modelo  APP/PS1,  hemos  analizado  con  detalle  el 
proceso  neurodegenerativo  en  la  región  del  subículo.  Esta  región  se  afecta  en  fases 
iniciales  de  la  enfermedad  en  los  pacientes  y  tiene  un  papel  clave  en  el  flujo  de 
información entre el hipocampo y la corteza entorrinal.  La patología amiloide se inicia en 
la  región  del  subículo  progresando  a  otras  regiones  hipocampales.  La  acelerada 
acumulación  de  Aβ  extracelular  ocurre  en  paralelo  con  una  pérdida  de  neuronas 
(piramidales  e  interneuronas)  y  el  desarrollo  de  una  patología  axonal/sináptica  desde 














estudio detallado de  la patología tau  (capítulo 1 de Resultados) y de  la patalogía Aβ  (capítulo 2 de 
Resultados)  de  las muestras  humanas  post mortem  procedentes  de  los  distintos Biobancos  como 
paso primordial para conocer el grado de afectación de ambas alteraciones proteicas en cada uno de 
los  casos  de  estudio  y  las  posibles  diferencias  en  las  distintas  regiones  cerebrales.  Además,  la 
patología amiloide ha sido analizada en paralelo con la de nuestro modelo transgénico de amiloidosis 
APP751SL/PS1M146L.    En  segundo  lugar,  se  ha  estudiado  el  proceso  de  activación  glial  (microglial  y 
astroglial)  y  su papel  en  la progresión de  la patología  en  estas muestras humanas  y  comparando 
estos resultados con lo que ocurre en modelos animales (Capítulo 3 de Resultados; a partir de estos 
resultados  se está preparando un manuscrito que  será enviado en breve para  su publicación). En 
tercer  lugar  se  ha  analizado  el  proceso  neurodegenerativo  de  poblaciones  de  interneuronas  en 
regiones como el hipocampo y  la corteza perirrinal, en esta última  región  se ha hecho un estudio 
comparativo  con  el modelo  transgénico APP/PS1  (Capítulo  4 de Resultados;  Sanchez‐Mejias  et  al. 
manuscrito bajo  revisión  en  la  revista  J. Alz. Dis.).  En último  lugar  se ha  realizado un  estudio del 
efecto del humo del tabaco, un factor medioambiental de gran repercusión en la sociedad humana, 





mediante  técnicas  inmunohistoquímicas,  estereológicas  y  de  análisis  de  imagen  en  secciones  de 
tejido  humano  post  mortem  y  de  modelos  transgénicos  APP/PS1.  Los  datos  de  inmunotinción 
obtenidos  en  las  muestras  humanas  de  individuos  controles  e  individuos  con  patología  tau  en 
estadios Braak  II, Braak  III‐IV y Braak V‐VI han  sido  complementados  con estudios moleculares de 
Western  blots  y  RT‐PCR  utilizando,  en  la mayoría  de  los  experimentos, muestras  de  hipocampo 
procedentes de los mismos individuos. Además, se han llevado a cabo estudios in vitro y análisis por 
citometría de flujo para estudiar el efecto de  las fracciones solubles de hipocampo de  las muestras 
humanas  y  de  los  modelos  APP/PS1  sobre  la  viabilidad  neuronal  y  glial.  Todos  estos  estudios 














Como  estudio  inicial  se  ha  realizado  un  análisis  detallado  de  la  patología  de  tau  en  el 
hipocampo  y  giro parahipocampal  de  cada una de  las muestras humanas  disponibles. Una de  las 
principales marcas  histopatológicas  de  la  enfermedad  de  Alzheimer  es  el  desarrollo  de  lesiones 
neurofibrilares    como  consecuencia  de  la  hiperfosforilación  de  tau  y  su  posterior  agregación  en  
filamentos  helicoidales  pareados  (PHFs),  y  consisten  en  la  formación  de  1)  ovillos  neurofibrilares 
(NFTs;  del  inglés  neurofibrillary  tangles)  en  los  cuerpos  neuronales,  2)  filamentos  en  el  neuropilo 
(NTs; del inglés neuropil threads) en las prolongaciones neuronales, y 3) neuritas distróficas asociadas 
a  las  placas.  Dichas  lesiones  neurofibrilares  se  distribuyen  siguiendo  un  patrón  espaciotemporal 
determinado durante el curso de la enfermedad, lo que permite la identificación de seis estadios que 







y Métodos)  en Braak  II  (individuos  en  estadios  iniciales  asintomáticos), Braak  III‐IV  (individuos  en 




regiones  altamente  vulnerables  y  de  gran  importancia  en  los  procesos  de memoria,  como  son  el 
hipocampo y la corteza perirrinal, esta última como representación del giro parahipocampal. 
El anticuerpo AT8 es un marcador específico de la proteína tau fosforilada en los  residuos de 
Ser199/202  y  Thr205  situados  en  el  extremo N‐terminal. Dicho  anticuerpo  fue  empleado  para  el 
estudio  inmunoshistoquímico  cualitativo  de  la  expresión  de  fosfo‐tau  en  el  hipocampo  y  giro 
parahipocampal de muestras post mortem de individuos Braak II, Braak III, Braak IV y Braak V‐VI (Fig. 





afectando  también al  stratum oriens,  stratum  radiatum y  stratum  lacunosum‐moleculare de CA1 y 
CA2,  proporcionando  una  apariencia  bandeada  en  el  hipocampo  propio  (Fig.  3.1.1  B).  Además, 




giro  parahipocampal,  la  densidad  de  ovillos  neurofibrilares,  tanto  en  la  corteza  entorrinal  (no 
mostrada) como en la corteza perirrinal, fue mayor a lo largo de las seis capas de la corteza, viéndose 
afectadas en mayor medida las capas III y V (Fig. 3.1.1 F).  
Las  muestras  de  individuos  Braak  IV  mostraron  un  incremento  sustancial  de  la 
inmunorreactividad  para  AT8  de manera  generalizada  en  el  hipocampo  y,  especialmente,  en  el 
subículo,  como  puede  apreciarse  en  la  figura  3.1.1  C.  Además,  la  corteza  perirrinal  y  la  corteza 
entorrinal  (no  mostrada)  presentaron  cambios  similares,  exhibiendo  un  notable  aumento  de  la 
inmunotinción para  fosfo‐tau en  todo el neuropilo  cortical, pudiéndose distinguir  la  capa granular 
interna o capa IV de la corteza en todo el giro parahipocampal (Fig. 3.1.1 G).  
Finalmente,  los  individuos  dementes  Braak  V‐VI  manifestaron  una  extensa  patología 
neurofibrilar por todas las regiones de la formación hipocamapal (Fig. 3.1.1 D) y por todo el conjunto 
cortical  del  giro  parahipocampal  (Fig.  3.1.1  H),  con  desarrollo  de  ovillos  neurofibrilares  a  nivel 
intracelular y neuritas distróficas y NTs en los procesos dendríticos y axonales. 
 
Después  de  analizar  la  progresión  de  los  cambios  neurofibrilares  a  nivel  general  en  el 
hipocampo y giro parahipocampal,  se  caracterizaron en detalle, mediante  inmunotinción  con AT8, 
una a una las regiones del giro dentado, CA1, CA2 y subículo de la formación hipocampal, y corteza 
perirrinal como representación del giro parahipocampal, a  lo  largo de  los estadios de Braak. El giro 
dentado de  las muestras humanas analizadas  fue  la  región del hipocampo que se afectó de  forma 
más tardía. Como puede verse en la figura 3.1.2 (A1), el inmunomarcaje con AT8 en las muestras de 
estadios  iniciales Braak  II se  limitó a un escaso número de células musgosas en  la  región del hilio. 
Estas neuronas, que acumularon fosfo‐tau tanto en el soma como en las porciones proximales de las 
dendritas,  se  encontraban  la  mayoría  en  un  estado  de  pre‐tangle  al  no  desarrollar  ovillos 
neurofibrilares y permanecer con una morfología aparentemente normal, con el núcleo visible (Fig. 
3.1.2   A2 y A4); otras neuronas sin embargo, agregaron  tau y evolucionaron hacia NFTs  (Fig. 3.1.2 




En  las secciones de  individuos Braak  III aparecieron un mayor número de células musgosas 




Los  cambios neurofibrilares  se hicieron más notables en el  giro dentado de  los  individuos 








































































Figura 3.1.1 Progresión de la patología neurofibrilar en las muestras humanas clasificadas según los
estadios de Braak. Inmunohistoquímica para AT8 en el hipocampo (A‐D) y giro parahipocampal (GPH) (E‐H).
El área CA1/CA2 del hipocampo (A) y las capas II‐III de la corteza perirrinal del GPH (E) son las primeras
regiones en desarrollar ovillos neurofibrilares o NFTs . La patología de tau se extiende hacia el subículo (B) y la
capa V del GPH (F) en los individuos Braak III y progresa hasta alcanzar el giro dentado (GD) y todo el espesor
cortical (G) en Braak IV. Finalmente, los individuos dementes Braak V‐VI presentan una intensa
inmunorreactividad para fosfo‐tau que afecta a todas las regiones de la formación hipocampal (D) y a la






















Figura 3.1.2. Afectación de la patología neurofibrilar en el giro dentado de individuos en estadios tempranos de la
enfermedad de Alzheimer. Inmunohistoquímica para AT8 en el GD del hipocampo de individuos Braak II (A) y Braak III
(B). Las imágenes de detalle (A2‐A4) muestran un escaso número de células musgosas inmunoteñidas en la región
CA4/hilio, así como sus características excrecencias dendríticas (A5) en el GD de pacientes Braak II. En las secciones
Braak III, un mayor número de éstas neuronas acumulan fosfo‐tau (B1) en el soma y en las porciones proximales de los
procesos neuríticos como puede apreciarse en las imágenes de detalle B2 y B4. Además, se comienza a observar las
primeras neuritas distróficas (B3) y filamentos del neuropilo o neuropil threads (NTs) (B5). m: capa molecular; g: capa
















Las  siguientes  regiones  estudiadas  fueron  CA1  y  CA2.  Ambas  regiones  sufrieron  notables 
cambios neurofibrilares desde estadios tempranos. El número de neuronas de  la capa piramidal de 
CA1 y CA2 que desarrollaron ovillos neurofibrilares incrementó progresivamente desde Braak II a V‐
VI  (Fig.  3.1.5).  En  la  imagen  A2  de  la  figura  3.1.5  se muestra  la morfología  de  un  típico  ovillo 
neurofibrilar  intracelular,  formado  por  la  acumulación  y  posterior  agregación  de  la  proteína  tau 
hiperfosforilada en el soma y en la porción proximal de la dendrita apical. El inserto de la figura 3.1.5. 




de NFTs y pre‐tangles en CA1 y CA2,  respectivamente. En  las muestras Braak  IV,  todo el conjunto 













humanas  a  lo  largo  de  la  progresión  de  la  enfermedad.  Los  primeros  cambios  neurofibrilares 






























Figura 3.1.3. Afectación de la patología neurofibrilar en el giro dentado de individuos en estadios avanzados de la
enfermedad de Alzheimer. Inmunohistoquímica para AT8 en el GD del hipocampo de individuos Braak IV (A) y Braak V‐VI
(B). Una gran cantidad de neuronas acumulan tau hiperfosforilado en la región CA4/hilio del GD de las muestras Braak IV
(A1, detalles en A2 y A4); además, la capa molecular de los mismos individuos desarrolla cambios neurofibrilares en
forma de neuritas distróficas (flechas) asociadas a las placas (A3, asterisco) y NTs (A5). El GD de los casos dementes
Braak V‐VI (B1) presenta una grave afectación de la patología de tau en forma de NFTs (B2), NTs (B4) y neuritas
distróficas (B3 y B5) que se extiende por todas las capas, incluido el estrato granular. m: capa molecular; g: capa
granular; h: capa polimórfica o hilio; * centro de placa de Aβ. Barra de escala: A1‐B1: 500 μm; A2, A4, B2 y B4: 50 μm; A3,

























Figura 3.1.4. Variabilidad en el grado de afectación de la patología de tau en individuos de un mismo estadio
Braak. Inmunohistoquímica para AT8 en el GD de tres individuos dementes Braak V‐VI (A‐C). La cantidad de ovillos
neurofibrilares intracelulares que se desarrollan en el hilio, así como la intensidad en el marcaje de los plexos
neuríticos en el hilio y en la capa molecular, varía entre los diferentes casos analizados Braak V‐VI (A1‐C1). Además,
la acumulación de fosfo‐tau en las células granulares del GD también presenta diferentes grados de afectación
entre los casos más severos de la enfermedad. m: capa molecular; g: capa granular; h: capa polimórfica o hilio; *



































Figura 3.1.5. Cambios neurofibrilares en las regiones CA1/CA2 durante el curso de la enfermedad de
Alzheimer. Inmunohistoquímica para AT8 en CA1 (A‐D) y CA2 (E‐H) en individuos clasificados según los
estadios de Braak. El número de neuronas principales de CA1 y CA2 afectadas por la acumulación de fosfo‐tau
(ovillos neurofibrilares o NFTs) incrementa progresivamente desde los estadios tempranos Braak II (A y E,
respectivamente) y Braak III (B y F, respectivamente), hasta etapas más tardías de la enfermedad (Braak IV, C y
G, respectivamente; y Braak V‐VI, D y H, respectivamente). Las primeras neuritas distróficas de CA1 positivas
para AT8, así como NTs, se observan desde estadios tempranos Braak III (B1 y detalle en B2). Todo el conjunto
laminar de CA1 y CA2 aparece extensamente inmunomarcado, comprometiendo tanto somas (C2, D2, insertos
en G y H) como procesos neuríticos (D2, inserto en H) en los estadios avanzados Braak IV (C y G,
respectivamente) y Braak V‐VI (D y H, respectivamente). sp: stratum piramidale. Barra de escala: A1‐D1, E‐H:





B2).  Como  puede  observarse  en  las  figuras  3.1.6.  C  y  D,  a  partir  de  Braak  IV  y  Braak  V‐VI, 
respectivamente, el subículo de los casos más severos presentó una gran acumulación de la proteína 




Para  estudiar  la  acumulación  de  fosfo‐tau  en  la  corteza  temporal,  se  eligió  como 
representación del giro parahipocampal a  la corteza perirrinal y entorrinal,  regiones en  las que  se 





celular y en  la dendrita apical en diferente grado de agregación  (NFT  intracelular, detalle A2 de  la 
figura 3.1.7 y pre‐tangles, como muestran los detalles A3 y A4 de la misma figura).  
En  los  individuos Braak  III, el marcaje AT8‐positivo  se extendió por  toda  la  región  cortical, 
afectando  tanto  a  capas  superficiales  (Fig.  3.1.7  C)  como  profundas  (Fig.  3.1.7  D).  En  las  capas 
superficiales  de  la  corteza  perirrinal  y  entorrinal  (no  mostrado)  de  los  individuos  Braak  III  se 
contemplaron  los primeros ghost tangles  (o NTFs extracelulares)  (ver detalle C2 de  la  figura 3.1.7), 
que se  forman cuando muere  la neurona y el material agregado  intraneuronal se convierte en una 
estructura extracelular. También, se encontraron neuritas distróficas, aunque de manera escasa (Fig. 
3.1.7 D2).  
A partir del estadio Braak  IV,  se  acumuló una  gran  cantidad de  tau hiperfosforilado en el 
interior de  los somas de  las neuronas principales de  la corteza perirrinal y entorrinal (no mostrado) 
en forma de NFTs intracelulares  y extracelulares en las capas II‐III (Fig. 3.1.8 A1, detalle en A2) y en 
las  capas  profundas  V‐VI  (Fig.  3.1.8  B1).  También,  se  observó  una  intensa  inmunotinción  del 
neuropilo, con  formación de neuropil threads y neuritas distróficas asociadas a  las placas de Abeta 
(ver  detalle  B2  de  la  figura  3.1.8).  Además,  fue  posible,  aunque  de  forma  ocasional,  encontrar 
interneuronas de tipo Cajal‐Retzius AT8‐positivas en  la capa  I de  la corteza (ver  inserto en  la figura 
3.1.8 C).  
La  corteza  perirrinal  de  los  pacientes  dementes  Braak  V‐VI  desarrolló  una  fuerte 
inmunorreactividad para fosfo‐tau por todo su espesor (Fig. 3.1.8 D1 y E1). Por último, la mayoría de 
los ovillos neurofibrilares de las capas superficiales se localizaron a nivel extracelular (Fig. 3.1.8 D2), y 










































Figura 3.1.6. El subículo se encuentra gravemente afectado por la progresión de la patología neurofibrilar.
Inmunohistoquímica para AT8 en el subículo de individuos clasificados según los estadios de Braak (A‐D). En la
capa piramidal de las muestras Braak II pueden observarse los primeros NFTs (A1, detalle en A2). A partir de
Braak III todas las capas sufren cambios neurofibrilares (B1), incrementando el número de neuronas y neuritas
que acumulan fosfo‐tau (ver detalle en B2). El subículo de los casos más severos presenta una gran
acumulación de la proteína tau hiperfosforilada (C1 y D1), incrementando enormemente la inmunorreactividad























Figura 3.1.7. Progresión de los cambios neurofibrilares en el giro parahipocampal de muestras humanas en las
etapas iniciales de la enfermedad. Inmunohistoquímica para AT8 en la corteza perirrinal del giro parahipocampal
de pacientes en estadios Braak II (A y B) y Braak III (C y D). Las capas superficiales II‐III son las primeras en
desarrollar NFTs (A1), mientras que las profundas apenas se ven afectadas (B). En los casos Braak III, el marcaje
AT8‐positivo se extiende por toda la laminación cortical (C1 y D1), afectando tanto a los somas neuronales como
al plexo neurítico. Ejemplos de ovillos intracelulares (NFTs) en distintos estadios de agregación de tau pueden
observarse en los detalles ampliados A2, A3 y A4 (flechas indican dendrita apical). Los detalles C2 y D2 muestran
NFTs extracelulares (o ghost tangles) y neuritas distróficas con fosfo‐tau, respectivamente. Barra de escala: A1‐




























Figura 3.1.8. Progresión de los cambios neurofibrilares en el giro parahipocampal de muestras humanas en
estadios avanzados de la enfermedad. Inmunohistoquímica para AT8 en la corteza perirrinal del giro
parahipocampal de pacientes en estadios moderados Braak IV (A‐B) y severos Braak V‐VI (D y E). A partir del
estadio Braak IV, una gran cantidad de fosfo‐tau se acumula en el interior de los somas de neuronas principales,
tanto en las capas superficiales (A1, detalle ampliado en A2) como en las profundas (B1); y en el interior de
procesos axonales y dendríticos en forma de NTs y neuritas distróficas (ver detalle en B2, asterisco indica placa
de Aβ). Pueden observarse también interneuronas de tipo Cajal Retzius AT8‐positivas en la capa I de la corteza
(ver inserto en C). La corteza perirrinal de los pacientes dementes Braak V‐VI presenta una gran
inmunorreactividad para fosfo‐tau (D1 y E1) y la mayoría de los ovillos neurofibrilares se localizan a nivel
extracelular (D2). El detalle ampliado E2 muestra una gran cantidad de neuritas distróficas AT8‐positivas asociadas





áreas  analizadas,  que  progresa  con  un  claro  patrón  espaciotemporal  desde  los  estadios  iniciales 
Braak II a los individuos dementes Braak V‐VI.  
 
A  continuación,  se  realizó  un  estudio  comparativo  de  los  resultados  inmunohistoquímicos 
obtenidos con el anticuerpo AT8 con otro marcador de residuos fosforilados en tau, para una mejor 
caracterización  de  la  patología  neurofibrilar.  En  concreto,  empleamos  el  anticuerpo  AT100  que 
reconoce  la secuencia de fosforilaciones en  los residuos de Ser19, Ser202, Thr205, Thr212 y Ser214 
de  la proteína tau, y que ocurren de  forma posterior en el tiempo a  las que reconoce el marcador 
AT8.  
Como puede observarse, el hipocampo de los individuos Braak IV y Braak V‐VI (Fig. 3.1.9 A y 
B,  respectivamente)  presentó  una mayor  inmunorreactividad  con  AT8  en  todas  las  regiones  en 
comparación con la obtenida con el anticuerpo AT100 (Fig. 3.1.9 C y D).  
En cuanto al giro parahipocampal, el estudio inmunohistoquímico comparativo reveló que el 
anticuerpo  AT8  reconoció  también  una  mayor  cantidad  de  fosfo‐tau  acumulado  en  los  plexos 
axonales y dendríticos de la corteza perirrinal de los individuos Braak IV y dementes Braak V‐VI (Fig. 
3.1.10 A y B, respectivamente) en comparación con AT100 (Fig. 3.1.10 C y D, respectivamente). Las 






(Braak V‐VI)  inmunoteñidas  con AT100,  y  pese  a  la menor  inmunorreactividad  obtenida  con  este 
marcador,  la  expresión  de  fosfo‐tau  fue  similar  a  la  estudiada  con  AT8.  Es  de  destacar  que  los 
cambios neurofibrilares positivos para AT100, desarrollados en  forma de NFTs  intracelulares, ghost 








anticuerpos monoclonales  se  acumularon preferentemente  en  los  casos dementes Braak V‐VI,  en 
comparación  con  lo  observado  en  los  controles  y  en  las muestras  Braak  III‐IV  de  la misma  edad. 
Además, se analizó también por Western blot la fracción de proteínas solubles (S1) del hipocampo de 



















































Figura 3.1.9. AT8 reconoce una mayor cantidad de fosfo‐tau acumulado en el hipocampo de muestras humanas en
comparación con AT100. Estudio inmunohistoquímico comparativo entre los marcadores de fosfo‐tau AT8 (A y B) y
AT100 (C y D) en el hipocampo de individuos Braak IV e individuos dementes Braak V‐VI. El anticuerpo AT8, que reconoce
una secuencia de fosforilación en tau más temprana que el anticuerpo AT100, proporciona una mayor





















Figura 3.1.10. AT8 reconoce una mayor cantidad de fosfo‐tau acumulado en el giro
parahipocampal de muestras humanas en comparación con AT100. Estudio
inmunohistoquímico comparativo entre los anticuerpos AT8 (A y B) y AT100 (C y D) en la
corteza perirrinal del GPH de individuos Braak IV e individuos dementes Braak V‐VI. Al igual
que ocurre en el hipocampo, la inmunorreactividad observada con AT8 es mayor en
comparación con AT100, el cual reconoce una secuencia de fosforilación en la proteína tau
posterior. Los insertos en A y C muestran el detalle comparativo de neuritas distróficas

































Figura 3.1.11. Inmunohistoquímica para AT100 en el giro dentado (A), CA1 (B) y giro parahipocampal (C) de
pacientes con la enfermedad de Alzheimer (Braak V‐VI). Con el anticuerpo AT100 se marca un estadio de
fosforilación de tau más tardío en comparación con el marcador AT8. La expresión de fosfo‐tau con este
marcador es similar a la observada con AT8, aunque al acumularse una menor densidad de esta forma
hiperfosforilada en el neuropilo, la inmunotinción de los NFTs intracelulares, extracelulares (ghost tangles) y
neuritas distróficas permite la observación más clara de estas estructuras (ver detalles en A2‐C2, A3‐C3). GD:
giro dentado; m: capa molecular; g: capa granular; h: capa polimórfica o hilio; CA: Asta de Amón; so: stratum
oriens: sp: stratum piramidale; sr: stratum radiatum; slm: stratum lacunosum‐moleculare. Barra de escala: A1‐













Figura Suplementaria 3.1. Acumulación de monómeros y oligómeros de fosfo‐tau en
el hipocampo de individuos dementes Braak V‐VI. Western blots representativos con
los anticuerpos AT8 (A) y AT100 (B) utilizando proteínas totales de hipocampo de
individuos control, Braak II, Braak III‐IV y Braak V‐VI. Existe una evidente acumulación
de formas monoméricas fosforiladas así como de oligómeros fosforilados en los
individuos Braak V‐VI con ambos anticuerpos para fosfo‐tau usados. Resultados









Control Braak II Braak III‐IV Braak V‐VIB
Figura Suplementaria 3.2. Aumento significativo de las formas monoméricas fosforiladas de tau en la fracción
soluble del hipocampo de individuos dementes Braak V‐VI. Western blots representativos con los anticuerpos AT8
(A) y AT100 (B) utilizando la fracción S1 (proteínas solubles) de hipocampo de individuos control, Braak II, Braak III‐IV
y Braak V‐VI. Existe acumulación significativa de formas monoméricas fosforiladas de tau en los individuos Braak V‐VI
con ambos anticuerpos usados. Resultados obtenidos en colaboración con el Dr. Javier Vitorica de la Universidad de
Sevilla.
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 Las  placas  seniles  son,  junto  a  los  ovillos  neurofibrilares,  unas  de  las  lesiones 
histopatológicas características de  la enfermedad de Alzheimer y están formadas mayoritariamente 
por péptidos Aβ. Aunque no  se ha demostrado una  relación entre  la  carga amiloide  cerebral  y  la 
pérdida  de  función  cognitiva  (Terry  et al.  1991;  Andrade‐Moraes  et al.  2013)  es  bien  conocida  la 














posible  relación espacial  con  tipos específicos de placas. Por último,  se ha analizado  la angiopatía 
cerebral amiloide (CAA) asociada a la progresión de la enfermedad.  
Además, se han comparado estos  resultados con  los obtenidos en  las muestras de  ratones  
transgénicos  APP/PS1,  un modelo  que  sobreexpresa  el  gen  APP  humano mutado  y  forma  placas 






Para  analizar  el  patrón  de  distribución  espacial  de  los  depósitos  extracelulares  de  Aβ  se 
realizó un estudio inmunohistoquímico con el anticuerpo OC, que reconoce formas oligoméricas que 
adquieren  una  conformación  proteica  fibrilar  (Sarsoza  et al.  2009),  en  el  hipocampo  y  giro 
parahipocampal de muestras humanas  en diferentes  estadios Braak  (leve o Braak  II, moderado o 
Braak  III‐IV  y  severo o Braak V‐VI).  Los  resultados obtenidos  en  este  estudio  inmunohistoquímico 






Sujeto  Edad  Sexo  TPM 
  Depósitos β‐amiloide 
Braak  Demencia  HP  GPH 
    GD  CA1  S  PrS  CE  CP
Control 1  46  M  14 h 5 min  0  No  0‐  0‐  0‐  0‐  0‐  0‐ 
Control 2  58  H  3 h 10 min  0  No  0‐  0‐  0‐  0‐  ‐‐  0‐ 
Control 3  72  M  6 h 10 min  0  No  0‐  0‐  0‐  0‐  ‐‐  0‐ 
Caso 1  79  H  4 h 15 min  II  ‐  0‐  0‐  0‐  0‐  0‐  0‐ 
Caso 2  86  M  4 h 15 min  II  ‐  0‐  0‐  0‐  0‐  ‐‐  +++D 
Caso 3  77  H  2 h 55 min  II  ‐  0‐  0‐  0‐  +D  ‐‐  +C 
Caso 4  83  M  3 h 25 min  II  ‐  0‐  0‐  0‐  0‐  ‐‐  0‐ 
Caso 5  77  M  11 h  II  ‐  0‐  +D  +D  ++D  ++D  ++D 
Caso 6  77  M  9 h 40 min  II  ‐  0‐  0‐  0‐  0‐  ‐‐  0‐ 
Caso 7  86  M  5 h 35 min  II  ‐  0‐  +B  +B  +++D  ++B  ++B 
Caso 8  82  M  3 h 05 min  III  ‐  0‐  0‐  +D  ++D  ‐‐  +++D 
Caso 9  68  M  4 h 45 min  III  ‐  0‐  0‐  0‐  0‐  0‐  0‐ 
Caso 10  81  H  5 h 5 min  III  ‐  +C  +C  ++C  +++D  ‐‐  +++B 
Caso 11  77  M  10 h 15 min  III  ‐  +B  ++A  ++A  +++D  +++B  +++A 
Caso 12  67  H  16 h 15 min  IV  ‐  ++C  +++C  +++C  +++D  ‐‐  +++C 
Caso 13  82  M  17 h 15 min  IV  ‐  +‐  ++‐  ++‐  +++‐  ‐‐  +++‐ 
Caso 14  84  H  12 h 15 min  IV  ‐  +B  ++C  ++C  +++D  ++B  +++B 
Caso 15  56  M  7 h  V‐VI  Sí  ++C  +++C  ++C  +++D  +++A  +++C 
Caso 16  63  M  13 h 30 min  V‐VI  Sí  +++C  ++B  ++C  +++D  ++A  +++A 
Caso 17  87  M  5 h 15 min  V‐VI  Sí  +++C  +++C  +++C  ‐‐  ‐‐  +++C 
Caso 18  77  M  16 h 30 min  V‐VI  Sí  +C  ++C  +++C  +++D  ‐‐  +++C 
Caso 19  84  M  9 h  V‐VI  Sí  ‐‐  ‐‐  ‐‐  ‐‐  ‐‐  ‐‐ 
Caso 20  75  M  7 h 45 min  V‐VI  Sí  ++C  ++B  ++B  +++D  ‐‐  +++A 
Caso 21  76  H  6 h  V‐VI  Sí  +‐  +‐  ++‐  +++‐  ‐‐  +++‐ 
Caso 22  93  H  5 h  V‐VI  Sí  +C  ++B  ++B  +++D  ‐‐  +++A 
Caso 23  82  H  5 h  V‐VI  Sí  ++C  ++C  ++C  ‐‐  +++B  +++C 




Pese  a  la  gran  variabilidad  que  presenta  la  formación  de  los  depósitos  amiloides  en  los 
individuos no dementes (Braak  II y Braak  III‐IV en nuestras muestras) y  los dementes (pacientes de 
Alzheimer,  Braak V‐VI), la mayoría de las muestras de estadio leve Braak II desarrollaron placas en el 
giro parahipocampal  (corteza perirrinal, presubículo  y  corteza entorrinal, en este orden;  ver  tabla 




(Fig.  3.2.2  A),  con  la  única  excepción  de  entre  todas  las  muestras  analizadas  de  un  caso 
inmunonegativo para OC  (ver tabla 3.2.1). Los casos en estadios  intermedios Braak  IV, acumularon 
depósitos de Aβ  también  en  la  formación hipocampal,  viéndose  afectada  en último  lugar  la  capa 
molecular  del  giro  dentado  (Fig.  3.2.2  B)  y  siguiendo  por  tanto,  un  patrón  de  distribución 
determinado: CP, PrS, CE, S, CA1 y GD (en este orden, ver tabla 3.2.1). 
Como se contempla en las imágenes panorámicas A y B de la figura 3.2.3, el hipocampo y el 
giro  parahipocampal  de  los  pacientes  dementes  Braak  V‐VI  presentaron  un  claro  patrón  de 
distribución  diferencial  de  los  depósitos  OC‐positivos,  permitiendo  así  la  delimitación  entre  las 
diferentes regiones del  lóbulo temporal. Absolutamente  la totalidad de  las muestras estudiadas de 
los pacientes de Alzheimer Braak V‐VI exhibieron placas en el hipocampo, y como puede deducirse 
en  la    tabla  3.2.1,  la  capa  polimórfica  o  hilio  del  giro  dentado  fue  la  última  región  de  todas  las 




son  el  6E10  o  el  4G8  en  secciones  seriadas  de  un  mismo  individuo  Braak  V‐VI  reveló  que  el 
anticuerpo OC da  lugar a una  inmunorreactividad mayor en todas  las regiones en comparación con 
6E10 (no mostrado) o con 4G8 (Fig. 3.2.4 A y B; ver detalles A2 y B2). El anticuerpo OC es específico 
de conformación, detectando  las  formas oligoméricas consideradas  las más tóxicas. Hasta  la  fecha, 
no se había realizado un estudio similar en muestras humanas con este anticuerpo. 
  Para  poder  comparar  estos  resultados  en  muestras  humanas  con  nuestro  modelo 
transgénico APP/PS1, se realizó un estudio inmunohistoquímico comparativo empleando de nuevo el 
anticuerpo OC en ratones APP/PS1 de 4, 6, 12 y 18 meses de edad (Fig. 3.2.5 A‐D). A diferencia de lo 
Tabla 3.2.1. Relación de  los casos humanos analizados en el presente estudio para  la caracterización de  la 










observado  en  los  pacientes,  los  animales  transgénicos 
desarrollaron  placas  en  el  hipocampo  (además  del  subículo  y 
corteza perirrinal/entrorrinal) desde edades muy tempranas (Fig. 
3.2.5 A).  Las  placas  incrementaron  en  número  y  tamaño  (dato 
cuantitativo  no mostrado)  a  lo  largo  de  la  patología  hasta  los 
12/18 meses de edad (Fig. 3.2.5 C/D, respectivamente). 
 
Se  determinó  la  presencia  de  Aβ  en  el  hipocampo  de 
muestras humanas Braak V‐VI  (10 µg) y en  ratones APP/PS1 de 
18 meses de edad  (3 µg) mediante  la  técnica de Western blot, 
empleando el anticuerpo 6E10 (Aβ 1‐16), y como se observa en la 
figura suplementaria 3.3, es destacable que el hipocampo de los 
animales  transgénicos  acumulan  una  mayor  cantidad  de 
monómeros  y  oligómeros  de  Aβ  en  comparación  con  los 
pacientes de Alzheimer (Braak V‐VI). 
Por  tanto,  el  modelo  APP/PS1  acumuló  una  mayor 







figura 3.2.6  reúne  tres ejemplos de afectación amiloide encontrados en  la corteza perirrinal de  las 
muestras  humanas  en  cada  estadio  Braak.  Tanto  en  el  estadio  Braak  II  como  en  Braak  III‐IV  se 
encontraron casos sin depósitos OC‐positivos (Fig. 3.2.6 B y F, respectivamente), casos con una carga 




Por  el  contrario,  el  hipocampo,  salvo  en  contados  casos,  presentó  un  patrón  claro  de 
expresión extracelular de Aβ característico en cada estadio de Braak: sin depósitos OC‐positivos en 
Braak  II  (Fig.  3.2.6  A),  con  depósitos  en  subículo,  CA1  y  capa molecular  del  giro  dentado  en  los 








blot  de  hipocampo  de  individuos
Braak  V‐VI  y  de  ratones  APP/PS1
incubadas  con  el  anticuerpo  6E10.
Resultados  obtenidos  en
colaboración  con  el  Dr.  Vitorica
(Universidad de Sevilla). 
Figura 3.2.1. Patrón de distribución espacial de Aβ oligomérico, mediante inmunotinción con OC, en el hipocampo y
giro parahipocampal de muestras humanas en estadio Braak II. A) Pese a la gran variabilidad que presenta la deposición
de Aβ en los pacientes de Alzheimer, la mayoría de las muestras Braak II desarrollan placas en el giro parahipocampal
(PrS, CE y CP). B) El hipocampo de los individuos Braak II en raras ocasiones se encuentra afectado por la patología
amiloide (B), aunque cuando esto sucede son las regiones CA1 y subículo las primeras involucradas. Distancia de Bregma
según Mai y col., 2008. CA: asta de Amón; GD: giro dentado; S: subículo; PrS: presubículo; CE: corteza entorrinal; CP:
































Figura 3.2.2. Patrón de distribución espacial de Aβ oligomérico, mediante inmunotinción con OC, en el hipocampo y
giro parahipocampal de muestras humanas en estadio Braak III‐IV. Todas las muestras Braak III desarrollan placas β‐
amiloides a lo largo de todo el giro parahipocampal (A) y, además, algunos individuos Braak IV acumulan Aβ también
en la formación hipocampal (B), siguiendo un patrón de distribución determinado: subículo, CA y capa molecular del
giro dentado. Distancia de Bregma según Mai y col., 2008. CA: asta de Amón; GD: giro dentado; S: subículo; PrS:
































Figura 3.2.3. Patrón de distribución espacial de Aβ oligomérico, mediante inmunotinción con OC, en el hipocampo y
giro parahipocampal de pacientes Braak V‐VI. Las imágenes panorámicas de hipocampo y giro parahipocampal de
pacientes con demencia muestran un claro patrón espacial diferencial de inmunotinción para OC, permitiendo la
delimitación de diferentes regiones según la acumulación de Aβ. Todos los individuos dementes presentan placas en el
hipocampo, afectando en último lugar a la capa polimórfica del giro dentado. Distancia de Bregma según Mai y col.,
2008. CA: asta de Amón; GD: giro dentado; S: subículo; PrS: presubículo; PaS: parasubículo; CE: corteza entorrinal; CP:
























Figura 3.2.4. El anticuerpo OC reconoce una mayor cantidad de depósitos de Aβ en comparación con el anticuerpo
4G8. Estudio inmunohistoquímico comparativo entre los marcadores OC, para Aβ oligomérico (A) y 4G8, para Aβ 17‐24
(B) en el hipocampo y giro parahipocampal de pacientes de Alzheimer (Braak V‐VI). El anticuerpo OC, que reconoce las
formas agregadas fibrilares del péptido Aβ, proporciona una mayor inmunorreactividad para el estudio de la patología
amiloide, en comparación con el clásico marcador utilizado 4G8. En las imágenes de detalle A2 y B2 se muestra la región
presubicular ampliada para la comparativa visual entre ambos anticuerpos. Distancia de Bregma según Mai y col., 2008.
CA: asta de Amón; GD: giro dentado; S: subículo; PrS: presubículo; CE: corteza entorrinal; CP: corteza perirrinal. Barra de


























































Figura 3.2.5. Los animales transgénicos APP/PS1 presentan una mayor acumulación extracelular de Aβ
con la edad, en comparación con los pacientes de Alzheimer. Estudio inmunohistoquímico comparativo
con OC en animales APP/PS1 de 4 (A), 6 (B), 12 (C) y 18 meses de edad (D) y en la formación hipocampal de
individuos clasificados según los estadios de Braak (E‐H). Los animales APP/PS1 desarrollan placas de gran
tamaño desde los 4 meses de edad en el hipocampo, subículo y corteza peririrrinal/entorrinal, que
incrementan en número y tamaño a lo largo de la patología. Sin embargo, la acumulación de Aβ en el
hipocampo de las muestras humanas es mucho más leve y tardía. CA: asta de Amón; GD: giro dentado; S:
subículo; CE: corteza entorrinal. Barra de escala: A‐D: 500 µm; E‐H: 2mm.
Figura 3.2.6. La afectación de la patología amiloide en el giro parahipocampal presenta una gran variabilidad entre
individuos con el mismo estadio Braak. Estudio comparativo de la acumulación extracelular de Aβ, mediante
inmunohistoquímica para OC, en el hipocampo y giro parahipocampal de diferentes individuos Braak II (A‐D), Braak III‐IV





















































La  patología  amiloide  del  giro  dentado  y  la  región  CA1  de  las muestras  post mortem  se 
caracterizó en detalle mediante inmunohistoquímica para diferentes formas de Aβ.  




VI  cuando  se  pudieron  observar  en  la  capa  polimórfica  (Fig.  3.2.7  C).  Aunque  no  fue  lo  más 
representativo, algunos casos Braak II ya presentaron placas en CA1 (Fig. 3.2.7 D), que evolucionaron 
en  número  y  tamaño  (desde  el  estrato  lacunoso‐molecular  hacia  el  estrato  oriens)  en  el  estadio 
intermedio  Braak  III‐IV  (Fig.  3.2.7  E).  Los  pacientes  dementes  Braak  V‐VI  mostraron  depósitos 
extracelulares de gran tamaño en todas las capas de CA1 (Fig. 3.2.7 F). 
Por  tanto,  y  como  puede  observarse  en  la  figura  3.2.8  A,  la  acumulación  de  Aβ  en  el 
hipocampo de las muestras humanas presentó una distribución laminar. Las placas OC‐positivas que 
se  distribuyeron  en  el  estrato  lacunoso‐molecular  de  CA1  coinciden  con  las  conexiones  de  la  vía 
alvelar, procedentes de la corteza entorrinal, y las encontradas en la capa molecular del giro dentado 
con la entrada de la vía perforante (conexiones procedentes de la corteza entorrinal y que suponen 





de  placas  seniles  que  se  encuentran  en  la  capa molecular  del  giro  dentado  de  los  pacientes  de 
Alzheimer,  según  su  composición  y  la presencia/ausencia de neuritas distróficas  (Fig. 3.2.9).  En  la 



























































Figura 3.2.7. La acumulación extracelular de Aβ en el hipocampo sigue un patrón espacio‐temporal a lo largo
de los estadios de Braak. Inmunohistoquímica para OC en el GD (A‐C) y CA1 (D‐F) de individuos en estadio
leve, moderado y severo. Los primeros depósitos de Aβ en el GD aparecen en la capa molecular de los
individuos Braak III‐IV (B) y no es hasta Braak V‐VI cuando se observan por primera vez en el hilio (C) del GD.
Sin embargo, algunos casos Braak II desarrollan pequeñas placas en CA1 (D), que evolucionan en número y
tamaño en Braak III‐IV (E). Los pacientes dementes (Braak V‐VI) muestran placas de gran tamaño en todas las
capas del GD y CA1 (F). GD: giro dentado; m: capa molecular; g: capa granular; h: capa polimórfica o hilio; CA:
asta de Amón; alv: alveus; so: stratum oriens; sp: stratum piramidale; sr: stratum radiatum; slm: stratum





























Figura 3.2.8 La acumulación extracelular de Aβ en el hipocampo humano presenta una
distribución laminar, al igual que ocurre en el hipocampo de modelos APP/PS1.
Inmunohistoquímica para OC en el hipocampo de un individuo Braak IV (A) y de un ratón
APP/PS1 de 12 meses de edad (B). Las placas distribuidas en el estrato lacunoso‐molecular
(slm) del paciente Braak IV coincide con las conexiones procedentes de la corteza entorrinal
(CE) de la vía alvelar, al igual que las encontradas en la capa molecular del GD coinciden con
las conexiones de la vía perforante, también procedentes de la CE. Esta misma distribución de
Aβ se observa en el hipocampo del modelo transgénico APP/PS1. CA: asta de Amon; h: hilio;
g: capa granular; GD: giro dentado; m: capa molecular; S: subículo; slm: stratum lacunoso‐










Figura 3.2.9. Estudio inmunohistoquímico de las placas seniles que se
encuentran en la capa molecular del GD de pacientes de Alzheimer. La
inmunotinción para diferentes formas de Aβmuestra que las placas de la capa
molecular, que se disponen de manera ordenada siguiendo las conexiones de
la vía perforante (A) son positivas para: Aβ oligomérico (OC, B), Aβ42 (C), Aβ
fibrilar (TioS, D) y Aβ total (4G8, F, en azul oscuro). Además, en estudios de
doble inmunotinción se observan neuritas distróficas asociadas positivas para
APP (A y E, azul oscuro) y AT8 (F, en marrón; G, en rojo).m: capa molecular; g:















Previo  a  la  caracterización  de  la  patología  amiloide  en  la  región  CA1,  se  comparó  la 
acumulación de Aβ extracelular en las diferentes regiones del hipocampo propio de los pacientes de 
Alzheimer, mediante  inmunohistoquímica  simple  con OC  y  doble  para  4G8/AT8  (Fig.  3.2.11).  Los 
depósitos  amiloides  de  CA3  fueron  similares  a  los  observados  previamente  en  el  hilio  del  giro 







CA1 del hipocampo de pacientes dementes Braak V‐VI. La serie de  imágenes A de  la misma  figura, 
obtenidas  tras  inmunomarcaje  con OC, muestran  los  diversos morfotipos  de  depósitos  amiloides 
(globosos y compactos, A1; en forma de corona, A2; o clásicos con núcleo denso y halo, A3 y A4), que 
podrían  representar en  realidad, diferentes planos de corte de un mismo  tipo de placa de Aβ. Los 
depósitos clásicos fueron  los más abundantes en  la región CA1. Se caracterizaron por presentar un 
núcleo compacto y  fibrilar, positivo para Aβ42  (Fig. 3.2.12 B), Aβ  total  (Fig. 3.2.12 C) y Tioflavina‐S 
(Fig. 3.2.12 F2); y un halo difuso alrededor, no fibrilar (negativo para Tio‐S, Fig. 3.2.12 F3), con débil 
inmunomarcaje  para  Aβ42.  Por  tanto,  a  diferencia  de  lo  observado  en  el  giro  dentado,  estos 








La  acumulación  extracelular  de  Aβ  en  el  giro  parahipocampal  de  las muestras  humanas 
también  se  analizó  detenidamente.  En  primer  lugar,  se  realizó  un  estudio  comparativo  de  la 
patología amiloide en las diferentes regiones del giro parahipocampal de individuos en estadio leve y 




parvopiramidal  del  presubículo  tanto  de  individuos  Braak  II‐III  (en  los  casos  en  los  que  estaba 
presente) (Fig. 3.2.13 A1) como de  individuos dementes Braak V‐VI (Fig. 3.2.14 A1), fue siempre de 
aspecto  difuso.  La  acumulación  de  amiloide  encontrada  en  el  presubículo,  de  aspecto  difusa  no 
formando placas definidas, compatible con una posible localización intracelular sináptica (esto habría 
que  comprobarlo  con  dobles  marcajes  OC  con  marcadores  sinápticos),  representa  un  patrón 
específico de esta región (ver imagen A de la Fig. 3.2.14), al igual que ocurre con la banda de Aβ en la 
capa  subpial  de  la  corteza  a  lo  largo  de  todo  el  giro  parahipocampal  (no mostrado).  La  corteza 
entorrinal  (Fig.  3.2.13,  B‐C)  y  la  corteza  perirrinal  (Fig.  3.2.13  D‐E)  de  los  estadios  más  leves, 
presentaron, según el caso estudiado (ver tabla 3.2.1), acúmulos difusos  (detalle B1 y D1 de  la Fig. 
3.2.13,  respectivamente)  o  con  neuritas  distróficas  asociadas  (detalle  C1  y  E1  de  la  Fig.  3.2.13, 
respectivamente). Sin embargo, ambas regiones del giro parahipocampal de pacientes de Alzheimer 
Braak V‐VI, desarrollaron siempre placas difusas y neuríticas con diferentes proporciones de uno u 
otro  tipo  (Fig.  3.2.14  B1  y  C1).  Además,  las  capas  superficiales  II‐III  de  la  corteza  entorrinal  se 
encontraron más afectadas por  la patología amiloide que  las profundas  (Fig. 3.2.14 B), no así en  la 
corteza  perirrinal,  que  presentó  un  grado  de  afectación  similar  a  lo  largo  de  toda  la  laminación 
cortical (Fig. 3.2.14 C). 
 
A diferencia de  lo observado en  la  formación hipocampal,  las placas de  regiones corticales 
del  giro  parahipocampal,  como  la  corteza  perirrinal  o  la  corteza  entorrinal  (no  mostrada), 
presentaron  una  gran  variabilidad,  dentro  del  mismo  individuo  y  entre  las  diferentes  muestras 
analizadas, en cuanto a  la composición (fibrilares/difusas) y a  la proporción de placas neuríticas. La 
serie de imágenes A1‐A3 de la figura 3.2.15 representan tres ejemplos con diferentes cantidades de 
placas  neuriticas  OC/APP‐positivas  en  la  corteza  perirrinal  de  enfermos  Braak  V‐VI  (de menor  a 
mayor  proporción).  Igualmente, mediante  inmunotinción  simple  con  el marcador OC  se  pudieron 
reconocer  los  diferentes  tipos  de  placas  halladas  en  la  corteza  perirrinal:  difusas  (Fig.  3.2.15  B1), 
globosas y compactas (Fig. 3.2.15 B2 y B4) y clásicas (Fig. 3.2.15 B3 y B5). 
 
Posteriormente,  se  analizaron  también  de  manera  comparativa  los  diferentes  tipos  de 
depósitos de Aβ en  la corteza del giro parahipocampal de  los enfermos de Alzheimer  (Braak V‐VI) 
(Fig.  3.2.16),  que  se  resumieron  en  placas  difusas  y  placas  neuríticas.  Los  depósitos  difusos 
observados presentaron una morfología  indefinida y no compacta; fueron positivos para Aβ42 (Fig. 
3.2.16 A), 4G8 (Fig. 3.2.16 B) y OC (Fig. 3.2.16 E1), y negativos para Tioflavina S (Fig. 3.2.16 E2); y no 
exhibieron  neuritas  distróficas  asociadas  (Fig.  3.2.16  C  y  D).  Las  placas  neuríticas  fueron,  en  su 













Figura 3.2.10. Estudio inmunohistoquímico de las placas seniles que se encuentran en la capa polimórfica
(hilio) del GD de pacientes de Alzheimer. Los depósitos amiloides del hilio del GD, que aparecen únicamente en
las fases más avanzadas de la enfermedad (Braak V‐VI), muestran una morfología estrellada y son
inmunorreactivos para Aβ oligomérico (OC, H1 y B), Aβ42 (C), Aβ fibrilar (TioS, D y H2) y Aβ total (4G8, A y F, en
azul oscuro). Además, exhiben abundantes neuritas distróficas, positivas para APP (E, en azul oscuro) y AT8 (A y F,
en marrón). Estos depósitos de Aβ presentan una composición altamente fibrilar y un pequeño halo oligomérico
(H3). Inmunohistoquímica doble (A, E y F) o simple (B,C) para microscopía óptica convencional.
Inmunofluorescencia doble para microscopía confocal (G, H1‐H3). Barra de escala: A: 100 µm; inserto en A: 25













Figura 3.2.11. Acumulación diferencial de Aβ en las regiones
del hipocampo propio (CA) de pacientes dementes Braak V‐VI.
Inmunohistoquímica simple para OC y doble para 4G8/AT8 en
las regiones CA3 (A), CA2 (B) y CA1 (C y D) del hipocampo de
individuos Braak V‐VI. Los depósitos amiloides de CA3 (A) son
similares a los previamente observados en el GD. La región CA2
no desarrolla placas extracelulares típicas, sino que el Aβ parece
encontrarse en el interior neuronal (inserto en B). Las placas de
CA1, que presentan en su mayoría neuritas distróficas AT8‐
positivas (D), se analizan más adelante. alv: alveus; so: stratum
oriens: sp: stratum piramidale; sr: stratum radiatum; slm:
stratum lacunosum‐moleculare. Barra de escala: A‐B: 50 µm;









Figura 3.2.12. Estudio inmunohistoquímico de los diferentes tipos de placas seniles que se encuentran
en la región CA1 del hipocampo de individuos Braak V‐VI. Mediante inmunomunomarcaje con OC se
observan varios tipos de placas de Aβ (globosas, A1; en forma de corona, A2; o clásicas con núcleo denso y
halo, A3 y A4) que podrían corresponder, en realidad, a diferentes planos de corte de un mismo tipo de
depósito amiloide. Las placas clásicas son las más abundantes en CA1 y todas presentan un núcleo
compacto (positivo para Aβ42, B; Aβ total, C; y TioS, F2) y un halo difuso alrededor no fibrilar, con menor
intensidad de inmunomarcaje para Aβ42 y negativo para TioS. Este tipo de placa además, presenta
normalmente neuritas distróficas positivas para APP (D, en azul oscuro) y AT8 (E, en rojo), que se disponen
entre el núcleo denso y el halo difuso. A diferencia de las placas del giro dentado, éstos depósitos
presentan Aβ fibrilar únicamente en el centro, como muestran las imágenes de microscopía láser confocal










A B C D E
A1 B1 C1 D1 E1
Figura 3.2.13. Análisis comparativo de la acumulación de Aβ con el anticuerpo OC en las diferentes
regiones del giro parahipocampal (presubículo, A; corteza entorrinal, B y C; y corteza perirrinal, D y E) de
pacientes en estadios Braak II‐III. Inmunohistoquímica simple para OC (A‐E) o doble OC/APP (A1‐E1). La
acumulación de Aβ del presubículo es siempre de aspecto difuso (A1), mientras que en la corteza
entorrinal y perirrinal se aprecian tanto acúmulos difusos (B1 y D1, respectivamente) como con neuritas


















Figura 3.2.14. Análisis comparativo de la acumulación de Aβ con el anticuerpo OC en las diferentes
regiones del giro parahipocampal (presubículo, A; corteza entorrinal, B; y corteza perirrinal, C) de
pacientes con la enfermedad de Alzheimer. La acumulación de Aβ en el presubículo es siempre de
aspecto difuso a lo largo de todos los estadios Braak (A), mientras que la CE (B1) y CP (C1) presentan
siempre placas difusas y neuríticas con diferentes proporciones de uno u otro tipo según el individuo
estudiado. Además, las capas superficiales II‐III de la CE se encuentran más afectadas por la patología
amiloide (B) que las capas profundas, no así en la CP, que presenta un grado de afectación similar a lo
largo de toda la laminación cortical. Inmunohistoquímica simple para OC (A‐C) o doble OC (naranja)/APP














Figura 3.2.15. El giro parahipocampal de pacientes con Alzheimer (Braak V‐VI)
presenta una gran variabilidad en la proporción de placas neuríticas. Análisis
representativo de la carga diferencial de depósitos neuríticos mediante
inmunohistoquímica doble para OC y APP (A) en la corteza perirrinal de diferentes
casos Braak V‐VI. La corteza perirrinal del GPH, al igual que ocurre con la CE, puede
presentar diferentes proporciones de placas difusas y neuríticas según el individuo
analizado (A1‐A3, flechas indican placas neuríticas). Los diferentes tipos de placas
pueden reconocerse empleando el marcador OC (difusas, B1; clásicas, B2‐B5).









figura  3.2.16  (L).  El  estudio  detallado  de  la microglia  asociada  a  las  placas  y  su  posible  relación 
funcional se describe en el siguiente capítulo de resultados. 
 





enorme  cantidad  de  distrofias  grandes  alrededor  de  todos  los  depósitos  del  giro  dentado  (ver 
imágenes  A1‐A3  de  las  figuras  3.2.17  y  3.2.18).  Sin  embargo,  la  región  CA1  del  individuo  con 
patología neurítica moderada exhibió una menor proporción de placas (clásicas en su mayoría) con 
distrofias positivas para  fosfo‐tau  (Fig. 3.2.17 B1‐B3) en  comparación  con el  caso más  severo  (Fig. 
3.2.18 B1‐B3). La mayor variabilidad se encontró en la corteza del giro parahipocampal, presentando 
depósitos difusos y clásicos con y sin distrofias (Fig. 3.2.17 C1, C2 y C3, respectivamente) en el caso 
con patología neurítica  cortical  leve;  y placas altamente neuríticas en  la mayoría de  los depósitos 
amiloides en el individuo analizado en la figura 3.2.18 (C1‐C3). 
 
Estudios  previos  en  nuestro modelo  animal  de  la  enfermedad  de Alzheimer,  acerca  de  la 
evolución de las propiedades fibrilares de los depósitos de Abeta, han demostrado una disminución 
en el grado de compactación (medido por análisis de  imagen como densidad de  inmunotinción) de 
las  placas  con  la  edad  en  el  subículo  e  hipocampo  del  ratón  transgénico  APP/PS1  (datos  no 





































Figura 3.2.16. Estudio inmunohistoquímico comparativo de los diferentes tipos de placas
seniles que se encuentran en la corteza del giro parahipocampal de pacientes dementes Braak
V‐VI. Las placas difusas (A‐E) presentan una morfología indefinida, no compacta, son positivas
para Aβ42 (A), 4G8 (B) y OC (C), negativas para TioS (E2) y no desarrollan neuritas distróficas
asociadas (C y D). Los depósitos neuríticos son, en su mayoría, placas de tipo clásico y se
comportan como las estudiadas en CA1 (F‐J). Mediante inmunotinción doble para amiloide (OC,
en naranja) y microglía (Iba1, en azul oscuro) se observa como las placas difusas no son reactivas
para las células microgliales (K), mientras que las placas neuríticas interaccionan estrechamente






Figura 3.2.17. Análisis comparativo de los tipos de depósitos amiloides que se encuentran en diferentes regiones del
hipocampo y giro parahipocampal de un caso Braak V‐VI con moderada patología neurítica. Mediante
inmunohistoquímica doble para 4G8 (azul oscuro) y AT8 (naranja) puede observarse la gran cantidad de neuritas
distróficas positivas para fosfo‐tau que rodean las placas del GD (ver detalles A1‐A3). Las placas de Aβ de CA1 (B) y del
GPH (C) presentan una mayor variabilidad (fibrilares, B1; clásicas, B2, C2 y C3; o difusas, B3 y C1), desarrollando en este











Figura 3.2.18. Análisis comparativo de los tipos de depósitos amiloides que se encuentran en diferentes regiones del
hipocampo y giro parahipocampal de un caso Braak V‐VI con abundante patología neurítica. Mediante
inmunohistoquímica doble para 4G8 (azul oscuro) y AT8 (naranja) puede observarse, que al igual que en la figura anterior,
una gran cantidad de neuritas distróficas positivas para fosfo‐tau rodean siempre las placas del GD (ver detalles A1‐A3).
Las placas de Aβ de CA1 (B) y del GPH (C) presentan una mayor variabilidad (fibrilares, B1; clásicas, B2, B3, C2 y C3; o













































































Figura 3.2.19. A diferencia de lo que ocurre en el modelo transgénico APP/PS1, el grado de compactación de los
depósitos de Aβ de los pacientes de Alzheimer no cambia con la progresión de la enfermedad. Mediante
inmunotinción para OC en el subículo de ratones APP/PS1 puede observarse que las placas amiloides son menos
compactas a 12 meses (B) en comparación con los 4 meses de edad (A). Sin embargo, las imágenes de la corteza
perirrinal de individuos dementes Braak V‐VI (D) no muestran lo ocurrido en el modelo murino, siendo menos compactas
las placas en los estadios más tempranos (C). E) El estudio cuantitativo de la densidad óptica de las placas demuestra que
no hay cambios significativos en el grado de compactación de los depósitos extracelulares de Aβ a lo largo de la














































Figura 3.2.20. La corteza perirrinal de los pacientes dementes Braak V‐VI presenta una
mayor deposición amiloide extracelular. Pese a la gran variabilidad que presenta la
patología amiloide en la corteza temporal de las muestras humanas analizadas en el estudio
cuantitativo de la carga de Aβ (A), se produce un incremento significativo de los niveles de
Abeta extracelular en la corteza perirrinal de los pacientes Braak V‐VI en comparación con
aquellos individuos de la misma edad que se encuentran en los estadios iniciales de la
enfermedad (Braak II) (B).
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Alzheimer  (Fig.  3.2.21).  Los  depósitos  de  Aβ  en  los  ratones  APP/PS1  presentaron  siempre  una 
morfología y composición similar, con independencia de la región analizada (Fig. 3.2.21 A1‐A3 y F), y 





C3 y H).  La  corteza entorrinal  (no mostrada) y perirrinal presentaron, además de placas  clásicas y 





Como último  apartado del estudio de  la patología  amiloide en  las muestras humanas  con 
neuropatología asociada a  la enfermedad de Alzheimer,  se analizó  también  la angiopatía  cerebral 




cantidad de Aβ depositado  en  la pared  tanto de  capilares  (Fig.  3.2.22 A2, C  y D),  como de  vasos 
sanguíneos de mayor  calibre  (Fig. 3.2.22 E‐J). En algunas ocasiones,  los vasos parecían  colapsados 
(Fig.  3.2.22  A2,  C,  F  y  G),  e  incluso  parecían  presentar  fracturas  (Fig.  3.2.22  J).  Además,  se 










































Figura 3.2.21. Estudio comparativo de los diferentes tipos de placas seniles entre ratones transgénicos
APP/PS1 (A y F) y pacientes Braak V‐VI (B‐E, G‐J) mediante doble marcaje fluorescente para OC y Aβ fibrilar
(TioS) e inmunotinción para Aβ42. Los depósitos amiloides que se desarrollan en el ratón APP/PS1 (A)
presentan siempre una morfología y composición similar entre ellos, con independencia de la región analizada,
y similar también con los depósitos que se forman en el giro dentado de pacientes Braak V‐VI. (B): placas
amorfas, compuestas mayoritariamente por Aβ42, fibrilares con un pequeño halo oligomérico, muy compactas
y neuríticas. Las placas de CA1 son del tipo clásico (C): núcleo denso compacto y fibrilar, formado por Aβ42,
con halo difuso alrededor no fibrilar, y neuríticas en su mayoría. La corteza perirrinal/entorrinal presenta
además de placas clásicas y neuríticas, placas difusas (E): amorfas, difusas, no fibrilares y sin neuritas








Figura 3.2.22. El hipocampo y giro parahipocampal de la mayoría de las muestras humanas Braak IV‐VI desarrollan una
severa angiopatía cerebral amiloide (CAA).Mediante inmunotinción para OC puede observarse una gran cantidad de Aβ
depositado en la pared de los vasos (A1 y B, flechas azules indican vasos sanguíneos), afectando incluso a aquellos de
menor calibre (capilares) (A2, flechas indican perfiles de capilares, ver detalle en inserto). En algunos individuos, los
capilares se encuentran colapsados (flechas en C, inserto en D). Las imágenes de detalle E‐J muestran diversos ejemplos
de CAA tanto en hipocampo como GPH, en los que se observa como la deposición amiloide alrededor del vaso adquiere la
apariencia de una placa senil. Las flechas rojas de la imagen J muestran fracturas vasculares. Barra de escala: A1‐B: 500
µm; A2‐C: 50 µm; inserto en A2 y en D: 25 µm; D‐J: 100 µm.
Angiopatía cerebral amiloide
Figura 3.2.23. Placas neuríticas clásicas asociadas a los vasos sanguíneos. Inmunohistoquímica doble para 4G8
(azul oscuro) y AT8 (marrón) en el hipocampo (A) y giro parahipocampal (B, C y D) de pacientes dementes Braak V‐
VI.. En algunos individuos con Alzheimer se observan numerosos vasos positivos para 4G8 que desembocan o se
asocian íntimamente con depósitos de Aβ de tipo clásico (flechas en A2, B y D indican vasos). Barras de escala: A1 y











inflamatorio  caracterizado  por  la  activación  de  células microgliales  y  astrogliales.  Sin  embargo,  la 
función  de  esta  glía  activada  en  la  progresión  de  esta  enfermedad  no  es  conocida.  La  visión 
dominante en la actualidad otorga un papel neurotóxico a la activación microglial y neuroprotector a 
los astrocitos. Esta visión está basada principalmente en estudios en modelos  transgénicos de AD 
(Heneka  et al.  2015).  En  concreto,  en  estos  estudios  se  han  utilizado  sobre  todo  modelos  que 
producen A (modelos APP y APP/PS1) ya que los basados en tau presentan una activación glial muy 
limitada. Es por ello que el análisis de  la  respuesta  inflamatoria en muestras humanas es esencial 
para, por un lado profundizar en el conocimiento de los mecanismos patogénicos asociados a la AD, y 
por otro comprobar si la reacción inflamatoria que tiene lugar en los pacientes es similar a lo descrito 
en modelos animales,  con objeto de  validar  su uso en estudios preclínicos o bien aportar nuevos 
datos que permitan  seleccionar  y/o mejorar estos modelos para que mimeticen  lo más  fielmente 
posible la patología humana. Por este motivo, en este capítulo de resultados se analizó el proceso de 
activación glial  (microglial y astroglial) así como su  implicación en  la progresión de  la patología en 
muestras humanas desde estadios de Braak II a VI, y además se compararon estos resultados con los 
obtenidos  en  el  modelo  transgénico  APP/PS1.  Para  este  estudio  se  emplearon  principalmente 
técnicas inmunohistoquímicas para marcadores específicos de ambas poblaciones gliales, estudios de 





En  primer  lugar,  se  determinó  el  patrón  de  distribución  de  las  células microgliales  en  el 
hipocampo y giro parahipocampal a lo largo de la progresión de la enfermedad mediante un estudio 
inmunohistoquímico  para  Iba1  (marcador  de  células microgliales)  con  contratinción  de  violeta  de 
cresilo  (para ayudarnos a  localizar  la  región analizada)  (Fig. 3.3.1). Las células  Iba1‐positivas de  los 
casos leves Braak II mostraron una distribución homogénea, manteniendo los cuerpos celulares una 
posición equidistante entre ellos (delimitando cada una las células un área de influencia o ‘’dominio 
microglial’’)  en  las  regiones  analizadas,  el  giro  dentado,  CA1  y  la  corteza  perirrinal  del  giro 
parahipocampal  (Fig.  3.3.1  A,  D  y  G,  respectivamente).  Cabe  destacar  la  notable  variación  en  la 
densidad de células microgliales de una  región a otra  (de mayor a menor: GD, CA1 y GPH) que se 
observó a nivel cualitativo. Además, como puede apreciarse en el  inserto de  la  figura 3.3.1  (G),  la 
microglía presentó un fenotipo típico quiescente o no activado. En los pacientes de Alzheimer (Braak 
V‐VI),  la  densidad  de  las  células  Iba1‐positivas  disminuyó  aparentemente  (Fig.  3.3.1  C,  F  y  I), 




o  clusters  (ver  inserto  en  la  figura  3.3.1  I)  a  la  vez  que  dejaba  áreas  sin  células  Iba1‐positivas 







de  individuos  en  estadio  leve Braak  II,  y muestran  ejemplos  típicos  de microglía  quiescente  o  en 
estado de  reposo: cuerpo celular y núcleo pequeños, muy  ramificadas, con prolongaciones  finas y 
largas, altamente arborizadas y dispuestas de  forma aparentemente equidistante  (Fig. 3.3.2 A y C). 
En ocasiones se visualizaban alineadas en paralelo a las dendritas apicales de las células piramidales, 
como ocurre en CA1  (Fig. 3.3.2 B). En  la sustancia blanca,  las células de  la microglía mostraron un 
cuerpo más prominente y un menor número de ramificaciones (Fig. 3.3.2 D y E). Las imágenes de las 





Para  comprobar el estado activado de  las agrupaciones microgliales asociadas a  las placas  
amiloides  se  empleó  el  anticuerpo  CD68,  un  marcador  lisosomal  sobreexpresado  en  las  células 
microgliales  activadas. Como  se observa  en  la  figura  3.3.3  (B1),  el  giro dentado  de  los  individuos 
Braak V‐VI mostró únicamente inmunotinción para CD68 en las agrupaciones de células asociadas al 







(Fig.  3.3.4).  Las muestras  humanas  Braak  II  (Fig.  3.3.4 A1,  detalle  ampliado  en A2) mostraron  un 
escaso marcaje en comparación con el obtenido en los pacientes dementes Braak V‐VI (Fig. 3.3.4 B1, 
detalle  ampliado  en  B2).  La  serie  de  imágenes  de  la  figura  3.3.4  C1‐C3  muestra  como  la 
inmunorreactividad  para  CD68  se  localizó  fundamentalmente  en  agrupaciones  de  microglía 
relacionadas aparentemente con los depósitos de β‐amiloide. 
 


































































Figura 3.3.1. Patrón de distribución de las células microgliales en el GD (A‐C), CA1 (D‐F) y GPH (G‐I) a lo
largo de los estadios de Braak. El estudio inmunohistoquímico para Iba1 (contratinción con violeta de
cresilo) muestra como las células microgliales de los individuos Braak II se distribuyen homogéneamente y
de manera equidistante en las regiones analizadas, aunque la densidad de células varia de una zona a otra
(GD>CA1>GPH) (A, D y G, respectivamente). Además estas células exhiben un fenotipo típico no reactivo
(inserto en G). La densidad de las células Iba1 tiende a disminuir en los individuos de estadio avanzado
Braak V‐VI, (C, F y I) especialmente en el GD (C). Además, el patrón de distribución de la microglía cambia,
concentrándose ésta en clusters (ver inserto en I) y dejando áreas sin inmunorreactividad. Los casos de
estadios intermedios (B, E y H) se comportan como los analizados en Braak II o Braak V‐VI según el
individuo.m: capa molecular; g: capa granular; h: capa polimórfica o hilio. alv: alveus; so: stratum oriens: sp:
stratum piramidale; sr: stratum radiatum; slm: stratum lacunosum‐moleculare. Barra de escala: A‐I: 500 µm;







Figura 3.3.2. Estudio morfológico de los diferentes fenotipos microgliales (estado quiescente: A‐E, y estado
activado: F‐H), hallados en las muestras humanas analizadas. Inmunohistoquímica para Iba1 y contratinción
con violeta de cresilo. Las imágenes de detalle A‐C muestran ejemplos de células microgliales típicas del
hipocampo, con núcleos pequeños y una gran cantidad de ramificaciones muy arborizadas, dispuestas
equidistantes de manera aleatoria (A y C) o alineadas en paralelo a las dendritas apicales de las células
piramidales de CA1 (B). En la sustancia blanca, las células Iba1‐positivas muestran un cuerpo celular más
grande y un menor número de prolongaciones (D y E). En las imágenes de células microgliales activadas, que
fueron tomadas de individuos Braak IV‐VI, se observa hipertrofia del cuerpo (F), pérdida y acortamiento de
las prolongaciones (G), y agrupaciones microgliales H), seguramente asociadas a las placas de Aβ. Barra de























Figura 3.3.3. Las agrupaciones de células microgliales activadas asociadas a las placas son positivas para el
marcador CD68. Inmunohistoquímica para CD68 en el GD de individuos en estadio Braak II (A) y en estadios más
avanzados de la enfermedad, Braak V‐VI (B). Únicamente la microglía asociada a los depósitos de Aβ es
inmunorreactiva para el marcador CD68 (detalle ampliado en B2). Las imágenes de epifluorescencia corroboran
que las células CD68 (C2) son células microgliales positivas también para Iba1 (C1). m: capa molecular; g: capa




















Figura 3.3.4. Las agrupaciones de células microgliales activadas asociadas a las placas de la región hipocampal
CA1 son positivas para el marcador CD68. Inmunohistoquímica para CD68 en la región CA1 de individuos en
estadio leve Braak II (A) y en individuos dementes (B). La región CA1 de las secciones Braak II (A1) muestran una
leve inmunorreactividad (detalle ampliado en A2) en comparación con la que se obtiene en la misma región de los
casos con Alzheimer (B1, detalle ampliado en B2). Al igual que ocurre en el GD, en CA1 la marca positiva para
CD68 se acumula fundamentalmente en los depósitos de Aβ (ver ejemplos en los detalles C1‐C3). so: stratum
oriens; sp: stratum piramidale; sr: stratum radiatum; slm: stratum lacunosum‐moleculare. Barra de escala: A1‐B1:




en  la microglía reactiva (Fig. 3.3.5). Las células  Iba1‐positivas se  localizaron por todo el parénquima 
del  giro  dentado  de  este  individuo  (Fig.  3.3.  5  A1)  exhibiendo  un  claro  fenotipo  reactivo  con 
hipertrofia  celular  y  acortamiento/engrosamiento  de  las  prolongaciones  (Fig.  3.3.5  A2  y  A3). 
Asimismo,  la región CA1 presentó una  importante  inmunorreactividad para CD68 (Fig. 3.3.5 B1, ver 
detalle  de  célula  activada  en  B2).  Por  último,  y  como  era  de  esperar,  el  marcaje  doble 
inmunofluorescente demostró que  las células que sobreexpresaban CD68 eran células microgliales 
Iba1‐positivas (Fig. 3.3.5 C). 
Todos  estos  resultados  indican  que  durante  la  progresión  de  la  patología,  los  pacientes 
desarrollan un proceso de activación microglial en paralelo con la acumulación extracelular de Aβ. 
 
 En  apoyo  a  los  estudios  inmunohistoquímicos  se  analizaron  los  niveles  de  expresión  de 
ARNm de diversos marcadores microgliales mediante RT‐PCR en colaboración con el laboratorio del 




en  comparación  con  los  individuos  control,  y  los  casos  Braak  II  y  Braak  III‐IV.  Además,  ambos 













los  que  se  observó  previamente  agrupación  de  las  células  Iba1‐positivas,  se  realizó  una  doble 
inmunotinción para Aβ (4G8) y microglía (Iba1). Como se muestra en la serie de imágenes A1‐A4 de 
la  figura  3.3.6,  la mayoría  de  las  células microgliales  que  rodeaban  las  placas  en  el  hipocampo 
presentaron marcaje de Aβ  intracelular (ver  inserto de  la figura 3.3.6 A2 y detalles ampliados en  la 
figura 3.3.6 B y C). Los depósitos amiloides de esta región, de menor tamaño y densidad, permitieron 









de  las  células  Iba1‐positivas.  De  tal  modo  que,  en  lo  que  consideramos  las  fases  iniciales  de 
formación de  la placa  (Fig. 3.3.7 A1 y A2) se aprecia claramente un acúmulo muy  laxo de amiloide 
extracelular con aspecto fibrilar rodeado de células microgliales con una gran cantidad de péptido Aβ 
en  su  interior.  Las  células  microgliales  podrían  estar  participando  en  la  fibrilización  del  Aβ 






placas  y  así  evitar  su difusión por  el  parénquima  y  por  tanto  el  efecto  tóxico  sobre  las neuronas 
circundantes.  
 
Además,  se  realizaron  múltiples  estudios  de  microscopía  láser  confocal  para  continuar 
profundizando en la relación de la microglía reactiva con las placas de Aβ, especialmente en aquellas 
ocasiones en  las que  la  interacción  se producía en el  interior de  los depósitos amiloides, para así 
salvar  las  limitaciones de  la microscopía de campo claro. El hipocampo y el giro parahipocampal de 
aquellos  individuos Braak IV y Braak V‐VI que presentaron una alta proporción de placas neuríticas, 
exhibieron  células microgliales  con  fenotipo  activado,  localizadas  en  el  interior  de  los  depósitos 
amiloides  y  rodeando  (compactando  y/o  fagocitando)  el  núcleo  fibrilar  de Aβ  (Fig.  3.3.8 A‐D).  Se 
llevaron  a  cabo  reconstrucciones  pseudo‐3D  de  las  series  de  imágenes  confocales  tomadas  para 
comprobar que, efectivamente,  las células  Iba1 se encontraban  rodeando  íntimamente el material 
amiloide compacto central (Fig. 3.3.8 E y G2). Asimismo, se tomaron fotografías de diferentes planos 
confocales de un mismo depósito de Aβ  fibrilar  (Fig. 3.3.8 G1‐G4) y se observó un  íntimo contacto 









fueron  rodeadas por  la microglía, encontradas mayoritariamente en el giro dentado y  subículo de 












Figura 3.3.5. Iba1 y CD68 se sobreexpresan en la microglía reactiva. Inmunohistoquímica para Iba1 (A) y
CD68 (B) en el hipocampo de un caso control, no demente, con una extensa neuroinflamación. Las células
Iba1‐positivas, que se extienden ocupando todo el parénquima nervioso (A1), exhiben un claro fenotipo
activado: hipertrofia celular y acortamiento/ensanchamiento de las prolongaciones (detalles ampliados en
A2 y A3, flechas indican prolongaciones microgliales y los círculos la región del núcleo). La región CA1 de
este individuo presenta también una gran inmunorreactividad para el anticuerpo CD68 (B1, detalle de
célula activada en B2). La imagen de epifluorescencia combinada muestra que las células que
sobreexpresan CD68 (verde) son células microgliales Iba1 positivas (rojo) (C). Barra de escala: A1‐B1: 100
μm; A2‐A3: 10 μm; B2‐C: 10 μm.
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Test statistic = 10.693   P-Value = 0.0135064 p<0.05
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Figura Suplementaria 3.4. Análisis cuantitativo de la expresión de ARNm de marcadores generales de microglía
(CD11b e Iba1) y marcadores específicos de activación (CD45 y CD68). Los niveles de expresión medidos por PCR
muestran un incremento significativo de CD45 (A) y CD68 (B) en el hipocampo y GPH de pacientes Braak V‐VI y
presentan una correlación positiva (C) a lo largo de toda la patología. Sin embargo, CD11b (D) e Iba1 (E) no exhiben
diferencias significativas, aunque sí una tendencia a aumentar, con la progresión del estadio de Braak. Resultados








































A3 A4 B C
D E F
Figura 3.3.6. Las células microgliales reactivas que se encuentran asociadas a las placas presentan Aβ en su interior,
indicando una posible actividad fagocítica. Inmunohistoquímica doble para 4G8 (azul oscuro) y para Iba1 (marrón) en la
formación hipocampal de un caso Braak IV. La imagen panorámica muestra placas rodeadas de microglía (A1) con Aβ en
el interior celular (imágenes ampliadas A2‐A4, ver inserto en A2). La mayor parte de las placas seniles que presenta este
individuo en el hipocampo se encuentran asociadas a microglía con depósitos 4G8‐positivos en su interior, como señalan
las imágenes B y C (flechas rojas indican Aβ intracelular). En los depósitos extracelulares de menor tamaño y densidad,
puede observarse que numerosa microglía se encuentra en el interior de la placa y también acumula Aβ (D y E). La
imagen F muestra en detalle que el marcaje intracelular de 4G8 se produce tanto en el cuerpo celular como en las







Figura 3.3.7. La interacción de la microglía reactiva con
los depósitos de Aβ sugiere un posible papel de estas
células en la formación/compactación de las placas
amiloides. Inmunohistoquímica para 4G8 (azul oscuro) e
Iba1 (marrón) en el giro parahipocampal de un individuo
Braak IV. La secuencia de imágenes A1‐A4 muestran
diferentes grados de compactación de placas (de menor a
mayor), sugerentes de la posible evolución en el proceso
de formación de las placas y la participación activa de las
células microgliales asociadas. Se indican con flechas rojas
las células microgliales alrededor de las placas, siendo
destacable el abundante Aβ intracelular que presentan. B
y C muestran detalles de depósitos extracelulares laxos
rodeados de células Iba1‐positivas con una gran cantidad
de péptido amiloide en su interior. El número de células
microgliales con Aβ intracelular que rodea la placa es
menor cuanto más compactos son los depósitos
amiloides. Barra de escala: 20 µm.
Z=3,6 µm Z=5,6 µm Z=7,7 µm
4G8/Iba1











Figura 3.3.8. Relación de la microglía reactiva con las placas amiloides. Inmunofluorescencia doble a microscopía láser
confocal para Aβ (OC o 4G8)/Iba1 (A‐E y G) y para fosfo‐tau (AT8)/Iba1 (F) en el hipocampo y giro parahipocampal de
individuos en estadio avanzado Braak IV‐VI. Las células microgliales localizadas en el interior de las placas se encuentran
rodeando/compactando/fagocitando el núcleo de Aβ fibrilar (A‐D). Esta interacción microglía/Aβ se aprecia en detalle en
las reconstrucciones pseudo‐3D (E y G2). La serie de imágenes G1‐G4 muestran diferentes planos confocales de un
depósito amiloide fibrilar en íntimo contacto con varias células microgliales, indicando una posible interacción
compactación/fagocítica. Los ovillos neurofibrilares, positivos para AT8, se hallan también envueltos por microglía (F). Barra
de escala: B‐C: 20 μm; A, D‐G4: 10 μm.
 
156  Resultados
principalmente  en  la  región  CA1  y  en  el  giro  parahipocampal  de  pacientes  dementes,  y  se 
correspondieron con depósitos clásicos y neuríticos. Mediante inmunotinción doble en campo claro 
con OC e  Iba1 se observaron de nuevo células microgliales acumuladas en el  interior de  las placas 




A  diferencia  de  lo  que  ocurre  en  los  pacientes  de  Alzheimer,  con  diferentes  relaciones 
microglía/placa específicos de la región y del tipo de Aβ, en los ratones APP/PS1 las placas fibrilares 
(positivas para rojo Congo y Tioflavina‐S, Fig. 3.3.9 H e I, respectivamente) y neuríticas (Fig. 3.3.9 J) se 
encontraron  siempre  totalmente  rodeadas por  células microgliales  activadas, de manera  similar  a 
como ocurre en el giro dentado de las muestras humanas. 
 
Sin embargo, no  todas  las placas seniles desencadenaron esta  intensa  respuesta microglial 













El  hipocampo  de  los  animales  transgénicos  APP/PS1  de  12 meses  de  edad  presentó  una mayor 
inmunorreactividad para CD45 (Fig. 3.3.11 B), en comparación con los ratones de 4 meses (Fig. 3.3.11 
A). Además,  la  inmunotinción para CD45 en  los animales transgénicos fue muy  intensa y se  localizó 
principalmente en las células microgliales activas asociadas a las placas (ver detalles ampliados en la 




















Figura 3.3.9. Asociación microglía/placa en muestras humanas en estadio Braak IV‐VI (GD: A‐C, CA1: D‐F,
GPH: G) y en el modelo APP/PS1 (H‐J). Las placas fibrilares positivas para 4G8 (A y B) y neuríticas (C) del GD
de pacientes Braak IV‐VI se encuentran totalmente rodeadas por células microgliales activadas (positivas para
Iba1), al igual que ocurre en los ratones APP/PS1 (amiloide fibrilar positivo para Rojo Congo y Tioflavina S: H e
J, respectivamente; neuritas distróficas APP‐positivas: J). Los depósitos de Aβ de tipo clásico y neurítico, como
los de CA1 y el GPH de las muestras humanas, albergan células Iba1‐positivas en el interior de éstos (D), las
cuales rodean y/o fagocitan el núcleo de Aβ fibrilar (E, F). Mediante inmunotinción doble con OC
(marrón)/Iba1 (azul oscuro) para campo claro se observan células microgliales acumuladas en el interior de las







Figura 3.3.10. Relación microglía/placa en el hipocampo y giro parahipocampal de un paciente de Alzheimer Braak
V‐VI. Las imágenes con doble inmunotinción para OC (azul oscuro)/Iba1 (marrón) (A‐F) muestran ejemplos de
depósitos extracelulares, fibrilares y poco neuríticos (no mostrado) de diferentes regiones de un mismo caso de
estadio avanzado, en los que se observan un escaso número de células microgliales con marcaje 4G8 intracelular
rodeando las placas. Flechas indican Aβ intracelular. Barra de escala:20 µm.
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3.3.12)  demostró  un marcaje  CD45medium  en  la microglía  reactiva  que  rodea  las  placas  de Aβ  (ver 
detalles A2  y B2  de  la  figura  3.3.12)  y  un marcaje  CD45low  en  las  células  de  apariencia microglial 
localizadas  en  regiones  interplaca  (Fig.  3.3.12  A1  y  B1).  Además,  el  triple marcaje  fluorescente  a 






nivel  perivascular,  siendo  negativas  para  Iba1  como  cabía  esperar  (Fig.  3.3.13 A1‐A3). Del mismo 
modo,  el marcador  de macrófagos MRC‐1  se  expresó  casi  exclusivamente  asociado  a  los  vasos 
sanguíneos  (Fig.  3.3.13  B1,  detalle  ampliado  en  B2).  Por  último,  la  inmunotinción  para  CD3  (Fig. 
3.3.13  C1  y C2)  demostró  la  limitada  infiltración  de  linfocitos  T  que  se  produjo  en  los  casos más 
avanzados de la patología (Braak V‐VI), a diferencia de los modelos. 
 
Los  datos  obtenidos  en muestras  humanas  indicarían  un  posible  origen  periférico  de  las 
células microgliales activadas que se asocian a  las placas, al  igual que en modelos transgénicos. Sin 
embargo,  para  poder  afirmar  esta  hipótesis  es  necesario  descartar  que  la microglía  activada  sea 
capaz  de  expresar  un  perfil  molecular  similar  a  los  macrófagos.  Para  ello,  realizamos  varias 
aproximaciones.  Se realizó, en primer lugar, un amplio estudio cuantitativo de la expresión de ARNm 
de  los marcadores de activación microgliales presentes en el hipocampo de los ratones APP/PS1 de 
18 meses de edad  (Fig.  suplementaria 3.5 A), edad en  la que  los animales presentan una elevada 
activación  microglial.  El  perfil  obtenido  fue  CD45+/CCR2+/CX3CR1‐/P2ry12‐,  compatible  con  la 




Más  aún,  se  analizó  el  efecto  de  la  estimulación  por  LPS  en  células microgliales  adultas  sobre  la 
expresión de P2ry12 (sólo se expresa en microglía adulta), observándose una bajada en la expresión 
de este marcador en comparación con las células estimuladas con PBS (Fig. suplementaria 3.5 C).  





















Figura 3.3.11. En el modelo transgénico APP/PS1 el marcador CD45 se expresa en la microglía activada que
rodea las placas de Aβ y en linfocitos T (CD3‐positivos) infiltrados. Inmunotinción simple para CD45
(microglía/macrófagos) y doble fluorescente para CD45/CD3 (linfocitos T) en el hipocampo de ratones APP/PS1
de 4 (A) y 12 meses de edad (B y C). El hipocampo de los animales transgénicos de 12 meses presenta una gran
inmunorreactividad para CD45 (B1), en comparación con los ratones de 4 meses de edad (A1). El marcaje CD45
positivo se concentra especialmente alrededor de las placas asociado a microglía (A2, B2) , aunque también se
observan células redondas, de menor tamaño (sin apariencia microglial), distribuidas por el parénquima
nervioso (B3) y alrededor de vasos (inserto en B2), que incrementan en número a lo largo de la patología
(flechas rojas en A2, B2 y B3). La imagen combinada de microscopía láser confocal (C3) indica que las células
CD45high y sin apariencia microglial (C1) son también positivas para CD3 (marcador de linfocitos T) (C2). Estos
datos son compatibles con un origen periférico (macrófagos) de la microglía que rodea las placas. Barra de












Figura 3.3.12. Moderada inmurreactividad para CD45 en el GD (A) y CA1 (B) del hipocampo de pacientes dementes
Braak V‐VI. Se observa un marcaje CD45medium asociado a las células microgliales reactivas que rodean las placas de Aβ
(detalles en A2 y B2) y CD45low en la microglia localizada en regiones interplaca (A1 y B1). A diferencia de lo que
ocurre en el modelo APP/PS1, en los pacientes de Alzheimer se observan muy pocas células CD45high con apariencia
de linfocitos en el parénquima nervioso (flechas rojas en inserto en B2). El triple marcaje fluorescente a microscopía
confocal (C1‐C4) indica que las células CD45‐positivas (C2) asociadas con los depósitos de Aβ (C3) se corresponden con
células microgliales Iba1‐positivas (C1 y C4). so: stratum oriens; sp: stratum piramidale; sr: stratum radiatum. Barra de











Figura 3.3.13. En el hipocampo y giro parahipocampal de los pacientes de Alzheimer se produce una
escasa infiltración de macrófagos y linfocitos. Como muestran las imágenes para microscopía láser
confocal, la mayor parte de las células CD45high se localizan a nivel perivascular (A2), y además, son
negativas para el marcador microglial Iba1 (A1 y A3). Del mismo modo, el marcador de macrófagos MRC‐
1 se expresa casi exclusivamente asociado a los vasos sanguíneos (B, detalle ampliado en B2, asteriscos
indican vasos). Además, la inmunotinción para CD3 demuestra que se produce una limitada infiltración
de linfocitos T en los casos más avanzados de la enfermedad, como puede observarse en las imágenes C1
y C2 (CD3 en marrón, contratinción con violeta de cresilo). Barra de escala:, A1‐A3: 25 μm; B1: 200 µm;
B2: 100 µm; C1‐C2: 20 µm.
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Figura Suplementaria 3.5. La microglía activada expresa un perfil de marcadores similar al de macrófagos periféricos.
A) Perfil de activación de la microglía presente en el hipocampo de modelos APP/PS1 de 18 meses de edad. Presenta un
claro perfil compatible con la infiltración de macrófagos CD45+/CCR2+/CX3CR1‐/P2ry12‐. B) Perfil de activación de la
microglía primaria estimulada con LPS. El perfil es idéntico al observado en modelos APP/PS1, sin embargo en este caso
todas las células son microgliales. En consecuencia, la activación microglial determina un perfil de expresión de
marcadores similares a los macrófagos periféricos. En concreto es destacable la pérdida de expresión de CX3CR1, y el
aumento de CCR2, marcadores ambos de microglía y macrófagos respectivamente. C) Para determinar el efecto de la
activación sobre la expresión de P2ry12 se utilizaron células microgliales adultas en experimentos ex vivo. Como se
observa en la gráfica la estimulación por LPS disminuye la expresión de P2ry12. Resultados obtenidos en colaboración con














































produce  una  leve  activación microglial,  limitada  a  las  placas  de Aβ,  y  que  determinadas  regiones 
presentan una disminución en la densidad de células microgliales, en especial en el giro dentado, se 
realizó un  estudio  cualitativo  comparativo en  esta  región,  tanto de  ratones APP/PS1  como de  las 
muestras  humanas, mediante  inmunohistoquímica  con  Iba1  (Fig.  3.3.14).  El  giro  dentado  de  los 
animales  transgénicos mostró una elevada  respuesta microglial a  los 12 meses  (Fig. 3.3.14 B1), en 
comparación  con  los  4 meses  de  edad  (Fig.  3.3.14  A1),  edad  a  la  que  ya  se  detectaron  células 
microgliales reactivas (ver inserto de la Fig. 3.3.14 A2), similares morfológicamente a las observadas a 
los 12 meses (ver inserto de la Fig. 3.3.14 B2). Sin embargo, en el giro dentado de los pacientes Braak 










menor  cantidad  de  células  inmunoteñidas  para  Iba1  (Fig.  3.3.15  B1),  acompañada  de  una 
redistribución de  las  células,  apareciendo  zonas despobladas  y  zonas  con  agrupaciones de  células  
asociadas a las placas (Fig. 3.3.15 B2 y B3). Además, se observaron características senescentes en las 





cuantitativos. El  recuento estereológico de  la población de células  Iba1 positivas  (Fig. 3.3.16 A) no 






II:  30,84±3,53;  Braak  III‐IV:  21,58±15,05;  Braak  V‐VI:  11,87±5,57).  En  concreto,  el  área 






3.3.16 D) en el que se  representaron  los datos del área de “dominio microglial” obtenidos  tras un 
análisis en cuadrícula de la carga microglial. Así pues, y como se muestra en los ejemplos de la figura 
3.3.16 (E), las células microgliales del giro dentado de los individuos Braak II y Braak V‐VI mostraron 






otras  regiones como CA3, CA1 y  la corteza perirrinal del giro parahipocampal  (Fig. 3.3.17). Al  igual 
que en el giro dentado, las células microgliales de estas regiones se distribuyeron homogéneamente 
y presentaron un fenotipo no reactivo en los casos Braak II (Fig. 3.3.17 A1‐C1, detalles ampliados en 
A2‐C2).  Además,  en  los  individuos  con  Alzheimer  se  observaron  cambios  morfológicos  y  una 
redistribución espacial, con agrupaciones de microglía asociadas a las placas (ver detalles ampliados 
D2‐F2 en  la figura 3.3.17). Sin embargo, tan solo el análisis cuantitativo de  la carga de células  Iba1‐
positivas en la región CA3 demostró una disminución significativa del 40 % en las muestras Braak VI, 





las  diferentes  regiones  analizadas  del  hipocampo  y  giro  parahipocampal.  El  marcado  gradiente 
observado en el área ocupada por las células microgliales de los individuos en estadio leve (de mayor 
a menor:  GD,  CA3,  CA1  y  GPH)  (Fig.  3.3.18  A)  desapareció  en  las muestras  de  los  pacientes  de 
Alzheimer  con  la  disminución  significativa  en  el  giro  dentado  y  CA3  (Fig.  3.3.18  C).  Los  casos  de 
estadio moderado  Braak  III‐IV mostraron  tendencias  polarizadas  hacia  Braak  II  o  Braak  V‐VI  (Fig. 
3.3.18 B). 
 





















































Figura 3.3.14. El giro dentado del modelo transgénico APP/PS1 presenta un aumento de la reactividad
microglial con la edad, en contraposición a lo observado en pacientes de Alzheimer. En los animales
APP/PS1 el giro dentado muestra una elevada respuesta microglial asociada al Aβ que aumenta con la
edad (A1 y B1, 4 y 12 meses de edad respectivamente, asterisco indica placa). Desde los 4 meses se
detectan células microgliales reactivas (ver inserto en A2, flechas rojas indican células microgliales
activadas), similares morfológicamente a las observadas a 12 meses (ver inserto en B2). Sin embargo, esto
no se aprecia en el GD de los individuos Braak V‐VI (D), en el que disminuye notablemente la densidad de
células Iba1‐positivas (detalle ampliado en D2), en comparación con las secciones Braak II (C). Los insertos
en C2 y D2 muestran detalles de células microgliales del GD de individuos Braak II y Braak V‐VI,
respectivamente. m: capa molecular; g: capa granular; h: capa polimórfica o hilio; GD: giro dentado; CA:
asta de Amón. Barras de escala: A1‐ B1: 100 µm; inserto en A1, A2, B2, C2 y D2: 10 µm; inserto en B1: 10


















Figura 3.3.15. Disminución de la población de células microgliales Iba1‐positivas en el giro dentado de los
pacientes de Alzheimer Braak V‐VI (B) en comparación con los individuos en estadio Braak II (A). En estadios
leves, el giro dentado presenta una gran densidad de células microgliales, que se distribuyen de manera
homogénea y equidistante (A2). Además, estas células muestran fenotipo no reactivo (A3). Sin embargo, el GD de
los individuos dementes presenta una menor inmunotinción para Iba1 (B1) y una redistribución de las células
microgliales, apareciendo zonas negativas o vacías y zonas con agrupaciones (B2 y B3), asociadas a las placas.
Además, las células microgliales del GD de individuos Braak V‐VI muestran una morfología senescente, con
fragmentaciones y pérdida de ramificaciones (B3). m: capa molecular; g: capa granular; h: capa polimórfica o hilio.

































































































Figura 3.3.16. Degeneración microglial en el giro dentado de pacientes Braak V‐VI. Estudios cuantitativos de la
población microglial en el giro dentado de individuos Braak II, Braak III‐IV y Braak V‐VI. A) El recuento estereológico
de la población de células Iba1‐positivas indica que no se produce pérdida significativa de células microgliales con la
progresión de la enfermedad, debido a la gran variabilidad interindividual. B) Sin embargo, se produce una
disminución significativa del área ocupada por las células microgliales en el GD de Braak V‐VI. C) La representación de
los datos obtenidos en el análisis de la carga microglial muestra la gran variabilidad de las muestras, especialmente
en los individuos de estadio moderado Braak III‐IV. D) El histograma de frecuencias, que representa los datos
obtenidos en el análisis en cuadrícula de la carga microglial (ver ejemplos en E), muestra cambios en el área de
‘’dominio microglial’’ con dos distribuciones claramente diferenciadas en el GD: distribución homogénea con alta
densidad celular en Braak II, y hetereogénea con menor densidad celular (con zonas aglomeradas y zonas vacías) en




















































































Figura 3.3.17. Estudio comparativo de la población de células microgliales en las regiones CA3, CA1 y GPH de
individuos Braak II (A‐C) y pacientes dementes Braak V‐VI (D‐F). Inmunohistoquímica para Iba1 y contratinción con
violeta de cresilo. Al igual que ocurre en el GD, las células microgliales en estas regiones analizadas muestran un fenotipo
no reactivo y se distribuyen homogéneamente (A2‐C2) en las muestras Braak II. Sin embargo, en los individuos con
Alzheimer se observan cambios morfológicos y redistribución espacial con agrupaciones de microglía (ver detalles
ampliados en D2‐F2, flechas rojas indican cúmulos microgliales asociados a las placas). G) Estudio cuantitativo de la carga
microglial (Iba1‐positiva). Se produce disminución significativa del área ocupada por células Iba1‐positivas únicamente
en la región CA3 de las muestras Braak V‐VI, en comparación con los casos Braak II de la misma edad. so: stratum oriens;
sp: stratum piramidale; sr: stratum radiatum; slm: stratum lacunosum‐moleculare. Barra de escala: A1‐F1: 500 µm; A2‐
F2: 25 µm.
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Figura 3.3.18. El giro dentado y CA3 son las regiones más afectadas por la degeneración microglial en los
individuos Braak V‐VI. Representación comparativa de los valores del área Iba1‐positiva obtenidos en todos
los individuos Braak II (A), Braak III‐IV (B) y Braak V‐VI (C) en las diferentes regiones analizadas del
hipocampo (GD, CA3 y CA1) y giro parahipocampal (corteza perirrinal). El gradiente observado en la carga
microglial de los casos Braak II (GD>CA3>CA1>GPH) (A), desaparece en las muestras Braak V‐VI con la bajada
significativa en el GD y CA3 (C). Los casos de estadio intermedio Braak III‐IV presentan tendencias
polarizadas hacia Braak II o Braak V‐VI (B).
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densidad  de  células microgliales.  En  los  detalles  ampliados  de  las mismas  regiones  A2  y  B2,  se 













3.3.21  A2,  detalle  ampliado  en  A3).  Sin  embargo,  no  podemos  descartar  otras  causas  de  la 




células  Iba1‐positivas  se  trataba  de  degeneración  y  no  de  pérdida  de  fenotipo,  se  analizó  otro 
marcador  de  microglía,  el  receptor  purinérgico  P2ry12  (marcador  de  microglía  endógena  o 
residente). 
En primer  lugar,  se  realizó un estudio  inmunohistoquímico comparativo entre el marcador 
general de microglía, Iba1, y el marcador de microglía residente, P2ry12, en diferentes regiones del 
hipocampo y giro parahipocampal de  individuos Braak  II y Braak V‐VI  (Fig. 3.3. 22).  Los  individuos 









mediante microscopía  confocal  la  expresión  de  P2ry12  en  población microglial  que  se  encuentra 
asociada  a  las  placas  en  las muestras  humanas.  Efectivamente  y  como  cabía  esperar,  las  células 




















Figura 3.3.19. El giro dentado de los pacientes de Alzheimer (Braak V‐VI) presenta áreas despobladas de microglía,
incluso en las zonas más próximas a las placas de Aβ. Inmunohistoquímica doble para Aβ (4G8, azul oscuro) y
microglía (Iba1, marrón) en el GD de un paciente de Alzheimer. Las placas amiloides concentradas en la capa
molecular de este individuo (A1) y en general, en regiones cercanas a vasos sanguíneos (B1), presentan escasas
células microgliales alrededor (ver detalles ampliados en A2 y B2, asteriscos indican vasos sanguíneos). Además, la
escasa microglía presente muestra características morfológicas patológicas (C1 y C2). Barra de escala: A1‐B1: 500 µm;









Figura 3.3.20. Al igual que ocurre en el giro dentado, en algunas regiones del hipocampo propio y del giro
parahipocampal de pacientes Braak V‐VI se encuentran áreas despobladas de microglía, incluso en las zonas más
próximas al Aβ. Inmunohistoquímica doble para Aβ (4G8, azul oscuro) y microglía (Iba1, marrón) en el GPH (A) y la
región CA3 (B) de un paciente con la enfermedad Alzheimer. Aunque no todas las regiones se comportan como el GD
de este mismo individuo (previamente analizado), en el GPH también se observan placas desprovistas de células
microgliales (A1, detalle ampliado en A2). Las imágenes tomadas en CA3 indican que no todos los depósitos amiloides
presentan el mismo efecto en las células microgliales (B1). En B2 puede observarse una gran cantidad de células Iba1‐





Figura 3.3.21. Efecto del Aβ sobre la población microglial en el Presubículo (PrS) de un
individuo Braak V‐VI. El patrón de inmunorreactividad para Aβ en el PrS (A1, detalle
ampliado en A2) permite comparar el estado morfológico que exhibe la microglía en
esta región cortical: aparentemente sana en la región sin Aβ (A3), y con apariencia
patológica/fragmentada la que se encuentra en contacto con el péptido amiloide (A4).


























Figura 3.3.22. P2ry12 es un marcador de la población de microglia no reactiva. Estudio inmunohistoquímico
comparativo de los marcadores microgliales P2ry12 (A y B) e Iba1 (C) en muestras humanas en estadios Braak II
(A) y Braak V‐VI (B y C). En los individuos Braak II las células microgliales P2ry12‐positivas muestran un fenotipo
no reactivo característico (ver inserto en A2) y se distribuyen homogéneamente a lo largo de toda las capas de la
región CA1 (A1). A diferencia de lo observado con el marcador Iba1 (C), las células P2ry12‐positivas de los
pacientes Braak V‐VI, no se agrupan alrededor de las placas de Aβ (B1, detalle ampliado en B2, asterisco indica
centro de una placa), como sí lo hace la población celular Iba1‐positiva. so: stratum oriens; sp: stratum
piramidale; sr: stratum radiatum; slm: stratum lacunosum‐moleculare. Barra de escala: A1‐C1: 500 µm; A2‐C2: 50





Figura 3.3.23. Las células microgliales activadas asociadas a los depósitos amiloides son negativas para el marcador P2ry12.
Inmunofluorescencia triple para Iba1 (rojo), P2ry12 (verde) y Aβ (azul) en el GPH de pacientes Braak V‐VI con la enfermedad
de Alzheimer. En las imágenes de microscopía láser confocal se observa expresión de Iba1 tanto en las células microgliales
asociadas a las placas amiloides (A1 y B1) como en las que se encuentran en regiones interplaca. Sin embargo, la población
microglial P2ry12‐positiva no se encuentra asociada a los depósitos de Aβ (A2 y B2). Las imágenes combinadas (A3 y B3)
muestran que la microglía que se asocia al Aβ (azul) expresa el marcador Iba1 pero no P2ry12. Barra de escala: A y B: 50 µm;
inserto en A3 y B3: 20 µm.
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quiescente  (Fig. 3.3.23 A y B). Por  tanto,  la   microglía  reactiva asociada al Aβ presentó el  fenotipo 
Iba1+/P2ry12‐. 
 
Tras  demostrar  que,  la  microglía  reactiva  no  expresa  el  receptor  purinérgico  P2ry12, 
pretendimos resolver si  las células microgliales quiescentes, en concreto, se encontraban afectadas 
por  el  proceso  de  degeneración  microglial  observado  previamente  con  el  marcador  general  de 
microglía Iba1. Para ello, se realizó un estudio  inmunohistoquímico para P2ry12 en el giro dentado, 
CA1  y  la  corteza  perirrinal  de  casos  Braak  II  y  casos  severos  Braak  V‐VI  (Fig.  3.3.24  A‐C  y  D‐F, 
respectivamente).  Las  células  P2ry12  de  los  individuos  en  estadio  leve mostraron,  de  nuevo,  un 
gradiente  de  densidad  en  las  regiones  analizadas  (de mayor  a menor: GD,  CA1  y GPH). Además, 
presentaron  una  morfología  no  patológica  y  una  distribución  homogénea  en  las  tres  regiones 
analizadas (Fig. 3.3.24 A1‐C1, detalles ampliados en A2‐C2). Sin embargo, en los individuos dementes 
Braak  V‐VI,  se  apreció  una  disminución  del  área  inmunorreactiva  y  ausencia  de  agrupaciones 
alrededor  de  los  depósitos  de  Aβ  en  todas  las  regiones  analizadas  (Fig.  3.3.24  D1‐F1,  detalles 
ampliados en D2‐F2).  
Así mismo, el ensayo cuantitativo de la carga de células P2ry12 inmunopositivas, tanto en el 
hipocampo  como  en  el  giro  parahipocampal,  de  los  pacientes  de  Alzheimer  mostró  cambios 
significativos con  respecto a  los  individuos Braak  II  (Fig. 3.3.24 G). Específicamente, se obtuvo una 
disminución del 60% en el giro dentado  (% área P2ry12‐positiva, Braak  II: 19,01±4,01; Braak  III‐IV: 




Estos  datos  demuestran  la  pérdida  de microglía  inmunopositiva  para  P2ry12  en  todas  las 
regiones analizadas. 
 
Por  último,  el  análisis  cuantitativo  de  los  niveles  de  expresión  de  ARNm  del  receptor  de 
fractalquina  (CX3CR1, marcador de microglía residente/quiescente)  (Fig. suplementaria 3.6 A) y del 
receptor purinérgico P2ry12  (Fig. suplementaria 3.6 B), mostraron una disminución significativa en 
los  pacientes  de Alzheimer,  en  comparación  con  los  controles  y  con  los  individuos  Braak  II  de  la 
misma  edad.  Además,  ambos marcadores  de microglía  residente/no  reactiva  se  correlacionaron 
positivamente a  lo  largo de  los estadios de Braak (Fig. suplementaria 3.6 C). Estos datos, obtenidos 










VI,  aun mostrando  un  fenotipo  típico  de  activación  P2ry12‐/CD68+/CD45medium  (Fig.  3.3.25  F,  K, G, 
respectivamente), no presentó  la morfología  típica de microglía  reactiva  (Fig. 3.3.25  J), observada 
tanto  en  el modelo  animal  como  en  el  individuo  control  con  un  proceso  neuroinflamatorio  (Fig. 
3.3.25 H y L). 
 
Habiendo puesto de manifiesto, mediante  estudios  cualitativos  y  cuantitativos,  el proceso 
degenerativo que acontece en determinadas áreas del hipocampo de  individuos con  la enfermedad 













proteína  ferritina  en  las  muestras  post  mortem  humanas  (Fig.  3.3.27  y  3.3.28).  El  estudio 
inmunohistoquímico  para  el  marcador  de  senescencia  microglial  ferritina  mostró  una  mayor 
inmunotinción  en  la  región  CA1  de  las  muestras  de  los  individuos  dementes  Braak  V‐VI, 
principalmente  en  el  estrato oriens  (Fig. 3.3.27 C1),  en  comparación  con  los  individuos Braak  II  y 
Braak III‐IV (Fig. 3.3.27 A1 y B1, respectivamente). Las imágenes de detalle A2‐C2 de la figura 3.3.27 
muestran  que  las  células microgliales  positivas  para  ferritina,  efectivamente,  presentaron  rasgos 
morfológicos  senescentes. Sin embargo,  la microglía activada asociada a  las placas de Aβ  también 
exhibió una fuerte inmunotinción para este marcador (Fig. 3.3.27 D1‐D4).  
Mediante  inmunohistoquímica  doble  para  los  marcadores  Iba1  y  ferritina  en  diferentes 
regiones  del  hipocampo  y  giro  parahipocampal  de  pacientes  de  Alzheimer,  se  demostró  que  las 
células microgliales  (Iba1‐positivas)  que  se  encontraban  asociadas  (infiltradas  o  rodeando)  a  las 
placas de A, expresaban una gran cantidad de  ferritina  (Fig. 3.3.28 A2‐C2). De  todas  las  regiones 




y  al  igual  que  ocurrió  en  las muestras  humanas,  los  ratones  transgénicos  de  12 meses  de  edad 


























































































Figura 3.3.24. La población microglial P2ry12‐positiva se encuentra afectada en el hipocampo y giro
parahipocampal de los pacientes dementes Braak V‐VI. Inmunohistoquímica para P2ry12 en el GD, CA1 y GPH
de casos Braak II (A, B y C, respectivamente) e individuos dementes (D, E y F, respectivamente). Las células
microgliales P2ry12‐positivas muestran una morfología no patológica (A2‐C2) y una distribución homogénea a
lo largo de todo el GD (A1), CA1 (B1) y GPH (C1) en los individuos de estadio leve, a diferencia de lo que se
observa en los individuos Braak V‐VI, donde se aprecia una disminución del área inmunorreactiva (D1‐F1) y
ausencia de agrupaciones alrededor de los depósitos amiloides (D2‐F2, asteriscos indican placas de Aβ). G) El
análisis cuantitativo del área inmunomarcada con P2ry12 en los individuos Braak V‐VI muestra una
disminución significativa con respecto a los individuos de estadio leve en todas las regiones estudiadas. m:
capa molecular; g: capa granular; h: capa polimórfica o hilio. Barra de escala:A1‐F1: 500 µm; A2‐F2: 50 µm.
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Test statistic = 8.26227   P-Value = 0.0408901
CX3CR1 vs P2ry12
CX3CR1 (relative untis)


























Figura Suplementaria 3.6. La expresión de marcadores de microglía no reactiva se reduce significativamente en el
hipocampo y giro parahipocampal de los pacientes de Alzheimer. El análisis cuantitativo por PCR de la expresión de ARNm
de CX3CR1 (A) y P2ry12 (B) muestra una bajada significativa en los individuos Braak V‐VI en comparación con los controles y
Braak II de la misma edad. Ambos marcadores se correlacionan positivamente a lo largo de la enfermedad (C). Resultados















































































Figura 3.3.25. Reducida reactividad microglial en los pacientes de Alzheimer. Estudio inmunohistoquímico comparativo
de los diferentes morfotipos y fenotipos microgliales en el modelo APP/PS1 (A‐D), en el hipocampo de un individuo Braak
II (E, I), de un individuo con neuroinflamación no asociada al Alzheimer (H y L) y de un caso Braak V‐VI (F, G, J y K). Las
células microgliales del ratón transgénico muestran dos fenotipos claramente diferenciados: no reactivo (A) y activado (B‐
D), al igual que ocurre con los individuos de estadio inicial Braak II (E, I). Sin embargo, la microglía de los individuos
dementes, aún expresando marcadores típicos de activación (K) no adquiere el clásico morfotipo de microglía activada,
observado en el ratón (B, C y D) o en el individuo control con un proceso neuroinflamatorio (H, L). Barra de escala: A‐D‐E‐
I‐H‐L: 20 µm; B‐CG‐J‐K: 50 µm; F: 100 µm.
Microglía distrófica (senescente)
Braak II Control con inflamación Braak V‐VI




Figura 3.3.26. La microglía del giro dentado de la mayoría de los pacientes de Alzheimer presenta características
morfológicas degenerativas. Inmunohistoquímica para Iba1 contrateñida con violeta de cresilo en el GD de individuos Braak
II (A), Braak V‐VI (C, D‐I) y un caso control con neuroinflamación (B). La serie de imágenes comparativas A‐C muestra
claramente el ambiente de senescencia microglial que acontece en el GD de los casos dementes. Las imágenes de detalle
exhiben diferentes rasgos senescentes: desramificación (D y E), fragmentación (E y F, flechas indican fracturas),


































Figura 3.3.27. La expresión de ferritina se incrementa en la región CA1 a lo largo de los estadios de Braak. El
análisis inmunohistoquímico para el marcador de senescencia microglial ferritina muestra una mayor
inmunotinción en las muestras Braak V‐VI (C1) en comparación con las muestras Braak II (A1) y Braak III‐IV (B1,
D). Además de la microglía senescente (detalles en A2‐C2), las células microgliales asociadas a las placas
amiloides también son positivas para ferritina (ver detalles D1‐D4). so: stratum oriens; sp: stratum piramidale;





















Figura 3.3.28. La microglía asociada a los depósitos amiloides expresa una gran cantidad de ferritina en las
muestras postmortem de pacientes de Alzheimer y modelos APP/PS1. Inmunohistoquímica doble para Iba1
(marrón) y ferritina (azul oscuro) en el GD (A), subículo (B), CA1 (C) y GPH (D) de individuos en estadio
avanzado Braak V‐VI. Además de microglía con apariencia senescente (D2), las células microgliales que se
agrupan y/o infiltran en las placas son positivas para ferritina (ver imágenes de detalle A2‐C2). Los ratones
APP/PS1 de 12 meses de edad manifiestan una enorme inmunotinción para ferritina alrededor de los
depósitos de Aβ (E1, detalle ampliado en E2, asterisco indica placa). so: stratum oriens; sp: stratum piramidale;
sr: stratum radiatum; slm: stratum lacunosum‐moleculare. Barra de escala: A1‐C1: 500 µm; B1‐D2: 200 µm;




senescencia microglial  ferritina se sobreexpresa  también en  la microglía  reactiva que se encuentra 
asociada a las placas amiloides. 
 
Debido  al  proceso  degenerativo  presentado  en  la  población  microglial  de  determinadas 
regiones  del  hipocampo  y  giro  parahipocampal  de  los  enfermos  de  Alzheimer,  consideramos  la 
posibilidad de que existiera proliferación microglial en un intento de compensar esta pérdida celular. 
Para ello, se analizó la expresión del marcador de proliferación celular Ki67 a lo largo de los estadios 




mayor  de  núcleos  proliferativos  (Fig.  3.3.29  A).  Además,  se  analizaron  también  los  niveles  de 
expresión  de  ARNm,  mediante  PCR,  en  las  muestras  humanas  (estudio  llevado  a  cabo  en  el 
laboratorio de la Universidad de Sevilla, dirigido por el Dr. Javier Vitorica). Aunque se evidenció una 
clara  tendencia  a  incrementar  con  la  progresión  de  la  enfermedad,  no  se  obtuvieron  cambios 
significativos entre los estadios de Braak (Fig. 3.3.29 E).  
Por  tanto,  la  escasa  proliferación  celular  que  tuvo  lugar  en  el  hipocampo  y  giro 







los modelos animales, se determinó  in vitro  la  toxicidad de  las  fracciones solubles S1 obtenidas de 
hipocampo humano  (individuos Braak  II, Braak  III‐IV  y Braak V‐VI)  y de modelos APP/PS1  (6  y  18 
meses  de  edad)  mediante  citometría  de  flujo  (Fig.  suplementaria  3.7).  Brevemente,  las  células 
microgliales  (línea  BV2)  se  incubaron  durante  24  horas  en  presencia  de  1  µg  de  proteínas  S1 
(procedentes del hipocampo humano o de  los animales  transgénicos)  y  se determinó  la  toxicidad 
empleando  Annexin  V‐FITC  Apoptosis  Detection  Kit.  Este  experimento  permitió  distinguir  entre 
células  intactas  (cuadrante  Q3;  que  fueron  Annexin  V‐FITC  e  Ioduro  de  propidio  negativas  (IP)), 
células en apoptosis “temprana”  (las que se encontraron en el cuadrante Q4; que  fueron positivas 








población  microglial.  Cuando  se  inmunodepletó  la  fracción  S1  de  individuos  Braak  V‐VI  con  el 
anticuerpo 6E10 (para el Abeta), no se modificó la viabilidad celular (Fig. suplementaria 3.7 A3). Por 
el  contrario,  la  inmunodepleción  con  el  anticuerpo  AT8  (para  fosfo‐tau)  de  la misma  fracción  S1 
bloqueó el efecto  tóxico de esta  fracción  soluble  sobre  la microglía  (Fig.  suplementaria 3.7 A4). El 
mismo ensayo que se realizó en paralelo, pero empleando una  línea celular de astrocitos (WJE), no 
mostró  ningún  efecto  tóxico  (Fig.  suplementaria  3.7  B1  y  B2).  En  cuanto  a  la  fracción  S1  del 
hipocampo  de  ratones  APP/PS1  de  6  y  18  meses  de  edad  (Fig.  suplementaria  3.7  C1  y  C2, 
respectivamente), no se observó ningún efecto tóxico para la microglía Bv2.  
Estos datos, que fueron realizados en colaboración con el  laboratorio del Dr. Vitorica, de  la 
Universidad  de  Sevilla,  corroboraron  los  resultados  observados  de  degeneración microglial  en  el 
hipocampo  y  giro  parahipocampal  de  pacientes  de  Alzheimer  en  contraposición  con  la  extensa 
activación microglial mostrada  por  los  ratones  APP/PS1  durante  la  progresión  de  la  enfermedad. 




3.3.6.  Reactividad  astroglial  asociada  al  A  en  el  hipocampo  y  giro  parahipcocampal  de  los 
pacientes de Alzheimer 
 
Los astrocitos desempeñan también un  importante papel en  la respuesta  inflamatoria junto 
con  la microglía,  sin  embargo  hasta  la  fecha  no  se  conoce  el  papel  de  la  astroglía  reactiva  en  la 
patogénesis del Alzheimer. No se sabe si los astrocitos reactivos contribuyen a la patología de la AD 
mediante ganancia de función tóxica y/o pérdida de función, o si, por el contrario son protectores, o 





para  la proteína ácida fibrilar glial (GFAP), proteína de  los filamentos  intermedios del citoesqueleto 
de los astrocitos, y que, aunque sea producida por todas las células astrocitarias, se sobreexpresa en 
el  fenotipo  reactivo.  En  imágenes  panorámicas  del  hipocampo  y  giro  parahipocamapal  de  las 
muestras  humanas  analizadas,  se  observó  un  claro  incremento  generalizado  de  la  marca 
inmunorreactiva para GFAP en  los  individuos dementes Braak V‐VI  (Fig. 3.3.30 B), en comparación 
con  los casos  leves Braak II (Fig. 3.3.30 A) y  los estadios moderados Braak III‐IV (no mostrado). Este 
aumento  en  la  inmunotinción  para  GFAP  en  los  pacientes  Braak  V‐VI  se  localizaba  en  regiones 
discretas que parecían dibujar las placas de Aβ. 
A continuación, se analizó en detalle el patrón regional de la reactividad astrocitaria a lo largo 
de  la  progresión  de  la  enfermedad  en  las  secciones  humanas  inmunoteñidas  con  anti‐GFAP  (Fig. 
3.3.31). El giro dentado, y en concreto el hilio, presentó, desde  las etapas  iniciales de  la patología, 
una gran densidad tanto de cuerpos astrocitarios como de prolongaciones GFAP‐positivas por la  
Braak II
































Figura 3.3.29. Escasa proliferación celular en el hipocampo y giro parahipocampal de los
enfermos de Alzheimer. El análisis inmunohistoquímico para el marcador de proliferación celular
Ki67 muestra un pequeño incremento de núcleos positivos en las muestras Braak V‐VI (D, flechas
indican núcleos), en comparación con los observados en los casos Braak II (B) y Braak III‐IV (C),
aunque muy por debajo de los observados en el caso control con inflamación (A). E) Sin embargo,
el estudio cuantitativo de la expresión de ARNm no muestra diferencias significativas entre los
estadios de Braak (Datos cedidos por el Dr. Javier Vitorica de la Universidad de Sevilla). Barra de
escala: A‐D: 50 µm, insertos: 10 µm.
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Figura suplementaria 3.7. La fracción S1 del hipocampo de individuos Braak V‐VI produce un efecto tóxico
específico sobre la microglía. A1‐A4) Como se puede observar en la figura, las células de origen microglial Bv2
sufren un proceso apoptótico tras el tratamiento con las fracciones S1 de pacientes en fases avanzadas Braak
VI (A2). El mismo tratamiento con S1 de muestras Braak II (A1) o Braak III‐IV (no mostrado), no produce
alteración de la población microglial. La inmunodepleción de la fracción S1 de individuos Braak V‐VI con el
anticuerpo 6E10 para Abeta no modificó la viabilidad celular (A3), sin embargo la inmunodepleción con el
anticuerpo AT8 (fosfo‐tau) de la fracción S1 de individuos Braak V‐VI bloqueó el efecto tóxico de esta fracción
soluble sobre la microglía (A4). B1‐B2) El tratamiento en paralelo con las mismas fracciones S1 humanas de
individuos Braak II y Braak V‐VI utilizando una línea celular de astrocitos (WJE) no muestra ningún efecto
tóxico. La fracción S1 de hipocampo de ratones APP/PS1 no es tóxica para la microglía. C1‐C2) Por otra
parte, fracciones S1 equivalentes, obtenidas a partir de hipocampo de modelos APP/PS1 de 6 o 18 meses de
edad, no muestran ningún efecto tóxico para la microglía Bv2. Resultados obtenidos en colaboración con el




C1) de  los  individuos Braak  II, por el contrario, mostraron una débil  inmunorreactividad para GFAP, 
que se  limitó casi exclusivamente a  las regiones perivasculares  (Fig. 3.3.31 B2, C2 y C3) y a  la capa 
limitante con la piamadre de la corteza. En los estadios avanzados Braak V‐VI, los astrocitos del giro 
dentado  se  volvieron más  reactivos,  sobreexpresando  GFAP  y  presentando  un  cuerpo  celular  y 
prolongaciones  hipertróficas  (ver  detalle  ampliado D2  de  la  figura  3.3.31);  además,  cambiaron  su 
distribución espacial, organizándose alrededor de  los depósitos de β‐amiloide a  lo  largo de  las tres 
capas  del  giro  dentado  (Fig.  3.3.31  D1).  En  CA1  y  en  la  corteza  del  giro  parahipocampal  de  los 
enfermos de Alzheimer se produjo un notable incremento en la inmunorreactividad para GFAP (Fig. 
3.3.31 E1 y F1, respectivamente) asociado también a las placas de A. Al igual que se observó en el 





por  los  astrocitos  (Fig.  3.3.32), marcados mediante  inmunofluorescencia  simple  para  GFAP  (Fig. 
3.3.32  E).  El  giro  dentado  de  las  muestras  Braak  III‐IV  y  Braak  V‐VI  presentó  un  incremento 
significativo  de  la  carga  astroglial  (del  53%  y  61%,  respectivamente)  en  comparación  con  los 









Debido  a  que  los  astrocitos  de  los  individuos  de  etapas  iniciales  (Braak  II),  que  se 
encontraban en estado de “reposo” o no reactivos, expresaron en general una cantidad reducida de 
GFAP, en ocasiones imperceptible por la técnica inmunohistoquímica, analizamos en estas muestras 
Braak  II  el  marcador  ALDH1L1  expresado  de  manera  constitutiva  en  la  población  de  células 
astrocitarias.  Mediante  inmunofluorescencia  doble  para  microscopía  láser  confocal  con  GFAP  y 
























Figura 3.3.30. El hipocampo y el giro parahipocampal de los pacientes de Alzheimer presentan un aumento de la
reactividad astrocitaria en comparación con los individuos de estadios leves. Mediante inmunohistoquímica para
GFAP (marcador de astrocitos), se observa un incremento generalizado de la marca inmunorreactiva,
aparentemente asociada a las placas de Aβ, en las muestras humanas de estadio avanzado Braak V‐VI (B), en
comparación con los casos Braak II de la misma edad (A). CA: asta de Amón; GD: giro dentado; S: subículo; PrS:







































Figura 3.3.31. Patrón de distribución de la astroglía GFAP‐positiva en el GD (A y D), CA1 (B y E) y GPH (C y F) de casos
dementes Braak V‐VI y casos leves Braak II, respectivamente. El estudio inmunohistoquímico para GFAP muestra una gran
densidad de células astrocitarias en el hilio del GD de las muestras humanas Braak II (A1) en comparación con la regiones CA1
(B1) y GPH (C1) de los mismos casos, en donde las células GFAP‐positivas se concentran exclusivamente alrededor de los vasos
(B2 y C3). En estadios avanzados Braak V‐VI, los astrocitos del GD se vuelven más reactivos y cambian su distribución
(homogénea en Braak II, ver detalle ampliado A2) y se organizan alrededor de los depósitos de β‐amiloide (D1, detalle
ampliado en D2). En las regiones CA1 y GPH de los enfermos de Alzheimer se produce un notable incremento en la
inmunorreactividad para GFAP (E1 y F1, respectivamente), asociada también a las placas de Aβ. Los detalles ampliados D2‐F2
muestran el cambio fenotípico que se producen en los astrocitos reactivos asociados al Aβ, con sobreexpresión de GFAP
tanto en el cuerpo celular como en las prolongaciones. m: capa molecular; g: capa granular; h: capa polimórfica o hilio; so:
stratum oriens; sp: stratum piramidale; sr: stratum radiatum; slm: stratum lacunosum‐moleculare. Barra de escala: A1‐F1: 500







































































Figura 3.3.32. El hipocampo de los pacientes de Alzheimer desarrolla una respuesta astroglial inflamatoria. El análisis
cuantitativo del área ocupada por los astrocitos GFAP‐positivos muestra un incremento significativo de la carga astroglial
en el GD (A), CA3 (B) y CA1 (C) del hipocampo de individuos de estadio avanzado Braak V‐VI, en comparación con los
casos de estadios leves. Además, el GD y CA3 de las muestras Braak III‐IV también presentan cambios significativos.
Debido a la variabilidad de la patología amiloide en el GPH, que se desarrolla desde estadios tempranos, no se producen
cambios significativos en la carga inmunopositiva para GFAP (D). La serie de imágenes E1‐E4, obtenidas mediante
inmunofluorescencia simple para GFAP, muestra ejemplos representativos de los resultados obtenidos en el estudio
cuantitativo. m: capa molecular; g: capa granular; h: capa polimórfica o hilio; alv: alveus; so: stratum oriens; sp: stratum







Figura 3.3.33. Estudio comparativo entre el clásico marcador de astroglía GFAP y el marcador constitutivo ALDH1L1.
Inmunofluorescencia doble para microscopía láser confocal con ALDH1L1 (A1‐C1) y GFAP (A2‐C2) en el hipocampo y GPH de
individuos de estadio leve Braak II‐III. Como muestra la imagen combinada A3, ambos marcadores se detectan desde los
estadios iniciales de la enfermedad (ver detalle ampliado en B3). El marcador constitutivo ALDH1L1 se expresa en todos los
astrocitos con independencia de su fenotipo (flechas en C), sin embargo la astroglía reactiva exhibe una mayor
inmunorreactividad para GFAP en comparación con su estado quiescente (ver en detalle en C2). Barra de escala: A1‐A3: 25





convencional  de  campo  claro  y  microscopía  confocal,  para  β‐amiloide  total  (4G8)  y  astrocitos 
reactivos (GFAP) (Fig. 3.3.34). Efectivamente y como cabría esperar, las células astrocitarias reactivas 
se asociaron estrechamente con las placas de Aβ como se muestra en las imágenes A y B de la figura 
3.3.34. Además,  fueron  los  depósitos  de Aβ  neuríticos  (con  distrofias  positivas  para AT8)  los  que 
provocaron una mayor reactividad en la población glial GFAP‐positiva (Fig. 3.3.34 D y E). Como puede 






en  las muestras de  los pacientes Braak V‐VI, y  teniendo en cuenta que  junto a un aumento de  los 
niveles de ARNm para GFAP también tuvo lugar en estos individuos un incremento de los niveles de 
TNFα  (resultados  obtenidos  por  RT‐PCR  en  colaboración  con  el  laboratorio  del  Dr.  Vitorica)  (Fig. 
3.3.35  A),  y  que  la microglía  reactiva  era  inmunonegativa  para  esta  citoquina  pro‐inflamatoria  y 
potencialmente  citotóxica  (resultado  no mostrado),  analizamos mediante  inmunohistoquímica  la 
posibilidad de que  la astroglía reactiva pudiese expresar TNFα.   Los resultados de  la  inmunotinción 
doble para campo claro (Fig. 3.3.35 B) y microscopía  láser confocal (Fig. 3.3.35 C) revelaron que  las 
células GFAP  positivas  del  hipocampo  y  giro  parahipocampal  de  los  pacientes  de  Alzheimer  eran 
positivas  para  el  anticuerpo  anti‐TNFα  (visualizado  a  modo  de  punteado  inmunopositivo  en  el 
interior de las células astrocitarias, ver insertos en las figuras 3.3.35 B1 y C).  
 
Estos  resultados de  reactividad astroglial  fueron mimetizados por el modelo APP/PS1. Tras 
analizar  el  hipocampo  de  los  ratones  transgénicos  a  los  6  y  12 meses  de  edad, mediante  doble 
inmunofluorescencia para GFAP y APP (Fig. 3.3.36), se determinó que el hipocampo de los animales 
APP/PS1  de  12 meses  desarrollan  una  extensa  respuesta  astrocitaria.  La  inmunorreactividad  para 





Para  finalizar  la  caracterización  de  la  respuesta  inflamatoria  asociada  al A,  se  analizó  en 
conjunto,  la  interacción  de  la  población microglial  y  astroglial  con  las  placas,  tanto  en  el modelo 
transgénico APP/PS1 como en las muestras humanas de los pacientes de Alzheimer (Fig. 3.3.37). Para 
ello,  se  realizó  una  inmunofluorescencia  triple  para  microscopía  láser  confocal  para  astrocitos 
(GFAP), microglía (Iba1) y β‐amiloide (4G8). Como puede apreciarse en la serie de imágenes A1‐A4 de 
la figura 3.3.37, los depósitos fibrilares que se formaron en los ratones transgénicos fueron rodeados 







Las  células  microgliales,  sin  embargo,  parecían  evitar  la  periferia  difusa,  rodeando  el  centro 
compacto del Aβ (ver imagen combinada B4). Por tanto, en los ratones APP/PS1 así como en el giro 































Figura 3.3.34. Relación de la astroglía reactiva con las placas amiloides. Los astrocitos del hipocampo y GPH de las
muestras humanas analizadas desarrollan una respuesta inflamatoria asociada al Aβ a lo largo de la patología. Las
placas inmunoteñidas con el anticuerpo 4G8 (A, en azul oscuro; B, en marrón) se encuentran totalmente rodeadas por
astrocitos reactivos (A, en marrón; B, en rojo). Las imágenes obtenidas mediante microscopía láser confocal muestran
con detalle la asociación de células GFAP‐positivas (en verde) con depósitos extracelulares neurítcos (D, y E; Aβ en azul,
distrofias AT8‐positivas en rojo). En las imágenes de inmunohistoquímica simple se aprecia como las prolongaciones
astrocitarias cicatrizan las lesiones producidas por β‐amiloide (C) y fosfo‐tau (F, flechas rojas indican ovillos
neurofibrilares o NFTs envueltos por procesos astrocitarios). Barra de escala: A‐B‐C‐F: 50 µm; D‐E: 50 µm.
GFAP/TNFα GFAP/TNFα
B2 CB1
Figura 3.3.35. Los astrocitos del hipocampo y giro parahipocampal de los enfermos de Alzheimer producen TNFα.
A) El análisis cuantitativo de la expresión de ARNm mediante PCR corrobora los resultados inmunohistoquímicos
obtenidos, indicando un incremento significativo de los niveles de ARNm de GFAP. Además, los niveles de expresión
de la citoquina proinflamatoria TNFα también son mayores en los pacientes dementes (resultados obtenidos en
colaboración con el Dr. Javier Vitorica de la Universidad de Sevilla). La inmunotinción doble para campo claro (B) y
microscopía láser confocal (C) en muestras post mortem de individuos Braak V‐VI revela marcaje intracelular de TNFα
(B1‐B2, en azul; C, en rojo) en las células GFAP‐positivas (B1‐B2, en marrón; C, en verde). Barra de escala: B1‐B2: 20























Figura 3.3.36. El hipocampo del modelo transgénico APP/PS1 desarrolla una extensa respuesta
astrocitaria a lo largo del envejecimiento, al igual que ocurre en los enfermos de Alzheimer. Doble
inmunofluorescencia para GFAP (verde) y APP (rojo) en el hipocampo de ratones APP/PS1 de 6 (A) y
12 meses de edad (B). La inmunorreactividad para GFAP aumenta entre los 6 y los 12 meses de
edad de manera general en todas las capas del hipocampo, aunque es en el GD de los ratones
APP/PS1 donde se produce un incremento más notable. GD: giro dentado; CA: asta de Amón; m:
capa molecular; g: capa granular; h: capa polimórfica o hilio; so: stratum oriens; sp: stratum
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Braak V‐VI
Figura 3.3.37. Interacción glía/placa de Aβ en el hipocampo del modelo transgénico APP/PS1 (A) y en los pacientes de
Alzheimer (B). Inmunofluorescencia triple para microscopía láser confocal para astrocitos (GFAP, en verde), microglía
(Iba1, en rojo) y β‐amiloide (4G8, en azul). Los depósitos fibrilares que se forman en los animales APP/PS1 se encuentran
rodeados periféricamente por las prolongaciones de ambos tipos de células gliales (ver imagen combinada A4). Las placas
de tipo clásico que se desarrollan en las muestras humanas se encuentran totalmente selladas por los procesos
astrocitarios (B1) que penetran en el halo de Aβ difuso hasta topar con el núcleo de amiloide fibrilar (B3); las células Iba1‐
positivas, sin embargo, abandonan la periferia difusa y rodean el centro compacto de la placa (B2) (ver imagen combinada







3.4.1.  Degeneración  de  interneuronas  SOM  y  PV  en  el  hipocampo  y  corteza  perirrinal  de  los 
individuos dementes Braak V‐VI 
 
Las  interneuronas  juegan  un  papel  crucial  en  controlar  la  actividad  de  las  neuronas 
principales  manteniendo  el  equilibrio  funcional  de  los  circuitos  neuronales  y  previniendo  la 
hiperexcitabilidad.  Resultados  previos  de  nuestro  grupo  de  investigación  realizados  en  el modelo 
transgénico APP751SL/PS1M146L han demostrado una pérdida significativa y selectiva de  interneuronas 
que  expresan  los  neuropéptidos  somatostatina  (SOM)  y  neuropéptido  Y  (NPY)  en  el  hipocampo 
(disminución del 50‐60%) y en la corteza entorrinal (diminución del 56% y 46%, respectivamente) de 
estos  animales  a  los  6 meses  de  edad  (Ramos  et al.  2006; Moreno‐Gonzalez  et al.  2009).  Es  de 
destacar  que  en  la  región  del  subículo  (localizada  entre  la  región CA1  del  hipocampo  propio  y  el 
presubículo,  y  fundamental  en  la  integración  de  información  hipocampal  y  entorrinal)  existe 











doblemente  inmunoteñidas para SOM y el marcador de neuronas NeuN. En  los  individuos Braak  II 
(Fig. 3.4.1 A1) y controles (no  mostrados) las neuronas SOM‐positivas se localizaron en la región del 
hilio del giro dentado y se corresponden con las células HIPP (del inglés Hilar Interneurons with axons 
innervating  the  terminal  zone  of  the  Perforant  Path). A  nivel morfológico  se  caracterizan  por  ser 
neuronas multipolares  (Fig. 3.4.1 A2 y detalles en Fig. 3.4.1 A3). Se  identificaron numerosas  fibras 
inmunorreactivas SOM‐positivas  (detalle en Fig. 3.4.1 A4), siendo destacable el plexo SOM‐positivo 
localizado  en  la  capa  molecular  (ver  Fig.  3.4.1  A1  y  A2),  campo  terminal  de  estas  neuronas 
inhibitorias  sobre  las  dendritas  distales  de  las  células  granulares.  El  patrón  de  distribución  y  la 
densidad de neuronas y fibras SOM‐positivas fueron similares en los individuos Braak II y controles. 
En  individuos  dementes  (Braak  V‐VI)  la  densidad  de  interneuronas  hiliares  SOM‐positivas  fue 
notablemente  inferior a  la observada en  los  casos Braak  II y Braak  III‐IV  (no mostrado) de edades 
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similares,  tal  y  como  se  puede  visualizar  con  la  observación  microscópica  comparativa  de  las 
secciones  (Fig.  3.4.1  B1  y  detalle  del  hilio  en  B2).  Las  escasas  neuronas  SOM‐positivas  presentes 
mostraban una morfología multipolar típica (detalle en Fig. 3.4.1. B3, y era de destacar la presencia 
de  numerosas  distrofias  inmunorreactivas  (ver  detalles  en  Fig.  3.4.1  B4  y  B5).  Estas  distrofias  se 
asociaban  con  regiones  inmunonegativas,  que  representan  posiblemente  depósitos  amiloides 
extracelulares (Fig. 3.4.1 B5).  
El  posterior  estudio  cuantitativo,  mediante  estereología  utilizando  las  secciones 
inmunoteñidas,  en  la  región  del  giro  dentado  mostró  una  disminución  muy  significativa  de  la 
densidad  (células/mm3)  de  la  población  de  interneuronas  hiliares  SOM‐positivas  en  el  grupo  de 
individuos dementes  (Braak V‐VI)  respecto a  los que se encuentran en estadios anteriores Braak  II 
(disminución del 66%) y BraaK III‐IV (disminución del 62%) sin demencia (Fig. 3.4.1 C). 
 
En  la  región  de CA1,  las  interneuronas  SOM  se  localizan  fundamentalmente  en  el  estrato 
oriens  (células O‐LM)  e  inervan  las  dendritas  distales  de  las  células  piramidales,  localizándose  el 
principal  plexo  inmunorreactivo  en  el  estrato  lacunoso‐molecular.  Este  patrón  de  distribución  se 
pudo apreciar en  los  individuos BraaK  II (Fig. 3.4.2 A1) y controles (no mostrado). Un detalle de  las 
células O‐LM con su morfología típica horizontal se muestra en  la figura 3.4.2 A2. Además, se pudo 




en  la  región CA1 de  los  individuos Braak V‐VI  se  apreció  a nivel  cualitativo una  disminución muy 
evidente  de  la  cantidad  de  cuerpos  SOM‐positivos  (ver  detalle  de  células O‐LM  en  Fig.  3.4.2  B2) 
mientras que era destacable  la presencia de abundantes neuritas distróficas  inmunorreactivas  (ver 





en  las capas profundas (IV‐VI), como se muestra en  la figura 3.4.3 A1 para el caso de  los  individuos 
Braak  II  (similar  a  los  controles,  no mostrados).  La mayoría  de  las  neuronas  tenían  un  aspecto 
bipenacheado,  con  dendritas  primarias  orientadas  verticalmente  u  oblicuamente  (Fig.  3.4.3  A1  y 
detalle en A2). Además, se apreciaron numerosas fibras  inmunorreactivas para SOM (ver detalle en 
Fig. 3.4.3 A3);  los axones de estas células tienen un recorrido ascendente hacia  la capa  I, donde se 
ramifican  (no  mostrado).  El  estudio  comparativo  con  los  individuos  en  fases  avanzadas  de  la 
enfermedad, Braak V‐VI, reveló una disminución de la cantidad de cuerpos SOM‐inmunopositivos y la 



























































Braak II Braak V‐VI
GD SOM/NeuN
Figura 3.4.1 Reducción significativa de interneuronas SOM‐positivas en el hipocampo de individuos
dementes. Inmunohistoquímica doble para SOM (azul/marrón oscuro) y NeuN (naranja) en el giro dentado de
individuos Braak II (A1‐A4) y Braak V‐VI (B1‐B5). Las neuronas SOM‐positivas de las muestras Braak V‐VI se
encuentran gravemente afectadas por la patología neurodegenerativa, desarrollando una gran cantidad de
neuritas distróficas de gran tamaño (flechas en B1 y B2), generalmente asociadas a las placas (asterisco) (B3,
B4 y B5). Las células SOM de los individuos Braak II de la misma edad no parecen sufrir cambios patológicos
(A3). C) El análisis cuantitativo mediante estereología muestra una disminución significativa de la densidad
numérica de esta población neuronal en el giro dentado de pacientes de Alzheimer, en comparación con
pacientes en estadios leves y moderados de la patología tau. GD: giro dentado; g: capa granular; h: hilio; lm:
lacunoso‐molecular; me: molecular externa; mi: molecular interna. Barras de escala: A1 y B1: 500 µm; A2 y B2:
























Figura 3.4.2. Disminución de la población de interneuronas SOM‐positivas en la región CA1 del
hipocampo de individuos dementes Braak V‐VI. Inmunohistoquímica doble para para SOM (azul
oscuro) y NeuN (naranja) en individuos Braak II (A1‐A5) y Braak V‐VI (B1‐B4). El número de
cuerpos neuronales que expresan SOM sufre una notable disminución en toda la región CA1 de
las muestras Braak V‐VI (B) en comparación con individuos Braak II de similar edad (A). La células
O‐LM del stratum oriens son las que parecen estar más afectadas (B2 vs A2). Se muestran
detalles comparativos del marcaje en somas y neuropilo en Braak II (A3‐A5) y Braak V‐VI (B3, B4).
Aunque de manera escasa, se observa también la presencia de neuritas distróficas positivas para
SOM (B4). alv: alveus; so: stratum oriens; sp: stratum piramidale; sr: stratum radiatum; slm:
stratum lacunosum‐moleculare. Barra de escala: A1 y B1: 500 µm; A2 y B2: 200 µm; A3, A4 y B3:
100 µm; B4: 50 µm; A5: 20 µm.































N=3‐5; ADEVA de una vía; F(2, 10)= 14,428;








Figura 3.4.3. Disminución significativa de interneuronas SOM‐positivas en la corteza perirrinal de individuos
dementes. Inmunohistoquímica doble para SOM (azul oscuro) y NeuN (naranja) en la corteza perirrinal del giro
parahipocampal de individuos Braak II (A1‐A3) y Braak V‐VI (B1‐B3). La corteza perirrinal de los individuos Braak V‐VI
muestra una cantidad notablemente menor de interneuronas SOM (B1) en comparación con los sujetos Braak II de
similar edad (A1). Detalle de neuronas (A2 y B2) y neuropilo (A3 y B3) SOM‐positivos. En los casos Braak V‐VI las
neuritas distróficas son escasas (B3). C) Cuantificación estereológica de células SOM‐positivas. El análisis cuantitativo
muestra una disminución muy acusada de la densidad numérica de esta población neuronal en la corteza perirrinal del
giro parahipocampal de las muestras Braak V‐VI, y en menor medida en las de Braak III‐IV, en comparación con
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A continuación, analizamos  la población de  interneuronas que expresa  la proteína  ligadora 




células PV‐positivas  y éstas  se  localizan principalmente en el hilio, distribuidas heterogéneamente 
(Fig. 3.4.4 A1) y en  la  zona adyacente a  la  capa granular  (Fig. 3.4.4 A2), y  forman un denso plexo 
inmunorreactivo  perisomático  en  la  capa  granular  (Fig.  3.4.4  A2).  Las  células  tenían  un  aspecto 
multipolar o bipolar. Ocasionalmente se pudo detectar alguna célula  inmunorreactiva dentro de  las 
capas granular y molecular  (Fig. 3.4.4 A1). En  los    individuos en  fases avanzadas de  la enfermedad 
(Braak  V‐VI)  el  número  de  cuerpos  PV‐positivos  en  el  giro  dentado  se  encontró marcadamente 







la capa piramidal,  la cual atravesaban con una orientación  radial  (Fig. 3.4.5 A1, A2). Un detalle de 




el  estudio  estereológico  reveló  una  disminución  significativa  de  la  densidad  (neuronas/mm3)  de 
células PV‐positivas en la región CA1 de los individuos en fases severas de la enfermedad (Braak V‐VI) 
(72%) en comparación con los individuos Braak II (Fig. 3.4.5 C). En los individuos en fases intermedias 



















En  conjunto,  estos  resultados  indican  la  existencia  de  una  profunda  afectación  de  las 
poblaciones de  interneuronas que expresan SOM y de aquellas que expresan PV en el hipocampo y 
giro  parahipocampal  de  individuos  en  fases  avanzadas  (Braak  V‐VI),  diagnosticados  todos  con 
demencia. Estos datos han sido corroborados a nivel de expresión transcripcional de los marcadores 
SOM, NPY  (neuropéptido que colocaliza con SOM) y PV en muestras humanas de hipocampo  (Fig. 
suplementaria  3.8).  Estos  resultados  (obtenidos  en  el  laboratorio  del  Dr.  Vitorica,  Univ.  Sevilla) 
muestran que para SOM y para NPY la bajada fue significativa en los individuos Braak V‐VI, mientras 
que a pesar de existir gran heterogeneidad en las muestras analizadas, la expresión de PV disminuyó 














Nuestro  grupo  de  investigación  ha  descrito  con  anterioridad  la  pérdida  selectiva  de 






Para  analizar  la  organización  laminar/celular  de  la  corteza  perirrinal  se  empleó  la  tinción 
general de violeta de cresilo en secciones coronales de animales WT y PS1/APP de 6 meses de edad 
(Fig.  3.4.9  A1‐A2  y  A3‐A4).  Esta  región  cortical  se  divide  en  dos  zonas  adyacentes 
citoarquitectónicamente distintas que se denominan área 35 y área 36, situadas alrededor del sulcus 
rhinal en niveles  intermedios  telencefálicos  (Burwell, 2001).  Las áreas 35  y 36  corresponden a  las 
cortezas perirrinal  y  ectorrinal,  respectivamente,  siguiendo  la nomenclatura de  Franklin  y Paxinos 
(2007) en el atlas del cerebro del ratón. 



















Figura 3.4.4. Inmunohistoquímica para PV en el giro dentado de individuos en estadio Braak II (A) y Braak V‐VI (B). Se
observa una disminución en la inmunorreactividad del marcaje de los plexos axonales PV‐positivos que llegan a la capa
granular del giro dentado de las muestras Braak V‐VI (B1 y detalle en B2), en comparación con las muestras Braak II (A1 y
detalle en A2). Además, se aprecia una menor densidad de somas inmunomarcados en el hilio de los individuos dementes
(B1 vs. A1, flechas indican somas). Las neuritas distróficas PV‐positivas son escasas en todo el giro dentado (ver inserto en
B2). CA: asta de Amón; GD: giro dentado; m: capa molecular; g: capa granular; h: capa polimórfica o hilio. Barra de escala:



























N=3‐5; ADEVA de una vía; F(2, 9)=







Figura 3.4.5. Reducción significativa de la población de interneuronas PV‐positivas en el hipocampo de individuos
dementes. Inmunohistoquímica para parvalbúmina (PV) en la región CA1 del hipocampo de individuos Braak II (A) y
Braak V‐VI (B). La cantidad de cuerpos neuronales PV‐positivos y la densidad del plexo axonal inmunorreactivo es muy
inferior en toda la región CA1 de las muestras Braak V‐VI en comparación con las muestras Braak II de similar edad. C)
El recuento estereológico demuestra la marcada disminución significativa de esta población GABAérgica en los
individuos dementes (Braak V‐VI). alv: alveus; so: stratum oriens; sp: stratum piramidale; sr: stratum radiatum; slm:
stratum lacunosum‐moleculare. Barra de escala: A1 y B1: 500 µm; A2‐B3: 100 µm.








































N=3‐5; ADEVA de una vía; F(2, 10)= 8,741;









Figura 3.4.6. Reducción significativa de la población de interneuronas PV‐positiva en la corteza perirrinal del giro
parahipocampal de individuos dementes. Inmunohistoquímica para parvalbúmina (PV) en individuos Braak II (A) y
Braak V‐VI (B). Las interneuronas que expresan PV en la capa IIIb de la corteza perirrinal muestran una grave afectación
en los pacientes Braak V‐VI que afecta tanto al número neuronal como a la inmunorreactividad del neuropilo (B1).
Además, esta población neuronal sufre degeneración dendrítica o pérdida de inmunorreactividad en estos procesos
(B2), aunque forman escasas neuritas distróficas (B3). Detalles de neuronas inmunopositivas (A2 y A3). C) La
cuantificación estereológica de la densidad de somas PV‐positivos demuestra una reducción significativa en los
individuos Braak V‐VI respecto a individuos en estadios iniciales de la patología tau. Barra de escala: A1 y B1: 200 µm;







































































Figura Suplementaria 3.8. Expresión de ARNm de los marcadores neuronales SOM, NPY y
PV en el hipocampo de muestras humanas control y Braak II, III‐IV y V‐VI. Existe una
disminución significativa para SOM (A) y para NPY (B) en los individuos Braak V‐VI, mientras
que la bajada de PV (C) es muy marcada desde los estadios Braak III‐IV. La expresión de estos
marcadores indica una disminución en la población de interneuronas en el hipocampo de
pacientes en fases avanzadas. Resultados obtenidos en colaboración con el Dr. Javier Vitorica
de la Universidad de Sevilla.
Braak II Braak III-IV Braak V-VIControl
Braak II Braak III-IV Braak V-VIControl









Figura 3.4.7. Limitada patología tau en las interneuronas SOM‐positivas. Inmunofluorescencia doble
para SOM (A1‐C1) y Tau 46 (B2‐C2) en el hipocampo de pacientes dementes Braak V‐VI. En las imágenes
combinadas de microscopía láser confocal (A3‐C3) se observa que la mayor parte de las neuritas
distróficas SOM‐positivas no acumulan tau (A3), aunque en algunos casos se han visualizado algunas
distrofias positivas para ambos marcadores (B3), e incluso algunas interneuronas SOM desarrollan







Figura 3.4.8. Ausencia de patología tau en la población de interneuronas PV‐positivas. Inmunofluorescencia
doble para PV y Tau 46 en el giro parahipocampal de individuos Braak II y V‐VI. En las imágenes de microscopía
láser confocal se observa que las interneuronas GABAérgicas que expresan PV (A1 y B1) expresan Tau46 (A2 y
B2). Por lo tanto las interneuronas parvalbúmina no desarrollan cambios neurofibrilares asociados a tau a lo





(con  gran  densidad  neuronal). No  se  apreciaron  diferencias  en  el  patrón  laminar  ni  en  el  grosor 
aparente  de  las  capas  entre  los  dos  genotipos,  aunque  sí  que  se  observó  una  disminución  de  la 
densidad neuronal   en  las  capas profundas a partir de  los 6 meses de edad en el área 35,  y más 
evidente a partir de los 12 meses en el área 36, en los ratones transgénicos respecto a los animales 
control WT de  la misma edad  (no mostrado). Además, a partir de  los 6 meses, aparecieron en  las 
capas  profundas  del  área  35  de  los  ratones  transgénicos  estructuras  redondeadas  ligeramente 
teñidas de color rosáceo, correspondientes a las depósitos extracelulares del péptido Aβ. 
 
El  límite  entre  las  áreas 35  y 36  se diferenció  claramente utilizando  la  inmunotinción  con 
6E10  (Fig.  3.4.9  B1  y  B2),  que marca  específicamente  péptidos  Aβ,  así  como  formas  precursoras 
ampliamente  expresadas  por  las  neuronas  corticales  piramidales  en  los  ratones  transgénicos.  A 
edades  tempranas  (2‐4 meses),  cuando  ninguna  o muy  baja  cantidad  de  placas  amiloides  estaba 
presente y  la mayor parte de  la tinción de 6E10 se concentraba en  los somas piramidales, el  límite 




se  concentró principalmente en  las neuronas de  capa VI,  con pocas neuronas de  capa V positivas 
para este anticuerpo (ver Figura 3.4.9 B2). Estos diferentes patrones de inmunotinción con 6E10  en 





la misma edad  (Fig. 3.4.10). Esta población de  interneuronas  se  localizó entre  las capas  II‐VI de  la 
corteza  perirrinal  en  ambos  genotipos,  aunque  la  mayoría  de  ellas  presentó  una  distribución 
preferente por  las capas profundas en ambas  regiones de  la corteza, de  forma más patente en el 
área 35. La capa I, generalmente, no contenía interneuronas somatostatina, aunque ocasionalmente 
se  pudo  observar  algún  soma  inmunorreactivo  en  el  límite  con  la  capa  II.  En  esta  población  de 
interneuronas se distinguieron dos grupos a nivel morfológico, un grupo perteneciente a células de 
aspecto multipolar, las de mayor tamaño, con varias dendritas primarias inmunoteñidas, y otro grupo 
formado  por  neuronas  con  soma  ovalado  o  esférico,  con  escasas  dendritas  primarias 
inmunomarcadas (Fig. 3.4.10 A4).  
En  cuanto  a  la  inmunorreactividad  del  neuropilo,  se  encontraron  diferencias  entre  ambas 




A  los  4  y  6  meses  de  edad,  no  se  apreciaron  diferencias  en  cuanto  a  la  distribución, 
morfología y cantidad de interneuronas SOM‐positivas entre los dos genotipos analizados (Fig. 3.4.10 
A1 para WT  y A2‐A3 para APP/PS1). A  los  6 meses de  edad,  se observó  la presencia de neuritas 
distróficas inmunopositivas para SOM, principalmente en las capas profundas de ambas regiones de 
la corteza perirrinal de  los animales APP/PS1, asociadas a  los depósitos de Aβ, no  inmunomarcados 




intensidad de marcaje del neuropilo  con  respecto  a  los  animales WT de  la misma  edad. A  los 12 
meses de edad, estas diferencias entre ambos genotipos se acentuaron (resultados no mostrados). 
 
Para  ver  si  el  proceso  neurodegenerativo  que  ocurre  en  esta  subpoblación  neuronal  era 
debido  a  la  acumulación  intracelular  temprana  de  péptido  amiloide,  se  realizó  un  doble marcaje 
inmunohistoquímico de  fluorescencia  con  los  anticuerpos hAPP  y  SOM en  la  corteza perirrinal de 







ninguna  de  las  dos  regiones  de  la  corteza  perirrinal.  Sin  embargo,  a  los  6 meses,  la  densidad  de 
células  SOM‐positivas  fue  significativamente  menor  en  las  capas  profundas  del  área  35                          
(‐60,73±10,08%) y del área 36  (‐56,97±8,92%) en  los animales dobles transgénicos en comparación 
con los animales WT de la misma edad. A los 12 meses, esta disminución en las capas profundas fue 
del  49,71±16,81%  en  el  área  35  y  del  44,59±15,52%  en  el  área  36. No  se  observaron  diferencias 
significativas en  la densidad numérica de esta población en  las capas superficiales a ninguna de  las 
edades  cuantificadas,  ni  en  el  área  35  ni  en  la  36.  Por  tanto,  aproximadamente  la mitad  de  la 




Estos  resultados  mostraron  una  vulnerabilidad  selectiva  dependiente  de  la  localización 
laminar de  las células SOM‐positivas en  la corteza perirrinal de  los animales APP/PS1 desde edades 
tempranas. 
 
Con  la  idea  de  determinar  qué  subpoblación  de  neuronas  SOM‐positivas  era  la  más 
























































Figura 3.4.9. Delimitación anatómica de la corteza perirrinal en el cerebro del ratón WT
(A1‐A2) y transgénico APP/PS1 (A3 y A4; B1 y B2). Secciones coronales de cerebro teñidas
con violeta de cresilo (VC) (A1‐A4) y con el anticuerpo 6E10 (B1‐B2). La corteza perirrinal se
divide en dos áreas adyacentes, área 35 y área 36, situadas alrededor del surco rinal (rf) a
niveles telencefálicos intermedio caudales. La inmunotinción con 6E10 tiñe
diferencialmente las capas del área 35 y 36 permitiendo su diferenciación; en el área 35 se
tiñen las neuronas de las capas II‐III y VI mientras que en el área 36 se tiñen aquellas de las
capas V y VI. Hp: hipocampo; CE: corteza entorrinal; CP: corteza perirrinal; TeA: corteza
asociativa temporal; ec: cápsula externa; rf: surco rinal. Barra de escala: A1, A3 y B1: 500























Figure 3.4.10. Degeneración de la población de interneuronas SOM‐positivas en la corteza perirrinal de los transgénicos
PS1/APP desde edades tempranas. Inmunohistoquímica para SOM en animales WT (A1) y APP/PS1 (A2‐A4). Las áreas 35 y 36
muestran un patrón diferencial de inmunotinción, presentando el área 36 un abundante neuropilo inmunorreactivo. La
cantidad de somas positivos disminuye, mientras que la de distrofias aumenta en los animales transgénicos. A4, detalle a
mayores aumentos de neuronas SOM‐positivas; A5, detalle de axones distróficos; A6, detalle de distrofias agrupadas; B,
distrofias SOM‐positivas rodeando una placa fibrilar (teñida con rojo congo, asterisco). C1‐C3) Doble inmunofluorescencia
SOM/hAPP demostrando que las neuronas SOM‐positivas no expresan la forma humana mutada del gen APP. Barra de escala:
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Figure 3.4.11. Reducción significativa de interneuronas SOM‐positivas en las capas
profundas de la corteza entorrinal de ratones transgénicos APP/PS1 desde los 6 meses de
edad. Estudio cuantitativo por estereología de la población de neuronas SOM‐positivas en
capas superficiales y profundas de las áreas 35 y 36 de la corteza perirrinal de animales WT y
APP/PS1 de 4, 6 y 12 meses de edad. La densidad de neuronas SOM‐positivas es mayor en las
capas profundas que en las superficiales en ambas áreas. A partir de los 6 meses de edad se
produce una reducción significativa de estas neuronas de capas profundas en los animales
transgénicos respecto a los WT de la misma edad.
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misma  en  los  ratones  APP/PS1  y WT  de  la misma  edad.  Al  igual  que  para  SOM,  se  observaron 
neuritas  distróficas  nNOS‐positivas  a  partir  de  4  meses  de  edad  en  los  animales  APP/PS1, 
aumentando  en  número  y  tamaño  a  los  6  y  12 meses.  Las  distrofias  nNOS‐positivas  siempre  se 
observaron en estrecha asociación con placas de Aβ (Fig. 3.4.12 A4‐A6) 
Se  analizó  la  colocalización  de  la  somatostatina  con  nNOS  en  neuronas  de  la  corteza 










El examen  cualitativo de  las  secciones  teñidas  con nNOS mostró que,  contrariamente a  la 
somatostatina, no hubo una  reducción  relacionada  con  la edad en el número de neuronas nNOS‐
positivas en el ratón transgénico APP/PS1. Se realizó un estudio cuantitativo por estereología en las 
capas profundas de  la corteza perirrinal de  la densidad de neuronas nNOS‐positivas  (Fig. 3.4.12 B). 
Los  resultados mostraron  que  no  hubo  diferencias  significativas  relacionadas  con  la  edad  en  el 
número de neuronas nNOS en ambas áreas 35 y 36 en ratones APP/PS1  ni en los ratones WT. 
 
En paralelo al proceso neurodegenerativo que  tuvo  lugar en  la población de  interneuronas 
SOM‐positivas  de  las  capas  profundas  de  la  corteza  perirrinal,  el  modelo  APP/PS1  presentó 
acumulación extracelular del péptido β‐amiloide, también desde edades tempranas, en el hipocampo 
propio  (Ramos  et al.  2006),  subículo  (Trujillo‐Estrada  et al.  2014)  y  corteza  entorrinal  (Moreno‐




afectó  únicamente  a  las  capas  profundas  de  ambas  regiones  de  la  corteza  perirrinal,  aunque  los 
agregados Aβ42 positivos fueron más grandes en el área 35 (Fig. 3.4.13 A1). A los 6 meses de edad, 








marcaje  comenzó  a  detectarse  a  los  4 meses,  principalmente  en  las  capas  profundas  de  ambas 
regiones  de  la  corteza  perirrinal,  correspondiéndose  con  depósitos  extracelulares  fibrilares  de 
pequeño  tamaño  (Fig. 3.4.13 B1). A  los 6 meses de edad, aumentó el número y el  tamaño de  las 
placas  positivas  para  Tioflavina  S,  aunque  todavía  se  localizaban mayoritariamente  en  las  capas 
profundas del área 35 (Fig. 3.4.13 B2), y ya, a la edad avanzada de 12 meses, tanto el número como 
el tamaño de  las placas  incrementaron considerablemente por toda  la columna cortical (Fig. 3.4.13 
B3).  
Por tanto, en el estudio cualitativo de los depósitos extracelulares de Aβ se observó que las 
placas  se  forman  preferentemente  en  las  capas  profundas  de  la  corteza  perirrinal  a  edades 
tempranas. Para comprobarlo, se realizó un estudio cuantitativo comparativo de la carga de Aβ entre 













de 2000 µm2) desde  los 4 a  los 12 meses de edad en  las capas profundas de ambas regiones de  la 
corteza perirrinal, y se representó en un histograma apilado para apreciar con claridad los resultados 
(Fig. 3.4.13 D). En ambas  regiones, el porcentaje de placas pequeñas  (de menos de 200 µm2)  fue 
disminuyendo con la edad a partir de los 6 meses, a medida que las placas grandes (de más de 500 
µm2) iban aumentando en proporción con respecto al total. Además, las placas más grandes (de más 












Figura 3.4.12. La subpoblación de neuronas SOM‐positivas que expresan nNOS no se encuentra afectada en la
corteza perirrinal del modelo APP/PS1. Doble inmunofluorescencia para nNOS (A1, A4) y SOM (A2, A5) en capas
profundas (V‐VI) de corteza perrrinal de animales transgénicos de 6 meses de edad. Las imágenes combinadas
revelan que todas los cuerpos neuronales nNOS‐positivos (A3) y las distrofias axonales (A6; es un detalle del
recuadro en A3) expresan SOM. B) Estudio cuantitativo por esterología de neuronas nNOS en las capas profundas de
las áreas 35 y 36 de la corteza perirrinal de animales WT y APP/PS1 de 4, 6 y 12 meses edad. No se detectan cambios
significativos en esta población entre ambos genotipos a ninguna de las edades analizadas. Barras de escalas: A1‐A3:
50 µm; A4‐A6: 20 µm.
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Figura 3.4.13. Progresión con la edad de la patología amiloide extracelular en la corteza perirrinal de los animales
transgénicos APP/PS1. Inmunotinción para Abeta42 (A1‐A3) y tinción de Tioflavina‐S para placas fibrilares (B1‐B3). La
acumulación de Abeta empieza antes en el área 35 y después en la 36, siendo las capas profundas las más afectadas. C)
La carga amiloide aumenta gradualmente con la edad en ambas áreas, siendo mayor en las capas profundas (IV‐VI). D)


















































































en  ambos  genotipos  y  se  distribuyeron  entre  las  capas  II  y  VI  de  la  corteza  perirrinal,  aunque 
fundamentalmente se localizaban en la capa V. Las capas II‐III y V  (donde se encuentran los somas de 
neuronas  piramidales  a  las  que  inervan)  del  área  35  presentaron  una  gran  densidad  de  plexos 
inmunopositivos para PV en comparación con las mismas capas del área 36. 
El  estudio  inmunohistoquímico  no mostró  ninguna  diferencia  entre  ambos  genotipos  en 
cuanto a  la distribución, morfología o densidad de somas a ninguna de  las edades analizadas  (ni a 








parece  indicar  que  esta  subpoblación  de  interneuronas  presenta  un  fenotipo  resistente  a  los 
procesos neurodegenerativos asociados al péptido amiloide que acontecen en la corteza perirrinal de 




Finalmente,  y  en  colaboración  con  el  Dr.  Vitorica  (Universidad  de  Sevilla),  se  realizó  un 
ensayo  in  vitro  de  toxicidad  neuronal  de  las  fracciones  solubles  S1  del  hipocampo  de  ratones 
APP/PS1 (Fig. suplementaria 3.9). Los resultados revelaron un efecto tóxico de las fracciones solubles 





manifiesto que  las  interneuronas parvalbúmina son resistentes  in vitro a  la presencia de Aβ soluble 
procedente de los cerebros de modelos APP/PS1, en concordancia con los datos obtenidos mediante 
inmunohistoquímica  y  cuantificación  estereológica.  En  la  actualidad  se  encuentran  en  marcha 


























































Área 35 (capas IV-VI)
Figure 3.4.14. La población de interneuronas PV‐positivas es resistente al proceso degenerativo en la corteza
perirrinal del modelo transgénico APP/PS1. Inmunohistoquímica para PV en animaless WT (A1) y APP/PS1 (A2‐A3).
Las áreas 35 y 36 muestran un patrón diferencial de inmunotinción, presentando el área 35 un abundante neuropilo
inmunorreactivo en capas II‐V. La cantidad de somas positivos no se ve afectado con la edad ni se observan neuritas
distróficas PV‐positivas en la periferia de las placas (ver detalle en A4; el asterisco indica placa amiloide) en los
animales transgénicos. La inmunofluorescencia doble PV/SOM (B1‐B3) revela que son poblaciones diferentes. C) el
recuento estereológico de la densidad de neuronas PV‐positivas en capas profundas de animales WT y APP/PS1 de 6 y


































































Figura suplementaria 3.9. Las interneuronas parvalbúmina son resistentes in vitro a la
presencia de Aβ soluble procedente de cerebro de modelos APP/PS1. A) Las fracciones
S1 procedentes de hipocampo del modelo APP/PS1 producen toxicidad neuronal in
vitro, determinada por la expresión (western blot) del marcador NeuN. Este efecto
tóxico es dependiente de la edad del animal (18 meses > 6 meses) y del tiempo de
incubación (no mostrado). B) Sin embargo, en el mismo cultivo, la expresión (qPCR) de
PV no sufre ninguna alteración significativa a este tratamiento. Resultados obtenidos en



























EFECTO DE LA INHALACIÓN DEL HUMO DEL TABACO SOBRE LAS 
ALTERACIONES NEUROPATOLÓGICAS QUE PRESENTA EL MODELO 
TRANSGÉNICO DE ALZHEIMER  APPSWE/PS1DE9 
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Several epidemiological studies have shown that cigarette smoking might alter the incidence 
of Alzheimer´s disease. However, inconsistent results have been reported regarding the risk for AD 
among smokers. Previous studies in experimental animal models have reported that administration 
of some cigarette components (e.g. nicotine) alters amyloid-β aggregation, providing a possible link. 
However, extrapolation of these findings towards the in vivo scenario is not straightforward since 
smoke inhalation involves a number of other components. Here we analyze the effect of smoking 
under more relevant conditions. We expose AD transgenic mice to cigarette smoke and analyze the 
neuropathological alterations in comparison with animals not subjected to smoke inhalation. Our 
results show that smoking increases the severity of some abnormalities typical of AD, including 
amyloidogenesis, neuroinflammation and tau phosphorylation. Our findings suggest that cigarette 
smoking may increase AD onset and exacerbate its features and thus, may constitute an important 




Alzheimer's disease (AD) is the most common type of senile dementia in the elderly 
population. Histopathologically, AD is characterized by the extracellular accumulation of misfolded 
amyloid-beta (Aβ) into senile plaques and the formation of neurofibrillary tangles (NFTs), which are 
filamentous intracellular inclusions formed by hyperphosphorylated tau. Other AD lesions include a 
massive inflammatory response, characterized by activated microglia and reactive astrocytes, 
synaptic impairment, and neuronal loss in selective areas of the brain1, 2. The etiology of sporadic AD 
is not well known, but several risk factors have been shown to increase the probability to develop the 
disease3. Although the main risk factor for AD is aging, various others factors have also been  
proposed, including gender, ApoE polymorphism, the co-existence of other disorders (such as 
cardiovascular diseases, brain injury, diabetes, Down syndrome), and several lifestyle conditions, 
including physical activity, education, diet or smoking4, 5. 
The effects of smoking on AD remain unclear. For many years, smoking was considered to be 
protective for the development of AD6, 7. It was proposed that acute stimulation of neuronal nicotinic 
receptors may have beneficial effects on people with AD8 and that prolonged administration may 
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have further benefits by increasing neuronal survival9. Furthermore, it was reported that nicotine can 
decrease amyloid precursor protein (APP) secretion in animal models10, 11, inhibit acquisition of beta-
sheet conformation by Aβ peptide12, diminish its aggregation13, reduce β-amyloidosis14 and prevent 
memory impairment15. In fact, cotinine, the main metabolite of nicotine, is able to reduce Aβ 
deposition by inhibiting its oligomerization and decrease memory impairment in transgenic AD 
mice16. Moreover, some studies have found that smoking is able to reduce Aβ42 levels both in 
control and AD patients17. However, more recent epidemiological studies have demonstrated that 
smoking could increase the risk of AD18-21. A detailed risk assessment study concluded that nearly 
14% of AD cases are potentially attributable to smoking, and thus a 25% reduction in smoking 
frequency could potentially lower AD prevalence by many hundred thousand cases worldwide3. 
Moreover, histopathological studies showed that smokers have more severe neuropathological 
alterations than those who have never smoked, including neurofibrillary changes and neuritic 
plaques22, 23. To explain the discrepancy in the results, it was proposed that the deleterious effect of 
smoking on AD may have been masked by the fact that subjects who would have subsequently 
developed AD had either died or left the study due to other co-morbidities24, 25. From the mechanistic 
viewpoint, it has been reported that nicotine exacerbates tau phosphorylation both in mouse and rat 
models of AD26, 27. In addition, it has been also described that smoking can directly induce cognitive 
impairment28, 29. 
In the present study, we investigated the effects of smoking on amyloid burden, 
inflammatory response, tau phosphorylation and neurodegeneration in the hippocampus and 
cortical area in a double transgenic mouse model of AD. We found that smoking exacerbates 




Transgenic mice. APPswe/PS1dE9 (B6C3-Tg (APPswe, PSEN1dE9) 85Dbo/J, The Jackson 
Laboratory) double transgenic mice express a chimeric mouse/human amyloid precursor protein 
containing the Swedish mutation (Mo/HuAPP695swe) and a mutant human presenilin 1 (PS1dE9) 
gene. The generation and initial characterization of these mice has been reported previously34,35. 
APP/PS1 animals develop amyloid deposits by 5-6 months old mostly located in the hippocampus, 
cortex and subiculum and display behavioral impairment by 13 months of age. Animals were housed 
in groups of up to 5 in individually ventilated cages under standard conditions (22 °C, 12 h light–dark 
cycle) receiving food and water ad libitum. All animal experiments were carried out in accordance 
with the NIH regulations.  
 
Cigarette smoke exposure. Two groups of male and female APP/PS1 transgenic animals (n=5-
6/group) were each subjected to two separate smoking exposure conditions during four months. 
Transgenic mice were subjected to both mainstream and sidestream smoke obtained from a 
commercial brand (Marlboro Light™) using a specially designed non-ventilated chamber containing a 
peristaltic pump that sucked the smoke from the cigarette with an airflow rate of 80 mL/min (Fig. 1). 
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In the high dose treatment, transgenic mice were exposed daily (five days per week) for 60 minutes 
to the smoke generated from one cigarette. A second group of mice received a low dose of smoke 
defined as 30 minutes in the smoking chamber containing the smoke of half a cigarette. Control 
animals were exposed to room air in an identical chamber. Treatment started at the age of 3 months, 
and animals were sacrificed at 7 months of age, when amyloid plaques are starting to appear in this 
model.  
 
Cotinine determination in blood. Exposure to tobacco smoke can be detected by measuring 
nicotine metabolites (e.g. cotinine) in blood, since cotinine has a longer half-life than nicotine. 
Cotinine plasma levels were measured by using a competitive mouse/rat cotinine ELISA kit 
(Calbiotech). Blood samples were obtained via tail venipuncture 1 hour before, and 1, 2 and 3 days 
after smoke exposure (immediately after exposure). To obtain plasma samples, blood was collected 
in EDTA-coated tubes and centrifuged at 2,000xg for 20 min. Plasma was separated and stored at -80 
°C until used. Proteins from the plasma fraction were loaded directly onto ELISA plates and treated 
according to the manufacturer’s recommendations. Samples were loaded in duplicate, and 
absorbance was read at 450 nm on an ELISA plate reader (EL800 BioTek). 
 
Immunohistochemistry. Mice were sacrificed by CO2 inhalation and perfused transcardially 
with PBS. Brains were removed, post-fixed into fixative solution (10% neutral buffered formalin) and 
embedded in paraffin. Serial sections (one out of ten sections) from all animal groups (n=5-6/group; 
4 sections/stain/animal) were processed in parallel for immunostaining using the same solutions to 
minimize variability in staining conditions. Deparaffinazed 10-μm-thick sections were used for 
immunohistochemical staining. After blocking the endogenous peroxidase activity with 3% H2O2 - 
10% methanol in PBS, pH 7.4 for 20 min, sections were incubated overnight at room temperature in 
one of the primary antibodies: mouse anti-4G8 (1:1,000 Covance); rabbit anti-Iba1 (1:1,000 Wako); 
rabbit anti-GFAP (1:1,000 Abcam); mouse anti-ptau (1:100 AT8, Pierce); or rabbit anti-NeuN (1:1,000 
Millipore). Primary antibody was detected by incubating 1 hour with the corresponding HRP-linked 
secondary antibody: sheep anti-mouse or donkey anti-rabbit (1:1,000 GE Healthcare). Peroxidase 
reaction was visualized using DAB Kit (Vector) following the manufacturer’s instructions. For 
counterstaining, sections were incubated in Harris hematoxylin for 1 min (Fisher). Finally, sections 
were dehydrated in graded ethanol, cleared in xylene, and coverslipped with DPX mounting medium 
and examined under a bright field microscope (DMI6000B, Leica). 
 
Fluorescent staining. For Thioflavin-S (ThS, Sigma) staining, sections were incubated in ThS 
solution (0.025% in 50% ethanol) for 5 min after deparaffinization, rinsed, coverslipped with 
mounting medium for fluorescence (Vector), and immediately visualized using a fluorescence 
microscope. For double AT8/Thioflavin-S fluorescent labeling, sections were first incubated with the 
primary antibody followed by Alexa594 conjugated secondary antibody. Then, sections were washed 
and processed for Thioflavin-S staining and coverslipped with mounting medium for fluorescence to 
avoid photobleaching. Fluoro-Jade® C (FJC) (Millipore) staining was done to detect degenerating 
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neurons. Sections were deparaffinized and immersed in basic alcohol (1% sodium hydroxide in 80% 
ethanol) for 5 min. After rinsing them in 70% ethanol and distilled water, slides were incubated in 
0.06% potassium permanganate solution for 10 min, washed and incubated for 10 min in 0.0001% 
FJC solution, and dissolved in 0.1% acetic acid. Finally, sections were dehydrated and covered with 
DPX mounting medium and examined under an epifluorescent microscope (DMI6000B, Leica). 
 
Plaque size morphometric analysis and burden quantification. Four sagittal serial sections 
stained with 4G8 antibody from each group were analyzed using ImageJ 1.45s software for plaque 
size morphometry. Burden quantification was done through the lateromedial extent of the cortical 
and hippocampal areas in the sagittal plane (between 0.70 and 1.60 mm lateral to the midline), being 
the first section of each animal randomly collected. Quantification was assessed in every tenth 
section (with a distance of 100μm among them), and four 10μm sections were measured in each 
animal (n=5-6/group). Brain boundaries were defined according a standard mouse stereotaxic brain 
atlas. 10x objective was used for individual plaque measurement. Number of plaques/mm2 falling 
into four surface categories (ranging from <200μm2 to >2000 μm2) was calculated. Photomicrographs 
were taken by using a DFC310 FX Leica digital camera, imported into ImageJ 1.45s software (NIH) and 
converted to black and white images. Threshold intensity was manually set and kept constant, and 
the number of pixels was determined for 4G8, ThS, Iba1 and GFAP immunostained sections to 
quantify amyloid load, fibrillar burden, microglial activation and reactive astrogliosis in hippocampal 
(CA1, CA2, CA3 and dentate gyrus), subiculum, and cortical areas (including motor, somatosensory, 
visual, frontal, parietal and retrosplenial cortex). Amyloid plaque density was performed manually 
using the same software by calculating the area and the number of plaques per total analyzed area. 
Each analysis was done by a single examiner blinded to sample identities. 
 
Neuronal density analysis. The number of NeuN-immunopositive cells was counted using a 
bright field microscope (DMI6000B, Leica) 20x objective. Photomicrographs were taken by using a 
DFC310 FX Leica digital camera and imported into ImageJ 1.45s software (NIH). Quantification was 
done semi-automatically. Images were converted to black and white images, threshold intensity was 
set, and the number of particles was analyzed by circularity. Cell counting was done through the 
lateromedial extent of the cortical and hippocampal areas in the sagittal plane (between 0.70 and 
1.60 mm lateral to the midline), including CA1, CA2, and CA3 areas of the hippocampus, subiculum, 
and cortical areas (motor, somatosensory, visual, frontal, parietal and retrosplenial cortex). As 
previously described, neurons were quantified in every tenth section, and four 10μm sections were 
measured in each animal (n=5-6/group). Brain boundaries were defined according a standard mouse 
stereotaxic brain atlas. The numerical density is expressed as neurons/mm2. An investigator who was 
blind to the experiment performed neuronal profile counting.  
 
Statistical analysis. Graphs are expressed as means ± standard error (s.e.m.). After 
confirming normal distribution with Skewness and Kurtosis statistic test, one way analysis of variance 
(ANOVA) followed by a post-hoc Tukey's multiple comparisons test were used to analyze differences 
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among groups. For the size distribution analysis of plaques, we applied two-way ANOVA followed by 
Bonferroni test. Statistical analyses were performed using GraphPad Prism 5.0 software (GraphPad 
Software Inc). For linear correlation, Pearson correlation coefficient was used. Statistical differences 





Cigarette smoke in APP/PS1 increases blood cotinine levels 
 
APP/PS1 transgenic mice were exposed to both mainstream (smoke inhaled by an active 
smoker) and sidestream smoke (smoke from the burning end of a cigarette) in a non-ventilated 
exposure chamber, using a peristaltic pump that sucked the smoke from the cigarette with an airflow 
rate of 80 mL/min (Fig. 1). Smoke from a commercially available cigarette was administrated 5 
days/week in two different doses for four months. Treatment started when animals were 3 months 
of age and mice were sacrificed at 7 months old for analysis. The high dose group received the smoke 
of one cigarette during 60 minutes, whereas low dose group received half of a cigarette during 30  
min. Control transgenic animals were exposed to room air only. To measure the amount of smoke 
taken by the mice, we analyzed the levels of cotinine in plasma during the treatment. Cotinine is the 
primary metabolite of nicotine and due to its longer half-life compared with nicotine, is used as a 
biomarker for cigarette smokers and those exposed to environmental tobacco smoke30. In passive 
smokers, cotinine level in plasma is around 4.4 ng/mL, while for active smokers is higher than 10 
ng/mL31, even after the administration of low nicotine cigarettes32. Cotinine levels in plasma could 
reach up to 500 ng/mL in heavy smokers. Since cotinine is completely cleared from the system after 3 
days of smoke exposure, we quantified cotinine levels in plasma after 1, 2 and 3 days of treatment in 
low dose and high dose groups to check the exposure level to tobacco smoke (Fig. 2). The high dose 
group reaches the cotinine levels of a light active smoker (> 10 ng/mL) three days after starting 
smoke administration; while the low dose group displays a cotinine concentration lower than 5 
ng/mL (Fig. 2). These cotinine values suggest that mice receiving low dose of cigarette smoke are 
uptaking a similar amount of smoke than passive smokers, whereas mice treated under the high dose 
of cigarette smoke receive a similar exposure as light active smokers. 
 
Cigarette smoking exacerbates amyloid load and plaque density 
 
Amyloid beta (Aβ) extracellular accumulation is one of the main neuropathological features 
of AD. To determine whether smoking affects Aβ deposition, we analyzed Aβ burden, density and 
size of amyloid deposits in 7 month-old control transgenic animals and those treated with different 
doses of cigarette smoke. We focused in the hippocampus and cortex because these regions are the 
most affected by amyloid deposition in AD in both humans and transgenic animals. Histological 





Figure 1. Diagram of the smoking chamber and smoke flow. A peristaltic pump was used to suck the 
smoke from the cigarette and redirected it into the chamber again. Both mainstream and sidestream 
smoke was input into the chamber. The smoking chamber has 9 compartments connected by holed panels. 
During the treatment, animals were rotated for a more homogeneous cigarette smoke exposure. No 
animals were placed on the compartments that directly received the smoke (either from the cigarette or 



















Figure 2. Mice exposed to high dose of cigarette smoke contain comparable amounts of cotinine in 
serum as light active smokers. The level of cotinine in blood provides a direct quantification of the nicotine 
intake and thus is a valuable indicator of tobacco smoke exposure31. Low dose treated animals showed a 
low cotinine blood level, which is in the range observed for passive smokers (lower than 10 ng/mL); while 
in high dose treated animals, cotinine blood levels were similar to light active smokers (more than 10 
ng/mL). The significance of the differences was evaluated by two-way ANOVA, followed by individual 
comparison using Bonferroni post-test. Data shown as mean (± s.e.m.). n=3 animals/group; *p<0.05; 
**p<0.01. 
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acid residues 17-24 of Aβ) was performed in exposed and unexposed mice (Fig. 3). APP/PS1 animals 
start to develop amyloid plaques around 5-6 months-old33, 34. At 7 months old, control animals and 
those exposed to a low dose of cigarette smoke, display a small amount of Aβ plaques in cortical (Fig. 
3a) and hippocampal (Fig. 3b) regions. Quantification of Aβ burden, expressed as percentage of 
stained area per total area analyzed, showed a significant increase (>33%) in amyloid load in high 
dose treated animals compared with the low dose group or the control unexposed animals in the 
cerebral cortex (n=5-6 animals/group, 4 sections/animal; p=0.016 by one-way ANOVA; p<0.05 by 
post hoc Tukey’s multiple comparisons test) (Fig. 3c). However, despite a trend, amyloid burden was 
not significantly increased in the hippocampal region by smoke exposure (Fig. 3d). The increase of 
amyloid load could be related with an increase in the number of plaques, the size of the amyloid 
deposits, or both. To address this question, we next quantified the density of amyloid plaques and 
expressed this measurement as a number of amyloid plaques per mm2. In this case, we could find 
significant differences in plaque density in both cortex (Fig. 3e) and hippocampus (Fig. 3f) (+39.7% 
and +48.6% respectively). These results indicate that smoke exposure exacerbates the pathology by 
increasing the amount of amyloid plaques, possibly by promoting the formation of new plaques. To 
further investigate this issue, we studied the size distribution of amyloid deposits, classifying them 
into four different size ranges: plaques smaller than 200 µm2, between 200 and 500 µm2, 500-1000  
µm2 and bigger than 1000 µm2. In both cortex (Fig. 3g) and hippocampus (Fig. 3h), we observed a 
significant increase in the number of small plaques (+53.0% and +60.5% respectively) in high dose 
group compared with low dose and control groups (n=5-6 animals/group, 4 sections/animal; p=0.035 
by two-way ANOVA; p<0.05 and p<0.01 by post hoc test, respectively). This result suggests that the 
primary effect of tobacco smoke on amyloid is to promote the formation of new Aβ deposits.  
 
To evaluate the influence of smoking in the formation of fibrillar amyloid deposits, Thioflavin-
S (ThS) staining was done in sections corresponding to the cortical area (Fig. 4a), hippocampus (Fig. 
4b), and subiculum (Fig. 4c). Quantification of ThS-positive fibrillar amyloid shows that high dose 
treated animals display a larger amount of these structures in both cortex (+58.1%) and hippocampus 
(+103.0%) (Fig. 4d,e) compared with low dose treated animals and controls (n=5-6 animals/group, 4 
sections/animal; p=0.021 and p=0.041 respectively by one-way ANOVA; p<0.05 by post hoc test). 
However, the ThS-positive amyloid burden in the subicular area was not significantly different among 
groups after smoke exposure (Fig. 4f), although a clear tendency was evident in the high dose smoke 
treated group compare with the untreated control. These results indicate that smoking can also 
enhance the maturation of amyloid plaques. Alternatively, it is also possible that smoking can 
stimulate the earlier deposition of plaques, giving them more time to mature. Therefore, exposure to 
high dose cigarette smoke induces an increase in the number, burden, and maturation of amyloid 
plaques in hippocampus and cortex. No significant effect on any of these parameters was observed 
when animals were subjected to low doses of cigarette smoke, comparable to those received by 
passive smokers.  
 
 
















































































































Figure 3. Smoking significantly increases Aβ load and amyloid plaque density in animals exposed to high 
dose cigarette smoke. Light microscopic images of 4G8-immunoreactivity counterstained with hematoxylin 
in cortex (a) and hippocampus (b) of control, low dose, and high dose cigarette smoke treated mice. Image 
analysis was done to estimate the amyloid burden in cortex (c) and hippocampus (d), which is expressed as 
the percentage of the area reactive with anti-Aβ antibody in relation to the total area analyzed. The 
amyloid plaque density (number of plaques per area) was also calculated in both cortex (e) and 
hippocampus (f). The size distribution of plaques in cortex (g) and hippocampus (h) was determined to 
investigate whether smoke exposure has a differential effect on plaque formation or growth. I-VI: cortical 
layers; cc: corpus callosum; so: stratum oriens; sp: stratum pyramidale; sr: stratum radiatum; slm: stratum 
lacunosum moleculare. Data (mean ± s.e.m.) was analyzed by one-way (c-f) or two-way (g-h) ANOVA 
followed by Tukey’s multiple comparisons post-test. Significance (*p<0.05; **p<0.01) was indicated in the 
figure. n=5-6 animals/group, 4 sections/animal. Scale bar: 50 μm.  
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Enhancement of neuroinflammation by cigarette smoking 
 
Another important hallmark of AD pathology is a chronic inflammatory response in the brain 
associated with amyloid deposition. This neuroinflammatory process manifests as an increase of 
reactive astrocytes and activated microglia35. To determine the effect of cigarette smoke in AD-
associated microglial activation, we immunostained microglial cells using Iba1 antibody (Fig. 5a-d) 
and quantified the labeled area in relation to the total area analyzed. Iba1 is a protein specifically 
expressed in microglial cells with macrophage activity and is upregulated during their activation36. As 
noticed in the representative pictures, both cortex (Fig. 5a) and hippocampus (Fig. 5b) display lower 
Iba1-inmmunoreactivity in control animals and low dose treated animals compared with the high 
dose group. Activated microglial cells in the control group (arrow in Fig. 5c) are scattered and less 
abundant than in the high-dose group, where enlargement of the cell body and swelling of microglial 
processes is highly prominent (arrows in Fig. 5d). Most of the microglial cells are arranged in clusters, 
probably surrounding the plaques. The densitometric analysis of light microscopic images showed an 
enhanced microglial activation in high dose treated animals compared with low dose and control 
groups in both cortex (+50.0%) and hippocampus (+85.7%) (n=5-6 animals/group, 4 sections/animal; 
p=0.032 and p=0.028 respectively by one-way ANOVA; p<0.05 by post hoc test) (Fig. 5e,f). To 
evaluate whether microglial activation was due to amyloid deposition, we analyzed the correlation 
between microglial and amyloid staining in all the studied groups. The Pearson correlation coefficient 
value was 0.72 (p<0.0001), indicating a significant positive correlation between amyloid burden and 
microglial activation.  
 
We also wanted to determine the effect of cigarette smoke exposure in astrogliosis. 
Astroglial cells were immunostained using GFAP-antibody (Fig. 6a-d), which recognizes an 
intermediate filament protein (glial fibrillary acidic protein) expressed mainly in astrocytes. GFAP 
immunostaining was highly increased in the high dose exposed group compared with the control and 
low dose groups, as shown in representative pictures of the cortical (Fig. 6a) and hippocampal (Fig. 
6b) areas. Higher magnification of reactive astrocytes in the cortex is shown in the control (Fig. 6c) 
and high dose group (Fig. 6d). Numerous reactive astrocytes with cell body hypertrophy and 
thickened processes were seen in the high dose treated group (arrows in Fig. 6d) compared with the 
control group. Results of densitometric analysis showed a significant increase in the area occupied by 
reactive astrocytes in cortex (+105.0%) and hippocampus (+71.1%) of high dose treated animals 
compared to low dose and control animals (Fig. 6e,f) (n=5-6 animals/group, 4 sections/animal; 
p=0.014 and p=0.009 respectively by one-way ANOVA; p<0.05 by post hoc tests). The correlation 
between astroglial immunostaining and amyloid deposition was determined by linear regression. The 
Pearson correlation coefficient value was 0.67 (p<0.0001), indicating a significant positive correlation 
between the two variables including all studied groups. These results indicate that animals exposed 
to high doses of tobacco smoke exhibit a higher inflammatory response in hippocampus and cortex, 






















































































Figure 4. Fibrillar Aβ load is significantly increased in high dose smoking treated animals. Epifluorescent microscopic 
images of ThS staining shown in cortex (a), hippocampus (b), and subiculum (c) of control, low dose, and high dose 
cigarette smoke treated mice. The burden of ThS-positive amyloid plaques was increased in high dose treated mice in 
both cortical areas (d) and hippocampus (e) compared to control and low dose age-matched mice. However, no 
significant changes were observed in the subicular area (f). I-VI: cortical layers; cc: corpus callosum; so: stratum oriens; 
sp: stratum pyramidale; sr: stratum radiatum; slm: stratum lacunosum molecular; sm: stratum polymorphic; pcl: 
pyramidal cell layer; sm: stratum moleculare. Data (mean ± s.e.m.) was analyzed by one-way ANOVA followed by 





















































Control High dose 
a b Cortex Hippocampus 
Figure 5. Microglial activation is significantly increased in high dose smoking treated animals. Light 
microscopic images of Iba1-immunoreactivity (specific for microglial cells) shown in cortex (a) and hippocampus 
(b) of control, low dose, and high dose cigarette smoke treated mice. Higher magnification images of Iba1-
staining show the increased number of hypertrophied activated microglial cells (arrows in d) that appear in the 
cortex of the high dose-treated animals compared with the control group (c). Activated microglial cells were 
statistically increased in high dose-treated mice in both cortical (e) and hippocampal (f) areas compared to low 
dose and untreated age-matched mice. I-VI: cortical layers; cc: corpus callosum; so: stratum oriens; sp: stratum 
pyramidale; sr: stratum radiatum; slm: stratum lacunosum moleculare. Data (mean ± s.e.m.) was analyzed by 
one-way ANOVA followed by Tukey’s multiple comparisons test. n=5-6 animals/group, 4 sections/animal. Scale 
bar: 50 μm (a-b), 25 μm (c-d). *p<0.05. 
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Tau phosphorylation is increased in smoke treated animals 
 
It is well known that the presence of amyloid deposits produces an increase in cellular 
oxidative stress, which leads to a deregulation in the activity of serine/threonine kinases, among 
others37. These kinases are involved in tau phosphorylation, inducing its hyperphosphorylation, 
which presumably leads to tangle formation38. To determine whether smoke exposure modulates tau 
phosphorylation, we analyzed tau hyperphosphorylation by using a phospho-specific anti-tau 
antibody, AT8 (red staining), which recognizes phosphorylation in Ser-202 and Thr-205 (ref 39), co-
stained with ThS to label amyloid plaques (in green) (Fig. 7). Representative pictures of cortical 
plaques are shown. Whereas in non-treated animals, no significant AT8-positive staining was found 
(Fig. 7a); small punctuated AT8-positive staining, similar to dystrophic neurites, appear in the low 
and high dose group both in cortex and hippocampal areas, mainly surrounding amyloid plaques (Fig. 
7b,c). While the low dose group demonstrated very little AT8-immunoreactivity (arrow in Fig. 7b2), 
AT8-positive staining was evident in high dose-treated animals, exhibiting tau hyperphosphorylation 
surrounding most of the amyloid plaques (arrows in Fig. 7c2). At this point we cannot determine if 
this increase in tau phosphorylation is due to a direct effect of smoking treatment or due to the 
higher amount of amyloid plaques. It is important to highlight that the observed tau alterations are 
far from the neuritic tau pathology seen in AD brain. However, it is widely known in the field that 
bona-fide tau pathology is not seen in mice, unless animals express human mutant tau. 
 
Neurodegeneration is not affected by cigarette smoke  
 
Neuronal death is a common feature during aging and in neurodegenerative diseases, such 
as AD. Several transgenic models of AD recapitulate some of the neuropathological alterations 
observed in AD patients, but they scarcely show any evidence of neuronal death40. To evaluate 
whether neurodegeneration is also enhanced by exposure to cigarette smoke, we analyzed neuronal 
loss by quantifying the number of neurons in cortex, hippocampus, and subiculum after staining with 
NeuN antibody, which recognizes a neuron-specific protein in mature neurons (Fig. 8a-c). No 
significant differences were found in neuronal density among the three groups in the cortical area 
(Fig. 8d), CA1-CA3 hippocampal areas (Fig. 8e), or subiculum (Fig. 8f). The lack of differences in 
neurodegeneration among the groups was also confirmed by Fluoro-Jade C staining, which labels 
specifically degenerating neurons (data not shown). Nevertheless, it is still possible that some 




Sporadic, late-onset AD is the most common form of the disease, which is likely associated to 
a complex set of environmental and genetic risk factors. Based on epidemiological studies and in 
vitro and in vivo experiments with nicotine administration, it was initially proposed that smoking 
might be protective against AD6,7,12-14. However, more recent and complete demographic studies  
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Figure 7. Abnormally phosphorylated tau is enhanced in smoke treated animals. Representative 
epifluorescent microscopic images of ThS staining (green) and anti-AT8 phosphorylated tau antibody 
(red) seen in control (a), low dose (b), and high dose (c) cigarette smoke treated mice in the motor 
cortex. High dose smoking induces tau hyperphosphorylation (arrows in c2) compared to control and 
low dose age-matched mice, in which little or no AT8-positive staining was found. Abnormally 
phosphorylated tau accumulates mainly around amyloid plaques (c3). Scale bar: 25 μm.  
 


























































































Figure 8. Neurodegeneration is not modified by smoking exposure. Neuronal density (number of neurons per mm2) 
was estimated by quantifying the number of neurons after NeuN staining (a-c). Neuronal density is similar in control 
and smoke exposed animals (p>0.5) in cortical region (d), CA1-CA3 hippocampal areas (e), and subiculum (f) positing 
that cigarette smoke does not increase the rate of neuronal death. I-VI: cortical layers; so: stratum oriens; sp: stratum 
pyramidale; sr: stratum radiatum; sm: stratum polymorphic; pcl: pyramidal cell layer; sm: stratum moleculare. Data 
(mean ± s.e.m.) was analyzed by one-way ANOVA test. n=5-6 animals/group. Scale bar: 50 μm. 
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have shown that smoking represents one of the largest risk factors for AD3,19-22. To study the effect of 
cigarette smoking on the onset of brain alterations typical of AD, we exposed mice, genetically 
engineered to develop some of the neuropathological features of AD, to complete tobacco smoke, 
under similar conditions in which smokers are exposed to this material. Double transgenic APP/PS1 
mice expressing two of the human genes associated to AD were exposed to different doses of 
cigarette smoke, five days per week, during four consecutive months. Pathological features of AD 
were measured and compared with the untreated control counterparts. Our results suggest that 
smoking increases amyloid deposition in a dose-dependent manner, by promoting the formation of 
new plaques and contributing to the maturation of amyloid deposits. Smoking also exacerbates 
gliosis, inducing microglial activation and reactive astrogliosis in the mice exposed to high doses of 
smoke. Neuroinflammatory response was exacerbated after smoke exposure and correlated with the 
increase of amyloid lesions. Exposure to smoke also induced alterations on tau phosphorylation 
around the amyloid plaques, which are considered a precursor of tangle formation. However, we 
could not find a decrease in neuronal density in smoke-exposed animals. Our findings provide direct 
evidence that cigarette smoking exacerbates some of the typical neuropathological alterations 
associated to AD in vivo. The mechanisms by which smoking increases the risk of AD abnormalities 
remain unclear. There are several possible pathways by which smoking may have this deleterious 
effect, including direct induction of protein misfolding and aggregation due to some of the smoking 
components, increase of oxidative stress, impairments of the proteostasis machinery, 
cerebrovascular damage, brain inflammation, etc. Further studies are needed to elucidate which of 
these different mechanisms operate and whether the same effect is also observed in humans. Our 
results suggest that cigarette smoking may contribute to the accumulation of cerebral protein 
aggregates and, thus, may constitute an important environmental risk factor for AD and other 
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En el presente trabajo de Tesis Doctoral se ha caracterizado en primer lugar la patología 
asociada a tau y la patología amiloide  en el hipocampo y giro parahipocampal de muestras humanas 
post mortem clasificadas según los estadios de Braak. Posteriormente, se ha analizado en estas 
mismas regiones, la respuesta inflamatoria y el posible papel de las células gliales activadas en la 
progresión de la enfermedad, así como la vulnerabilidad  que presentan determinadas poblaciones 
de interneuronas a lo largo del proceso neurodegenerativo. Además, se han caracterizado el 
hipocampo y la corteza perirrinal del modelo transgénico APP751SL/PS1 M146L para comparar y validar 
los resultados con los obtenidos en las muestras de pacientes de Alzheimer. Por último, se ha 
estudiado el efecto del humo del tabaco sobre la progresión de la patología en un modelo APP/PS1. 
Las aportaciones científicas más relevantes derivadas de este trabajo se detallan a 
continuación:  
1. El hipocampo y giro parahipocampal de las muestra humanas analizadas presentan un patrón
regional y temporal de las lesiones neurofibrilares asociadas a fosfo-tau característico de los
diferentes estadios de Braak.
- La patología de tau, analizada mediante inmunohistoquímica con el anticuerpo AT8, se
origina en la región CA1/CA2 del hipocampo propio y en las cortezas perirrinal y entorrinal 
del giro parahipocampal (Braak II); posteriormente, se propaga por toda la formación 
hipocampal afectando también al subículo y al giro dentado y por las capas III y V de todo el 
giro parahipocamapal, en los individuos de estadio moderado (Braak III-IV); y finalmente, se 
extiende por todas las capas del hipocampo y giro parahipocampal agregándose fosfo-tau 
tanto en los somas como en los procesos dendríticos y axonales  en los individuos en fases 
avanzadas (Braak V-VI). 
- Las formas fosforiladas de monómeros de tau, cuantificadas por Western blot, tanto en la 
fracción total de proteínas como en la fracción S1 soluble hipocampal, se acumulan 
preferentemente en los individuos dementes Braak V-VI. 
2. La acumulación de Aβ extracelular es menos acusada que la patología tau y además exhibe
una gran variabilidad regional e interindividual en las muestras humanas a lo largo de los
estadios de Braak. Por el contrario, en el modelo APP/PS1 la patología amiloide es muy
severa y sigue un patrón espacio temporal específico.
- El giro parahipocampal humano se encuentra ya profundamente afectado por la
patología amiloide en las muestras de estadios iniciales de la patología tau (Braak II), 
mientras que la acumulación de Aβ en el hipocampo sucede en fases más avanzadas 
siguiendo un patrón definido. Los primeros depósitos amiloides se observan en los casos 
Braak III-IV en la región CA1, subículo y la capa molecular del giro dentado, mientras que 
el hilio solo se encuentra afectado en las muestras de individuos dementes Braak V-VI. 
- La acumulación del Aβ en el hipocampo, además, presenta una distribución espacial 
laminar que coincide con las conexiones axonales procedentes de la corteza entorrinal 
(correspondientes con la vía alvelar y la vía perforante). 
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- El tipo de placa amiloide que se desarrolla en los pacientes de Alzheimer es dependiente 
de región. Los depósitos fibrilares y neuríticos se observan en el giro dentado, las placas 
clásicas en CA1 y en el giro parahipocampal, mientras que los depósitos difusos 
únicamente se detectaron en la corteza del giro parahipocampal. 
- El hipocampo del modelo transgénico APP/PS1 presenta una patología amiloide mucho 
más severa que las muestras humanas, acumulando una gran cantidad de monómeros y 
oligómeros de Aβ con la edad. Además, al contrario que ocurre en los pacientes, las 
primeras placas se forman a edades muy tempranas en la formación hipocampal. Más 
aún, las placas amiloides de estos ratones transgénicos son siempre fibrilares y de 
naturaleza neurítica, presentando una morfología y composición similar con 
independencia de la región analizada. 
3. En el hipocampo y giro parahipocampal humano existe una limitada activación microglial
asociada a las placas durante la progresión de la patología, y lo que es más relevante, tiene lugar
un proceso degenerativo muy significativo de las células microgliales. Por el contrario, en los
animales transgénicos APP/PS1 tiene lugar una exacerbada activación microglial que aumenta
gradualmente con el avance de la patología amiloide.
- Las células microgliales que rodean a las placas neuríticas de pacientes exhiben moderados
cambios morfológicos típicos del proceso de activación y presentan un fenotipo 
Iba1+/CD68+/CD45+/P2ry12-. La microglía interplaca muestra una morfología quiescente y 
un fenotipo Iba+/CD68-/CD45-/P2ry12+. 
- La microglía que rodea e infiltra las placas amiloides presenta Aβ intracelular sugiriendo un 
posible papel fagocítico y/o en la formación/compactación del amiloide. 
- Se produce una escasa infiltración de macrófagos y linfocitos en los pacientes de Alzheimer. 
Las células microgliales parcialmente activadas, que rodean a las placas, no presentan un 
origen periférico. 
- La microglía del hipocampo y giro parahipocamapal de pacientes Braak V-VI sufre un grave 
proceso degenerativo caracterizado por una disminución significativa del área ocupada por 
estas células gliales y por la presencia de rasgos morfológicos patológicos (atrofia y 
fragmentación). Este fenotipo senescente/degenerativo se detecta tanto por la población 
general de microglía Iba1-positiva (en el giro dentado y en la región CA3), como por las 
células microgliales que se sitúan en las regiones interplaca P2ry12-positivas (en todas las 
regiones analizadas).  
- Al contrario de lo observado en los pacientes de Alzheimer, la respuesta microglial de los 
ratones transgénicos APP/PS1 se caracteriza por una extensa activación con patentes 
cambios morfológicos desde edades tempranas, tanto alrededor de los depósitos 
extracelulares como en regiones interplaca, y que incrementa gradualmente con la edad, 
mostrando un fenotipo M1 proinflamatorio productor de TNFα. Además, se produce una 
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elevada infiltración de linfocitos T en hipocampo y corteza entorrinal en comparación con los 
pacientes Braak V-VI. 
- Las formas fosforiladas de tau, y no el Aβ, presentes en las fracciones solubles S1 de 
hipocampo de pacientes de Alzheimer son tóxicas para la microglía in vitro e inocuas para la 
población de astrocitos en cultivo. En contraste, la fracción soluble de hipocampo de ratones 
APP/PS1 no tiene ningún efecto tóxico sobre las células gliales. 
- Al contrario de lo que sucede con la microglía, la población astroglial del hipocampo y giro 
parahipocampal de las muestras humanas Braak V-VI presentan una elevada reactividad 
asociada a las placas de Aβ, de manera similar a lo observado en los ratones APP/PS1, y, a 
diferencia de lo esperado, con un fenotipo productor de la citoquina proinflamatoria TNFα. 
4. El proceso neurodegenerativo que tiene lugar en el hipocampo y giro parahipocampal de los
pacientes de Alzheimer afecta significativamente a las poblaciones de interneuronas que
expresan SOM y a las que producen PV. Sin embargo, en el modelo APP/PS1 esta
vulnerabilidad neuronal es selectiva, afectando gravemente a las neuronas SOM-positivas,
mientras que las que expresan PV son resistentes a la evolución de la patología.
- La población de interneuronas SOM-positivas de los casos dementes Braak V-VI sufre una
disminución muy notable en el giro dentado y en la corteza perirrinal del giro 
parahipocampal, además de una reducción generalizada del plexo axonal positivo para 
SOM en todas las regiones estudiadas. La presencia de numerosas distrofias SOM-
positivas, asociadas a las placas de Aβ, es una característica patológica del giro dentado 
de todas las muestras Braak V-VI. 
- En los enfermos de Alzheimer, y a diferencia de los modelos animales, existe una 
reducción significativa de la densidad neuronal de la población que expresa PV, así como 
una reducción de los plexos axonales PV-positivos. 
- En la corteza perirrinal del modelo APP/PS1 existe una pérdida significativa de 
interneuronas SOM-positivas en las capas profundas en paralelo a la acumulación de Aβ 
extracelular, sin embargo la población que expresa PV permanece estable con el curso de 
la enfermedad. Estudios in vitro demuestran la resistencia de las células PV-positivas a 
los agentes tóxicos (mayoritariamente Aβ) presentes en la fracción soluble S1 de los 
modelos transgénicos. 
5. La exposición al humo del tabaco agrava las lesiones neuropatológicas que desarrollan
los ratones APP/PS1 en el hipocampo y corteza cerebral, incrementando la carga
amiloide, la fosforilación de tau y el proceso de respuesta inflamatoria microglial y
astroglial. Estos datos sugieren que el consumo de tabaco podría constituir un
importante factor de riesgo ambiental para la enfermedad de Alzheimer.
A continuación, se discuten los principales resultados obtenidos en este trabajo de Tesis Doctoral. 
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Limitaciones del estudio 
En el desarrollo del presente trabajo se han detectado una serie de limitaciones asociadas 
con el uso de las muestras humanas post mortem. Por un lado, se ha puesto de manifiesto la 
existencia de una gran variabilidad inter-individual por lo que tal vez hubiese sido necesario disponer 
un mayor número de muestras para analizar para cada uno de los estadios. Sin embargo, la 
aproximación experimental utilizada principalmente en nuestro estudio (técnicas 
inmunohistoquímicas en secciones de tejido) implicaba un abordaje metodológico complejo por el 
uso simultáneo en cada experimento de múltiples secciones de los distintos individuos para poder 
hacer estudios cuantitativos, hecho que limitaba el uso de muchas muestras de forma conjunta. El 
tamaño de la muestra en sí era otra limitación, ya que en una gran mayoría de los casos se realizaron 
cortes gruesos (30 µm) para su uso en incubación free-floating que permite obtener una mayor 
calidad de inmunotinción (en comparación con las muestras incluidas en parafina), y por tanto el 
número de secciones final para cada caso fue reducido. Esto limitó la realización de algunos estudios 
más sistemáticos en todas las muestras al no disponer de suficientes secciones, por lo que nos 
centramos en determinados marcadores de interés. 
La limitación más importante de este estudio ha sido sin duda alguna carecer de información 
sobre el historial clínico de cada paciente. La única información disponible a partir de los Biobancos 
de origen fue el estadio de Braak, el tiempo post mortem y la existencia o no de demencia, de tal 
forma que en las muestras utilizadas todos los individuos diagnosticados como Braak II, III y IV 
estaban catalogados como no dementes, mientras que aquellos clasificados como Braak V y VI 
presentaban un cuadro de demencia. La posible existencia de otras patologías tanto en los pacientes 
como en los controles usados, como por ejemplo diabetes, hipercolesterolemia, enfermedad 
cerebrovascular, etc., o incluso los tratamientos farmacológicos a los que estuvieran sometidos los 
individuos podría ser, en parte, responsable de la heterogeneidad de los datos. Por otra parte, 
conocer el genotipo del paciente también hubiese sido importante debido al gran número de genes 
asociados al desarrollo de esta enfermedad, en especial APOE, factor de riesgo en la aparición de 
Alzheimer esporádico. Consideramos que hubiese sido fundamental conocer los tiempos de 
progresión de la enfermedad (edad de diagnóstico, años de evolución de la enfermedad, etc.), los 
datos del examen del estado mental (MMSE; Mini-Mental State Examination; GDS, Global 
Deterioration Scale), y la clasificación en la escala de demencia clínica (CDR; Clinical Dementia 
Rating).  
Disponer de toda esta información relativa a los pacientes nos hubiera permitido interpretar, 
agrupar o evaluar con mayor precisión los resultados obtenidos, especialmente en aquellos casos en 
los que los datos son muy heterogéneos dentro de un mismo grupo, y nos hubiera permitido, tras 
evaluar y correlacionar varios parámetros, clasificar mejor los grupos de pacientes. Por tanto, no ha 
sido posible establecer ninguna correlación entre la patología observada (a nivel molecular/celular), 
la duración de la enfermedad y los déficits cognitivos. 
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4.1. LA PATOLOGÍA ASOCIADA A FOSFO-TAU ES MÁS PROMINENTE QUE 
LA PATOLOGÍA Αβ EN EL HIPOCAMPO Y GIRO PARAHIPOCAMPAL HUMANO 
4.1.1. Las lesiones neurofibrilares asociadas a fosfo-tau progresan según el patrón espacio-
temporal topográfico característico de los estadios de Braak 
La enfermedad de Alzheimer es una tauopatía, que se caracteriza por desarrollar lesiones 
neurofibrilares degenerativas provocadas por la agregación fibrilar de la proteína tau hiperfosforilada 
(revisado en Nelson et al. 2009; Castellani et al. 2010; Serrano-Pozo et al. 2011; Takashima 2013; 
Medina y Avila 2014). Otras tauopatías relacionadas con la demencia son la demencia 
frontotemporal, la enfermedad de Pick o la degeneración corticobasal, por lo que la disfunción en la 
proteína tau se encuentra inequívocamente asociada a los procesos neurodegenerativos (Gendron y 
Petrucelli 2009). Tau es una proteína de unión a microtúbulos (MAP), concentrada 
fundamentalmente en el axón, y que en condiciones fisiológicas regula el ensamblaje, la dinámica y 
organización espacial de los microtúbulos, y por tanto está implicada en la regulación del transporte 
axonal de orgánulos. La fosforilación de tau provoca que se disocie de los microtúbulos y se agregue 
intracelularmente en el compartimento somatodendrítico formando los ovillos neurofibrilares o NFTs 
(Grundke-Iqbal et al. 1986), desestabilizando y comprometiendo de esta manera toda la red 
microtubular, neurítica y sináptica (revisado en Crimins et al., 2013). Los diferentes cambios 
neurofibrilares asociados a la patología de tau (NFTs en los cuerpos neuronales, y filamentos de 
neuropilo y neuritas distróficas en las prolongaciones neuríticas) no se distribuyen de manera 
aleatoria sino que siguen un patrón espacio-temporal característico, asociado con el curso de la 
enfermedad. Este patrón de distribución permite la identificación de seis estadios (I-IV) 
caracterizados en 1991 por Braak y Braak (Braak y Braak 1991). 
Las muestras humanas de hipocampo y giro parahipocampal analizadas en el presente 
trabajo han sido previamente clasificadas por los Biobancos correspondientes según los estadios de 
Braak para la patología de tau (Braak II, individuos en estadios iniciales asintomáticos; Braak III-IV, 
individuos en estadios moderados; Braak V-VI, individuos con enfermedad de Alzheimer). Aun así, 
hemos realizado estudios inmunohistoquímicos y de Western blots para diferentes formas de 
fosforilación y agregación de tau (el anticuerpo AT8 para las fosforilaciones en Ser199/202/Thr205; y 
el anticuerpo AT100 para la fosforilaciones en Ser19/Ser202/Thr205/Thr212/Ser214) para conocer en 
mayor detalle el grado de afectación de la patología asociada a fosfo-tau en cada una las regiones 
para una mejor interpretación y correlación de los datos en su conjunto. En las muestras  post 
mortem de los individuos Braak II analizadas aparecen cambios neurofibrilares en forma de NFTs en 
las neuronas piramidales de CA1/CA2 así como en las capas II-III de la corteza perirrinal y entorrinal 
del giro parahipocampal. En los casos Braak III, los NFTs y NTs se extienden por todas las capas de 
CA1/CA2, por las capas III y V del giro parahipocampal y afectan también al giro dentado y en mayor 
medida al subículo. Las muestras Braak IV exhiben un gran incremento en la inmunorreactividad para 
fosfo-tau de manera generalizada en todo el hipocampo y subículo, y en la corteza perirrinal y 
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entorrinal se pueden distinguir todas las capas. Finalmente, los individuos dementes Braak V-VI 
presentan una extensa patología neurofibrilar por todas las regiones de la formación hipocampal y 
del giro parahipocampal, con una gran cantidad de NFTs, NTs, así como también neuritas distróficas 
asociadas a las placas de Aβ. Por lo tanto, nuestras muestras humanas desarrollan lesiones 
neurofibrilares asociadas a la patología de tau que progresan siguiendo el patrón espacio-temporal 
determinado descrito previamente (Braak y Braak, 1991). Es de destacar que las fosforilaciones 
reconocidas por AT8 tienen lugar antes que las reconocidas por AT100, de forma que estos 
anticuerpos permiten visualizar la dinámica temporal de fosforilación de tau. Es de destacar que 
mientras la patología tau se inicia en el hipocampo y después progresa hacia otras regiones, la 
patología amiloide parece tener un patrón inverso, iniciándose en regiones corticales y progresando 
en último lugar hacia el hipocampo. 
Los diferentes análisis realizados en nuestras muestras humanas para la caracterización de 
los rasgos histopatológicos relacionados con la patología amiloide, la respuesta neuroinflamatoria o 
los procesos neurodegenerativos han sido confrontados entre los diferentes grupos de individuos 
clasificados según los estadios de Braak, y aunque la progresión de los cambios neurofibrilares 
asociados a fosfo-tau se correlacionan bien con el deterioro cognitivo (Arriagada et al. 1992), 
reflejando de alguna manera el curso clínico de la enfermedad de Alzheimer, cabe mencionar que 
esta clasificación puede no resultar adecuada en el estudio de otras lesiones que sigan un patrón de 
distribución y progresión diferente. Por este motivo, y porque el único grupo de casos que fueron 
diagnosticados clínicamente con demencia se corresponde con los individuos Braak V-VI, hemos 
preferido distinguir entre casos dementes, con enfermedad de Alzheimer (Braak V-VI) y casos no 
dementes, en estadios iniciales y moderados de la patología tau (Braak II y Braak III-IV, 
respectivamente). 
4.1.2. Los pacientes de Alzheimer acumulan formas solubles de tau hiperfosforilado 
El análisis por Western blot empleando las proteínas totales de hipocampo de las mismas 
muestras humanas  apoyaron los resultados inmunohistoquímicos al obtenerse un incremento de las 
formas monoméricas y oligoméricas de tau fosforiladas en los individuos Braak V-VI (dementes) en 
comparación con los individuos Braak II y Braak III-IV. Además, la fracción de proteínas solubles S1 
del hipocampo de estos individuos también presenta una mayor acumulación significativa de 
monómeros fosforilados de tau en los casos Braak V-VI, en comparación con los estadios leves y 
moderados.  
En la enfermedad de Alzheimer, el número de NFTs en la corteza se correlaciona 
positivamente con la severidad en el declive cognitivo (Arriagada et al. 1992) por lo que se puede 
asumir que los ovillos neurofibrilares son capaces de inducir daño neuronal directamente, por 
ejemplo actuando como una barrera física en el citoplasma y entorpeciendo las funciones celulares. 
Un estudio demuestra que en el ratón transgénico P301L la formación de agregados filamentosos de 
tau provoca el desplazamiento de los orgánulos y además, disminuye el número de éstos (Lin et al. 
2003). Sin embargo, muchas de las neuronas que acumulan NFTs presentan una morfología nuclear 
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aparentemente normal e incluso pueden seguir estableciendo contactos sinápticos y además el 
número de neuronas que mueren no parecen tener una gran carga de tau fibrilar (Kuchibhotla et al. 
2014). Estos estudios sugieren que la toxicidad de tau no requiere la formación de ovillos 
neurofibrilares, sino que formas prefibrilares u oligoméricas fosforiladas solubles, formadas en un 
estadio anterior al ensamblaje de los NFTs podrían ser las formas tóxicas. Son muchos los estudios 
recientemente, en modelos de tauopatías neurodegenerativas, que han demostrado que son las 
formas solubles de tau y no los ovillos neurofibrilares, las que causan un mayor daño sináptico 
(Gendron y Petrucelli 2009; Crimins et al. 2013; Takashima 2013). En estos estudios las formas de tau 
solubles están relacionadas con la pérdida de espinas dendríticas, de proteínas sinápticas así como 
con la disminución en la expresión de receptores de glutamato AMPA y NMDA (Hoover et al. 2010). 
Además, también se ha observado que la fracción sináptica de cerebros de pacientes de Alzheimer 
presenta una mayor cantidad de tau hiperfosforilado, indicando un posible rol directo de tau en la 
pérdida sináptica documentada en la AD (Tai et al. 2012). 
Estos daños, al igual que los cambios provocados en el transporte dendrítico y axonal en 
presencia de altos niveles de formas solubles de tau, ocurren de manera temprana, previa a la 
acumulación de NFTs en modelos animales (Crimins et al. 2013). Esto mismo podría estar ocurriendo 
en los pacientes de Alzheimer, ya que se han detectado altos niveles de formas oligoméricas de tau 
en los estadio iniciales de la enfermedad (Lasagna-Reeves et al. 2012). Además, la alteración del 
transporte dependiente de los microtúbulos en las taupatías neurodegenerativas  causa una grave 
patología neurítica que afecta a la morfología y funcionalidad de axones y dendritas (Ballatore et al. 
2007). 
Los sistemas de degradación de proteínas son los encargados de eliminar las proteínas 
malplegadas o dañadas que puedan formar agregados tóxico. La vía proteosomal así como la vía 
autofágica-lisosomal se encuentran alteradas con el envejecimiento, proporcionando una gran 
vulnerabilidad a la acumulación de tau (Gavilán et al. 2009; Paz Gavilán et al. 2006). En este sentido 
nuestro grupo de investigación ha demostrado en el modelo APP/PS1 que el desarrollo de neuritas 
distróficas de naturaleza axonal/sináptica está relacionado con la alteración de los sistemas de 
proteostasis celular, acumulándose en el interior de las distrofias abundantes vesículas autofágicas y 
proteínas ubiquitinadas como resultado de la alteración del citoesqueleto y fallos en el transporte 
axonal (Sanchez-Varo et al. 2012; Torres et al. 2012). Aunque nuestro modelo no presenta 
mutaciones para tau, es un claro ejemplo de la gran vulnerabilidad que presentan los sistemas 
encargados de eliminación de proteínas ante un aumento en la concentración de proteínas 
disfuncionales. Este hecho, así como el incremento descrito previamente en los pacientes de AD en la 
actividad de las quinasas GSK3β y Cdk5, encargadas de las fosforilación de tau, la disminución de la 
desfosforilación de tau por parte de las fosfatasas (Götz 2001) , y finalmente, la posible fosforilación 
de tau por las formas solubles de Aβ (De Felice et al. 2008; Jin et al. 2011) podrían ser los causantes 
de la acumulación de tau hiperfosforilado que hemos documentado en el hipocampo y giro 
parahipocampal de los enfermos de Alzheimer. La liberación de tau al espacio extracelular, causado 
por un proceso de muerte neuronal o estimulación, produciría un aumento de tau en el 
compartimento intersticial y este tau podría ser internalizado por otras neuronas vía endocitosis 
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produciendo una propagación tipo-prión de la patología tau en el cerebro.  A este respecto, la 
disminución de los niveles de tau soluble mediante supresión génica en un modelo animal, previno la 
pérdida sináptica y la propagación transináptica de la patología (Polydoro et al. 2013).  Es más, se ha 
descrito el efecto beneficioso de la eliminación de formas extracelulares de tau mediante 
inmunoterapia en modelos animales (Boutajangout et al. 2011; Chai et al. 2011; d’Abramo et al. 
2013; Yanamandra et al. 2013). 
4.1.3. La progresión de la patología amiloide muestra una gran variabilidad regional e 
interindividual en los pacientes, con afectación del hipocampo solo en las fases más avanzadas de 
la enfermedad. 
Otra de las proteínas que se acumula en exceso en el cerebro de los pacientes de Alzheimer, 
es el péptido β-amiloide, capaz de agregarse y formar una de las lesiones histopatológicas más 
características de la AD, las placas seniles. De hecho, la aparición de las placas de Aβ es el primer 
evento patológico que ocurre, y de acuerdo con la hipótesis de la cascada amiloide, el agente 
desencadenante de los procesos citotóxicos y neurodegenerativos que acontecen en la AD (Hardy y 
Higgins 1992). En regiones como la isocorteza asociativa temporal, la carga amiloide alcanza su 
máximo en fases preclínicas de la enfermedad (Thal et al. 2002; Fillenbaum et al. 2008; Duyckaerts 
et al. 2009; Castellani et al. 2010; Thal et al. 2014) 
En este trabajo hemos puesto de manifiesto que la patología amiloide en el hipocampo y giro 
parahipocampal de las muestras humanas analizadas presenta una gran variabilidad temporal, 
regional e interindividual a lo largo de la progresión de la enfermedad, con formación de diferentes 
tipos de depósitos amiloides dependiente de la región. Mientras que el giro parahipocampal muestra 
una grave afectación por la acumulación de Aβ pudiendo presentar o no placas desde estadios leves 
Braak II, la formación de placas en el hipocampo sucede en fases más avanzadas y siguiendo un 
patrón topográfico espacio-temporal determinado, comenzando en la región CA1/subículo y capa 
molecular del giro dentado en los individuos clasificados en estadios moderados de la patología tau 
(Braak III-IV) y afectando en último lugar al hilio o capa polimórfica del giro dentado en las muestras 
de pacientes dementes (Braak V-VI).  Por lo tanto, de igual modo que ocurre con los estadios de 
Braak para los ovillos neurofibrilares, se puede identificar un patrón topográfico espacio-temporal de 
progresión de la patología amiloide en nuestras muestras humanas que sería el siguiente, de manera 
general: corteza perirrinal, presubículo, corteza entorrinal, subículo, CA1, capa molecular y capa 
polimórfica del giro dentado (GD). Aunque los individuos en estadio leve y moderado de la patología 
tau, Braak II y Braak III-IV respectivamente, exhiben mayor variabilidad, sobretodo en el giro 
parahipocampal, pudiendo desarrollar o no placas de Aβ, el hipocampo muestra un patrón más 
específico y todos los casos Braak V-VI (individuos dementes) presentan placas seniles en el 
hipocampo (además de en el giro parahipocampal). A pesar de la poca predictividad de la progresión 
de la patología amiloide, se han establecido dos sistemas de evolución topográfica, uno basado en 3 
estadios (denominados A, B y C) por Braak y Braak en 1991 (Braak y Braak 1991) y otro de 5 estadios 
por Thal y colaboradores  (Thal et al. 2002). Las fases de Thal han sido por su incorporadas en la guía 
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de diagnóstico neuropatológico del Instituto Nacional de Envejecimiento (NIA)-Asociación de 
Alzheimer de Estados Unidos (Hyman et al. 2012; Montine et al. 2012). Las muestras humanas 
utilizadas no fueron clasificadas previamente por los Biobancos de procedencia para la patología 
amiloide siguiendo estos sistemas, por lo que ha sido fundamental realizar en este trabajo de Tesis 
Doctoral una caracterización inmunohistoquímica previa para conocer el grado de afectación 
regional de cada caso y correlacionar los datos con otras alteraciones patológicas. 
Es destacable que la patología amiloide en nuestras muestras humanas se desarrolla de 
manera mucho más leve que la patología tau, afectando en último lugar a la región del hipocampo, 
una de las primeras regiones afectadas por la patología tau. Otro hecho notable, es que en los 
pacientes además de existir una gran variabilidad interindividual, la acumulación de depósitos 
amiloides es significativamente menor (en especial en el hipocampo) en comparación con los ratones 
transgénicos APP/PS1, en los que la acumulación extracelular de Aβ es mucho más agresiva y 
comienza de manera temprana en el subículo e hipocampo propio. Ésta marcada diferencia a nivel 
de la patología amiloide entre pacientes y modelos transgénicos se ha comprobado mediante 
Western blot  en muestras de hipocampo de animales APP/PS1 de 18 meses y pacientes en fases 
avanzadas (Braak V-VI), detectándose una acumulación notablemente mayor de monómeros y 
oligómeros de Aβ en los modelos. 
La patología amiloide de nuestro modelo animal APP/PS1 ha sido previamente caracterizada 
por nuestro grupo con detalle. En este modelo, la formación de placas de Aβ ocurre de manera muy 
temprana, a partir de los 2 meses en el subículo (Trujillo-Estrada et al. 2014) y entre los 3-4 meses en 
el hipocampo (Blanchard et al. 2003; Ramos et al. 2006; Baglietto-Vargas et al. 2010) y la corteza 
entorrinal (Moreno-Gonzalez et al. 2009). Este modelo animal que sobreexpresa APP presenta una 
gran acumulación de depósitos fibrilares, cuyo número y tamaño aumenta con la progresión de la 
patología. Además, todas las placas están asociadas a un gran número de distrofias neuríticas 
(Sanchez-Varo et al. 2012) y exhiben una morfología y composición que no varía entre las diferentes 
regiones e individuos.  Por tanto, el proceso de amiloidosis en los modelos animales es mucho más 
severo que en pacientes, y además se caracteriza por una homogeneidad en el tipo de placa amiloide 
que se forma frente a la variedad de placas observada en pacientes. Sería importante tener en 
cuenta estas diferencias a la hora de evaluar/trasladar a la clínica ensayos terapéuticos realizados en 
modelos animales centrados en modificar el curso de la patología amiloide. 
4.1.4. El hipocampo de los pacientes de Alzheimer desarrolla placas neuríticas 
Pese a que la formación de placas amiloides es un evento histopatológico que se produce en 
todos los pacientes de Alzheimer no existe una buena correlación entre su acumulación cerebral y la 
demencia (Arriagada et al. 1992; Gomez-Isla et al. 1997; Perez-Nievas et al. 2013). Incluso se han 
identificado casos  post mortem de individuos con una gran carga de placas amiloides que eran 
asintomáticos, es decir sin ningún síntoma de deterioro cognitivo o demencia (Perez-Nievas et al. 
2013; Iacono et al. 2014). La mayoría de estos estudios clínico-patológicos están basados en regiones 
corticales en los que la patología amiloide presenta una gran variabilidad. Es más, los pacientes de 
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Alzheimer desarrollan diferentes tipos de placas (difusas, clásicas, fibrilares), las cuales pueden 
asociarse o no con neuritas distróficas. El estudio de Pérez-Nievas y colaboradores (2013) demuestra 
que, aunque la carga amiloide total sea similar en pacientes de Alzheimer (con demencia) y en casos 
asintomáticos (controles con elevada patología pero sin síntomas clínicos; high pathology controls), 
los individuos dementes presentan una mayor cantidad de depósitos fibrilares neuríticos que las 
personas sanas. Por tanto, el desarrollo de placas fibrilares y la formación de distrofias es un fenotipo 
patológico que permite discriminar a individuos dementes de no dementes con una elevada carga 
amiloide. Además, es cada vez más usado el criterio neuropatológico CERAD (del inglés Consortium 
to Establish a Registry for Alzheimer’s Disease) para el diagnóstico  post mortem de la AD que se basa 
en el análisis de la severidad de las lesiones neuríticas asociadas a las placas de Aβ (Mirra et al. 1991; 
Kovacs y Gelpi 2012). Es bien sabido que las placas amiloides pueden producir una alteración 
patológica en las prolongaciones axonales provocando engrosamientos locales por la acumulación de 
vesículas (mayoritariamente autofágicas) que dan lugar a neuritas distróficas (Nixon 2007; Sanchez-
Varo et al. 2012). La formación de estas distrofias axonales es una consecuencia de la alteración local 
del citoesqueleto (por fosforilación de tau y desestabilización de los microtúbulos) que produce fallo 
en el transporte axonal y la consecuente acumulación de vesículas (Torres et al. 2012; Sanchez-Varo 
et al. 2012). Además, en el caso de nuestro modelo animal, junto con la patología axonal y el 
incremento en el metabolismo del APP, tiene lugar una reducción de la actividad lisosomal con la 
edad que resulta en una disminución de la capacidad proteolítica intracelular (Torres et al. 2012). 
En esta línea, hemos analizado los diferentes tipos de placas amiloides que se encuentran en 
el hipocampo y giro parahipocampal de los pacientes de Alzheimer así como la degeneración 
neurítica asociada. Los depósitos de  Aβ  que se desarrollan en la región CA1 del hipocampo, que 
suelen aparecer desde los estadios moderados de la patología neurofibrilar (Braak III-IV), son en su 
mayoría de tipo clásico, con un núcleo fibrilar y compacto, un halo periférico difuso de Aβ 
oligomérico y neuritas distróficas situadas entre el núcleo y la periferia difusa; las placas de la capa 
molecular del giro dentado, que se desarrollan también desde estadios moderados, son siempre 
compactas, fibrilares y neuríticas  (las distrofias asociadas se corresponden con axones que proceden 
de la capa II de la corteza entorrinal; Hyman et al. 1984) y; por último, las placas del hilio del giro 
dentado aparecen únicamente en los pacientes dementes Braak V-VI y se corresponden con 
depósitos de gran tamaño, fibrilares en su totalidad, con forma estrellada (característica de esta 
región) y con una gran cantidad de neuritas distróficas de tamaño enorme dispuestas en la periferia. 
Por lo tanto, todas las placas de Aβ que se forman en el hipocampo de nuestros pacientes de 
Alzheimer presentan neuritas distróficas asociadas. En concreto, los depósitos amiloides observados 
en el hilio del giro dentado son muy similares a los que exhibe el modelo APP/PS1. Podemos 
especular a partir de estos resultados que, 1) la afectación amiloide y neurítica que acontece en la 
región hipocampo podría correlacionarse con la fase de demencia de los pacientes de Alzheimer; y 2) 
probablemente exista una diferente etiología de los depósitos amiloides en las distintas regiones 
afectadas en los pacientes. En relación a esto último, las placas fibrilares y neuríticas que se forman 
en la capa polimórfica de los enfermos de Alzheimer, diferentes a las que se originan en el resto de la 
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formación hipocampal, podrían tener un origen similar con las que se desarrollan en nuestro modelo 
APP/PS1 dado su parecido estructural. La acumulación de Aβ en el hipocampo de las muestras 
humanas presenta una distribución topográfica laminar, de manera que los depósitos que se 
acumulan en CA1 lo hacen siguiendo el estrato lacunoso-molecular, coincidiendo con las conexiones 
de la vía alvelar, procedentes de la corteza entorrinal, y los que se desarrollan en el giro dentado 
comienzan distribuyéndose de manera ordenada en la capa molecular, coincidiendo con la entrada 
de axones de la vía perforante (conexiones procedentes de la corteza entorrinal y que suponen la 
principal vía de comunicación aferente del hipocampo). Aunque son muchas las hipótesis formuladas 
sobre el origen de las placas, mediante estudios de trazado de las proyecciones de la vía perforante, 
se ha visto que el APP es transportado de forma anterógrada, acumulándose en los terminales 
presinápticos de las neuronas de la corteza entorrinal (Buxbaum et al. 1998). También, se ha 
demostrado  que la lesión de la vía perforante de ratones transgénicos APP reduce la carga de Aβ en 
el giro dentado (Lazarov et al. 2002). Estos hallazgos indican que el APP transportado axonalmente 
desde la corteza entorrinal es procesado hasta Aβ y liberado en los terminales presinápticos del giro 
dentado (Su y Ni 1998), y por lo tanto, la liberación sináptica de Aβ al menos en el hipocampo podría 
explicar la particular distribución de las placas encontradas en los pacientes de Alzheimer.  De hecho, 
la acumulación de Aβ en el cerebro está directamente relacionada con la actividad sináptica y se ha 
descrito la presencia de Aβ oligomérico en compartimentos pre y post-sinápticos de muestra  post 
mortem de pacientes (revisado en Spires-Jones y Hyman 2014). La acumulación de Aβ intracelular, en 
las neuritas distróficas o la difusión del amiloide hacia los espacios perivasculares (Thal et al. 2006, 
2002), así como el fallo en los sistemas de eliminación proteica de la propia maquinaria neuronal o 
fallos en el aclaramiento del Aβ del líquido intersticial por parte del sistema vascular a través de la 
barrera hematoencefálica y de las células astrogliales (aclaramiento glinfático) son otras de las 
propuestas del posible origen de las placas seniles (revisado en Tarasoff-Conway et al. 2015). 
4.1.5. El giro parahipocampal de los pacientes presenta una variedad de depósitos amiloides 
Como ya hemos mencionado, a diferencia de lo observado en la formación hipocampal, las 
placas de las regiones corticales del giro parahipocampal, como la corteza perirrinal o la corteza 
entorrinal presentan una gran variedad de depósitos amiloides, dentro del mismo individuo y entre 
las diferentes muestras analizadas, en cuanto a su composición (fibrilares/difusas) y proporción de 
placas neuríticas. Los principales tipos de placas encontradas fueron placas de tipo difuso (negativas 
para las formas fibrilares de Aβ), con una forma indefinida,  y placas clásicas neuríticas, similares a las 
encontradas en la región CA1 del hipocampo. Además, la proporción de placas neuríticas no solo es 
una característica variable en los individuos de estadios iniciales y moderado, sino también en la 
corteza del giro parahipocampal de los individuos dementes. Cabe destacar que tan solo los placas 
neuríticas se encuentran asociadas a microglía reactiva (este punto se discutirá más adelante) 
(Nagele et al. 2004; Duyckaerts et al. 2009; D’Andrea y Nagele 2010; Serrano-Pozo et al. 2013b).  
Debido a que la mayoría de los individuos Braak II presentan solo placas difusas y que la 
proporción de placas neuríticas encontradas aumenta con la progresión de los estadios de Braak, 
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nuestros datos apoyan la idea, tal y como sugieren otros investigadores,  de que los depósitos de tipo 
difuso se corresponderían con fases iniciales de formación, y que luego evolucionarían hacia formas 
neuríticas (Dickson y Vickers 2001; Thal et al. 2002, 2006; Braak et al. 2013).  
Así pues, las placas no serían estructuras inertes, sino de naturaleza dinámica que 
evolucionarían a lo largo de la patología pudiendo cambiar sus propiedades en cuanto a composición, 
tamaño y posiblemente toxicidad. En este sentido, nuestro grupo de investigación ha demostrado en 
el modelo APP/PS1 que las placas incrementan no solo en número sino también en tamaño con la 
edad y progresión de la enfermedad (Moreno-Gonzalez et al. 2009; Trujillo-Estrada et al. 2014; 
Núñez-Díaz 2014). Aunque por otro lado, Serrano-Pozo y colaboradores (Serrano-Pozo et al. 2012) 
han determinado que no existe correlación entre el tamaño de las placas fibrilares y la progresión 
patológica, sino que el crecimiento de las placas ocurre a lo largo de la fase preclínica, hasta alcanzar 
un tamaño estable. De hecho, la acumulación de Aβ puede comenzar incluso 20 años antes de que se 
inicien los primeros síntomas  (Bateman et al. 2012).  
Sin embargo, estudios previos de nuestro grupo en el modelo animal APP/PS1 han 
demostrado una disminución en el grado de compactación de las placas así como un incremento en 
el tamaño del halo de oligómeros de Aβ (sugerente de un aumento de su capacidad tóxica) con la 
edad tanto en el subículo como en el hipocampo (Núñez-Díaz 2014), indicando una evolución 
dinámica de las propiedades de las placas con la progresión de la enfermedad.  
Estos resultados sobre los cambios dinámicos de las placas no han podido ser corroborados 
en las muestras de pacientes debido a la gran variabilidad de la patología amiloide que presenta el 
hipocampo y giro parahipocampal. Hubiese sido necesario analizar un mayor número de muestras 
para obtener datos significativos. Sin embargo, sí que hemos obtenido un incremento significativo 
del área ocupada por depósitos de Aβ oligomérico (positivos para el anticuerpo conformacional OC, 
Sarsoza et al. 2009) en la corteza perirrinal de los pacientes de Alzheimer (Braak V-VI), en 
comparación con los individuos de estadio leve y moderado de la patología tau (Braak II y Braak III-
IV).  
4.1.6. Las placas amiloides podrían ser una fuente de Aβ oligomérico soluble 
Aunque la carga amiloide total no se correlaciona bien con el deterioro cognitivo, los niveles 
de Aβ oligomérico sí que guardan una alta correlación con la demencia en la AD (Tomic et al. 2009; 
Mc Donald et al. 2010). De hecho, actualmente se cree que son las formas solubles de Aβ las 
principales causantes de la toxicidad sináptica y neuronal (Sakono y Zako 2010; Zempel et al. 2013; 
Crimins et al. 2013; Spires-Jones y Hyman 2014; Viola y Klein 2015). En este sentido, nuestro grupo 
ha determinado un aumento de los niveles de Aβ oligomérico soluble  en el hipocampo coincidente 
con el proceso neurodegenerativo de las células principales en nuestro modelo APP/PS1 (Jimenez 
et al. 2008). Es más, hemos demostrado que el Aβ oligomérico actúa inhibiendo la vía PI3k/Akt/GSK-
3β afectando así a la supervivencia neuronal (Jimenez et al. 2011). 
Dada la importancia de las formas solubles oligoméricas de Aβ en la AD, se han realizado 
numerosos estudios con el objetivo de determinar los niveles y naturaleza de estas especies tóxicas 
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en muestras de pacientes, obteniendo resultados contradictorios. Algunos autores han descrito 
grandes cantidades de formas monoméricas y diméricas de Aβ soluble (Mc Donald et al. 2010; Watt 
et al. 2013; Yang et al. 2013; Dohler et al. 2014; Rijal Upadhaya et al. 2014) mientras que otros han 
encontrado cantidades pequeñas de estas formas (Tomic et al. 2009; Esparza et al. 2013). Nuestro 
grupo ha publicado recientemente que las diferencias encontradas entre los distintos laboratorios en 
los niveles de Aβ soluble se deben al método empleado para la preparación de la fracción soluble S1, 
de forma que bajo determinadas condiciones de homogeneización del tejido (ej. sonicación) se 
provoca una movilización artefactual de Aβ desde las placas (Jimenez et al. 2014). Es por tanto, la 
pérdida de integridad de las placas la causa de un aumento de los niveles de Aβ soluble. En base a 
esto,  proponemos que las placas amiloides podrían sufrir, de forma  natural, cambios en su 
integridad durante la progresión de la patología y actuar como fuente de oligómeros de Aβ.  De 
cualquier forma, los niveles de Aβ soluble en el hipocampo de nuestras muestras humanas Braak V-
VI es muy pequeño (Jimenez et al. 2014) en consonancia con la escasa y tardía patología amiloide de 
esta región. Los bajos niveles de Aβ soluble en muestras de pacientes de Alzheimer contrasta con los 
altos niveles de tau fosforilado en la fracción S1, lo que sugiere que podrían ser principalmente las 
formas solubles de tau las desencadenantes del proceso neurodegenerativo en humanos.  La gran 
mayoría de los modelos transgénicos están basados en la sobreexpresión de APP y producción de Aβ, 
pero no forman ovillos neurofibrilares y no acumulan fosfo-tau soluble extracelularmente, lo que 
podría explicar la escasa muerte neuronal en dichos modelos en comparación con los pacientes.  
Independientemente de los escasos niveles de Aβ soluble en el hipocampo de los pacientes, 
el papel tóxico de estas formas es indiscutible. Los oligómeros solubles tienen un papel crítico en la 
patología interviniendo en las vías de señalización intracelulares implicadas en la plasticidad 
sináptica, en la neurogénesis y en la muerte neuronal, alteración de la función mitocondrial y 
lisosomal, alteraciones sinápticas, excitotoxicidad e hiperexcitación de circuitos neuronales, y 
activación de cascadas neuroinflamatorias en las células gliales (Crews y Masliah 2010; Viola y Klein 
2015). Los oligómeros solubles de Aβ pueden inducir apoptosis (Yamamoto et al. 2007), pueden 
unirse a receptores NMDA causando alteración de la homeostasis del calcio, estrés oxidativo y 
pérdida sináptica (De Felice et al. 2007) (De Felice et al. 2007; Shankar et al. 2007), pueden también 
inducir la pérdida de receptores de insulina en la membrana neuronal (Zhao et al. 2008)  y afectar a 
la actividad quinasa asociada a la LTP (Townsend et al. 2007). Además, los oligómeros de Aβ, 
mediante la unión al receptor Frizzled pueden incrementar la fosforilación de tau mediante la 
activación de la ruta de la GSK3β  (Magdesian et al. 2008). Por lo tanto, y sumando a las evidencias 
obtenidas en el modelo APP/PS1 y en otros estudios tanto en pacientes como en modelos animales, 
de que las placas provocan distrofias neuríticas y pérdida sináptica (Busche et al. 2008; Koffie et al. 
2009; Bittner et al. 2012), la formación de distrofias neuríticas asociadas a las placas, así como la 
pérdida neuronal observada en el hipocampo y corteza perirrinal de los pacientes (se discutirá más 
adelante) podría deberse a la liberación de oligómeros de Aβ por parte de los depósitos amiloides al 
parénquima nervioso. Por tanto, los niveles de Aβ oligomérico soluble de  dependería de la 
capacidad de las placas para liberar estas formas tóxicas. En apoyo a esta idea, se ha demostrado 
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experimentalmente la capacidad de lípidos endógenos presentes en el cerebro de desnaturalizar y 
resolubilizar fibras amiloides, así como el efecto perjudicial de estas formas solubles a nivel cognitivo 
en ratones (Martins et al. 2008). Esto implicaría que cambios en el contenido lipídico cerebral podría 
influenciar sobre los depósitos amiloides insolubles, considerados hasta ahora como estructuras 
inertes, liberando formas altamente tóxicas. 
La mayor parte de las estrategias terapéuticas para frenar la progresión de la enfermedad de 
Alzheimer  se basa  en la eliminación del péptido Aβ mediante inmunización (activa o pasiva), puesto 
que la hipótesis de la cascada amiloide es, a día de hoy, la más aceptada. Sin embargo, todas las 
terapias desarrolladas en modelos animales han resultado ineficaces al extrapolarlas a los pacientes 
(Lannfelt et al. 2014; Iqbal et al. 2014). Además, en algunas ocasiones se ha logrado reducir la carga 
de Aβ en los pacientes pero sin ninguna mejoría en la capacidad cognitiva (Rinne et al. 2010). La 
explicación más factible para el fracaso de estas terapias es que los cambios neuronales acontecidos 
20 años atrás por la acumulación de proteínas tóxicas son ya irreversibles. Es por este motivo, junto 
con la escasa correlación entre la carga amiloide y el deterioro cognitivo (Arriagada et al. 1992; 
Gomez-Isla et al. 1997; Perez-Nievas et al. 2013) que se ha cuestionado la hipótesis de la cascada 
amiloide así como la utilidad del péptido Aβ como diana terapéutica.  
Sin embargo, el hecho de que nuestras muestras de pacientes de Alzheimer presenten todos 
acumulación extracelular de Aβ con neuritas distróficas en el giro dentado, así como la presencia de 
formas solubles de Aβ tanto en los pacientes (aunque escasa) como en modelos APP/PS1, nos lleva a 
no poder descartar al Aβ como agente tóxico implicado, junto a fosfo-tau, en el proceso 
neurodegenerativo característico de esta patología. Es más, se propone la acción conjunta de ambas 
especies proteicas solubles (Aβ y fosfo-tau) como responsable de la toxicidad sináptica en la AD 
(revisado en Spires-Jones y Hyman 2014). 
Consideramos que sería importante analizar en mayor detalle la heterogeneidad de las 
placas amiloides en las distintas regiones y comprobar experimentalmente la capacidad tóxica de los 
diversos tipos de depósitos in vivo e in vitro. Es posible que la escasa correlación entre la carga 
amiloide y los síntomas en los pacientes se sustente en la patente variabilidad interindividual de la 
patología amiloide observada en las muestras humanas y al diferente potencial tóxico de dichas 
placas para liberar formas solubles.  
4.1.7. Los enfermos de Alzheimer desarrollan una extensa patología amiloide asociada a 
los vasos sanguíneos 
En el presente trabajo se ha identificado la existencia de Aβ en la pared de los vasos 
sanguíneos tanto en el hipocampo como en el giro parahipocampal de los individuos Braak IV-VI. El 
Aβ localizado en estos vasos podría involucrarse en  los procesos descritos en la hipótesis vascular, 
tales como la disfunción vascular y daños tisulares asociados. Esta hipótesis, que considera que la AD 
tiene su origen en una patología vascular (de la Torre 2002; Kalaria 2003), se basa en que los daños a 
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nivel vascular son factores de riesgo para esta enfermedad, en el solapamiento de la histopatología y 
síntomas de la AD con los de la demencia vascular, en la existencia de sustancias que mejoran la 
perfusión cerebral y reducen el riesgo de AD, en evidencias de que la hipoperfusión cerebral aparece 
precediendo la patología degenerativa y cognitiva, y en la angiopatía cerebral amiloide (ACC) 
asociada a la enfermedad de Alzheimer (Thal et al. 2008). 
Muchos de los modelos transgénicos para la AD presentan una severa ACC, como son los 
modelos APPDutch, SweDI, APP/FI (Philipson et al. 2010), en los que la ACC llega a comenzar incluso 
a los 3 meses de edad, puesto que estos animales presentan una elevada producción de Aβ1-40, el 
cual se deposita principalmente alrededor de los vasos. El Aβ se transporta a través de la barrera 
hematoencefálica y puede ser absorbido por la sangre mediante el receptor de LDL (LRP1), además 
de ser drenado perivascularmente junto con otros solutos del líquido intersticial a lo largo de los 
capilares y arterias (Tarasoff-Conway et al. 2015). Las placas de Aβ por tanto, pueden originarse 
también, como ya hemos comentado anteriormente, por un fallo en los sistemas de eliminación y 
aclaramiento del péptido Aβ, especialmente a través de circulación sanguínea. 
En una situación patológica como el Alzheimer, los niveles de neprilisina e IDE (enzimas que 
degradan el Aβ) también disminuyen de forma considerable, por lo que se acentúa el desvío del Aβ 
hacia la ruta de drenaje perivascular y la difusión de éste hacia la superficie del cerebro para 
depositarse en los espacios extracelulares del parénquima cerebral para formas las placas. La 
eliminación perivascular del péptido Aβ falla con la edad por el endurecimiento de las paredes de las 
arterias, por lo que se reduce la fuerza motriz para el drenaje del Aβ, además, este drenaje también 
se reduce fuertemente por la deposición de Aβ fibrilar, que no solo bloque el drenaje del Aβ sino 
también otros metabolitos solubles. Finalmente, se pierde la homeostasis y se deteriora el ambiente 
extracelular de las neuronas, lo que puede contribuir aún más  a la muerte neuronal y en general, al 
conjunto de los eventos tóxicos que ocurren en la AD. 
4.2. DISFUNCIÓN DE LA HOMEOSTASIS GLIAL EN LAS MUESTRAS 
HUMANAS CON PATOLOGÍA TIPO ALZHEIMER 
Se ha propuesto la existencia de un proceso neuroinflamatorio (activación glial) que podría 
desempeñar un papel clave en el desarrollo de la enfermedad de Alzheimer (Heneka et al. 2015), 
aunque todavía se desconoce si este  papel es perjudicial y/o beneficioso (Perry et al. 2010; 
Cunningham 2013; Aguzzi et al. 2013; Mizuno 2012; Latta et al. 2014). Clásicamente, la respuesta 
microglial se ha asociado al proceso neurodegenerativo que tiene lugar en esta enfermedad. La 
respuesta inflamatoria  conducida por la microglía conlleva  la liberación local de varios mediadores 
inflamatorios, como citoquinas potencialmente neurotóxicas,  la activación de la cascada del 
complemento y a la inducción de sistemas enzimáticos que originan especies reactivas de oxígeno 
sumamente citotóxicas (Cai et al. 2015; Mosher y Wyss-Coray 2014; Li et al. 2014). Además, la 
microglía activada también es capaz de reclutar astrocitos y activarlos, incrementando el proceso 
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inflamatorio y contribuyendo así a la cascada neurodegenerativa. Esta visión citotóxica de la 
activación microglial está basada principalmente en lo observado en modelos transgénicos de la 
enfermedad (Heneka et al. 2014). 
En base a que la implicación de la reactividad glial (microglía y astroglía) en la patología de la 
enfermedad de Alzheimer no es conocida y que la mayoría de la información, tanto a nivel molecular 
como celular ha sido obtenida a partir de modelos transgénicos de la enfermedad, en este trabajo de 
Tesis Doctoral hemos analizado la respuesta microglial y astroglial en muestras humanas  post 
mortem durante la progresión de los estadios de Braak. Nuestros datos revelan que, a diferencia de 
lo observado en modelos transgénicos de la enfermedad donde se observa una patente y progresiva 
activación microglial con el avance de la patología, el proceso de activación de dichas células 
microgliales en pacientes es muy limitado o parcial (exclusivamente asociado a placas amiloides 
fibrilares y exhibiendo cambios morfológicos moderados) existiendo además una significativa 
degeneración de la población microglial en los individuos con demencia (Braak V-VI). Este hecho 
subraya la necesidad de mejorar los modelos animales existentes para ésta enfermedad modificando 
la respuesta glial para que resulten útiles en la experimentación preclínica para el desarrollo de 
estrategias terapéuticas eficaces. 
4.2.1. Existe una limitada activación microglial en los pacientes, en contraposición a la 
extensa reactividad microglial de los modelos transgénicos de amiloidosis 
 Nuestro grupo de investigación ha descrito previamente la existencia de un proceso 
inflamatorio temprano, con activación microglial y astroglial, asociado temporal y físicamente a las 
placas de Aβ en el hipocampo y la corteza entorrinal del modelo APP751SL/PS1M146L, que progresa 
severamente con la edad (Jimenez et al. 2008; Moreno-Gonzalez et al. 2009). A edades tempranas (4 
meses), y coincidiendo con la acumulación extracelular de Aβ, en el hipocampo la microglía activada 
se encuentra exclusivamente rodeando las placas amiloides. Sin embargo, a la misma edad en la 
corteza entorrinal, la microglía reactiva también se encuentra en zonas interplaca, 
fundamentalmente en las capas profundas, donde abundan las placas. Esta respuesta inflamatoria 
temprana en la corteza entorrinal presenta un perfil potencialmente citotóxico (fenotipo M1), con 
expresión de citoquinas proinflamatorias (TNFα), coincidiendo temporalmente con el proceso 
neurodegenerativo acaecido en esta región cerebral (Moreno-Gonzalez et al. 2009). Sin embargo, en 
el hipocampo, la microglía activada alrededor de las placas muestra un fenotipo alternativo 
fagocítico (M2), con expresión de citoquinas anti-inflamatorias y factores neurotróficos y por tanto, 
con un posible papel neuroprotector. Esta diferenciación alternativa de la microglía en fases 
tempranas explicaría la escasa muerte neuronal que tiene lugar en el hipocampo de nuestro modelo 
durante ese periodo. Sin embargo, a edades más avanzadas (18 meses), la activación microglial se 
extiende a regiones interplaca del hipocampo mostrando, en este caso, un fenotipo clásico, con 
expresión de factores proinflamatorios (TNFα). Por lo tanto, en el hipocampo de nuestro modelo 
animal, la respuesta inflamatoria pasa de ser potencialmente neuroprotectora en fases tempranas de 
la patología, a mostrar un perfil citotóxico en las fases más avanzadas coincidiendo con el incremento 
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de formas oligoméricas solubles de Aβ en el parénquima hipocampal. Estas formas solubles de los 
modelos, además de estimular a la microglía, afectan directamente a las neuronas incrementando su 
vulnerabilidad (Carriba et al. 2015). En base a estos hechos, parece que la microglía ejercería un 
papel citotóxico para las neuronas en la patología del Alzheimer.  
En el presente trabajo de Tesis Doctoral hemos identificado que en el hipocampo y giro 
parahipocampal de los pacientes de Alzheimer tiene lugar una limitada activación microglial asociada 
a los depósitos extracelulares de Aβ, en contraposición a lo descrito en los modelos APP/PS1  En su 
conjunto, estos datos implican, por una parte, que los actuales modelos transgénicos (sobre todo los 
basados en la sobre-expresión de Aβ) no mimetizan la respuesta microglial observada en los 
pacientes de Alzheimer, y por otra parte la necesidad de reevaluar la hipótesis de la respuesta 
neuroinflamatoria en esta enfermedad. 
 Esta afirmación de una activación microglial parcial en las muestras humanas de Alzheimer 
está basada en las características morfológicas que adquieren las células microgliales cuando se 
diferencian y se activan (hipertrofia del cuerpo y acortamiento y ensanchamiento de las 
prolongaciones, entre otras) que si bien no son demasiado evidentes, las presentan los grupos o 
clusters de microglía asociados a las placas en las muestras humanas. Esta apreciación también 
coincide con el aumento en la expresión de Iba1, CD68 y CD45 en los casos de individuos con 
demencia (Braak V-VI), localizándose la inmunotinción para estos marcadores  fundamentalmente en 
estas agrupaciones de microglía reactiva. Además, existe un incremento significativo de los niveles de 
ARNm para los marcadores de activación CD68 y CD45, lo que apoya la idea de que las placas de Aβ 
inducen activación microglial, como era de esperar. CD45, es un conocido receptor de membrana 
expresado en la superficie de todos los leucocitos, y en la actualidad empleado como marcador de 
macrófagos periféricos y linfocitos T (CD45high) (Hickman et al. 2013; Varvel et al. 2012; Butovsky 
et al. 2014). Sin embargo, la población de células microgliales reactivas también son capaces de 
expresar grandes cantidades de esta proteína (CD45medium), en comparación con la microglía en 
estado quiescente (CD45low) (Greter et al. 2015). 
A pesar de que estos resultados indican que durante la progresión de la patología, los 
pacientes desarrollan un proceso de activación microglial en paralelo con la acumulación de Aβ, 
dicha respuesta microglial es limitada y se encuentra restringida a las placas (en concreto, a las placas 
de naturaleza neurítica) a diferencia de lo que ocurre en nuestro modelo APP/PS1 (Jimenez et al. 
2008) y otros modelos que sobreexpresan Aβ (revisado en Birch, Katsouri, y Sastre, 2014) con 
microglía reactiva en regiones interplaca también, y de lo descrito por otros autores en pacientes de 
Alzheimer (Serrano-Pozo et al. 2013a, 2013b) y en diversas enfermedades neurodegenerativas 
(Revisado en Heneka, Kummer, y Latz 2014). 
Tras la identificación de esta limitada activación microglial en muestras de hipocampo y giro 
parahipocampal de pacientes de Alzheimer, analizamos el fenotipo adoptado por la microglía 
reactiva. Como ya se ha descrito anteriormente, en los animales APP/PS1 se produce una respuesta 
inflamatoria microglial predominantemente de naturaleza alternativa (M2) alrededor de las placas en 
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animales jóvenes, y una activación clásica o proinflamatoria (M1) en regiones interplaca del 
parénquima, que aparece en ratones viejos en el hipocampo y en ratones jóvenes en la corteza 
entorrinal. Debido a las limitaciones de inmunorreactividad del tejido  post mortem y a la falta de 
buenos anticuerpos para marcadores M1/M2(a,b,c) en tejido humano, en este trabajo no hemos 
podido caracterizar en detalle el fenotipo(s) de la microglía reactiva en los pacientes de Alzheimer, a 
excepción de la citoquina proinflamatoria TNFα, y aunque se discutirá más adelante, en nuestras 
muestras humanas son los astrocitos y no la microglía, la población glial encargada de producir esta 
citoquina potencialmente citotóxica. Sin embargo, el grupo del Dr. Vitorica ha realizado estudios 
moleculares de los niveles de expresión de ARNm de las principales citoquinas proinflamatorias y 
antiinflamatorias en estas mismas muestras humanas determinando la existencia de una respuesta 
microglial leve con un fenotipo mixto M1-M2c (Navarro, 2015). Existe una gran controversia entre los 
resultados obtenidos por los distintos grupos de investigación en el estudio del fenotipo microglial 
que desarrollan los pacientes de Alzheimer. En este sentido, tanto la activación de la respuesta 
inflamatoria M1, como la respuesta alternativa M2, así como ambos tipos de respuestas han sido 
descritas en pacientes de Alzheimer. En base a estos datos, y debido a la leve y limitada activación 
microglial hallada en los pacientes dementes Braak V-VI, la caracterización del M1/M2 en muestras 
humanas no ha sido un objetivo primordial de esta Tesis Doctoral. 
Estos hechos ponen de manifiesto la existencia de una diferente respuesta inmune innata en 
modelos transgénicos y pacientes de AD, y que podría ser una de las causas de los múltiples fracasos 
terapéuticos de las estrategias antiinflamatorias probadas hasta la fecha en pacientes (Meinert et al. 
2009; Breitner et al. 2011; Jaturapatporn et al. 2012; The Alzheimer’s Disease Anti-inflammatory 
prevention Trial Research Group 2013). De hecho, una posible explicación a este fracaso traslacional 
a la clínica humana podría estar fundamentada en la diferente respuesta microglial entre modelos y 
humanos. La existencia de diferencias en el perfil de citoquinas y mediadores de la respuesta 
inflamatoria entre pacientes de Alzheimer y modelos animales APP/PS1, así como diferencias a nivel 
regional y en función del estadio de la enfermedad, ha sido también recientemente descrito 
mediante análisis genómico funcional (López-González et al. 2015). Es de destacar por tanto la 
complejidad y heterogeneidad de la respuesta inflamatoria, y la necesidad de descifrar las diferencias 
entre modelos y pacientes con idea de desarrollar terapias más eficaces. 
4.2.2. Posible papel de la microglía activada en la dinámica de formación/compactación y/o 
eliminación de los depósitos fibrilares 
Las placas de Aβ pueden inducir un proceso neuroinflamatorio con activación microglial. Los 
factores que inducen esta activación no son bien conocidos. Estudios in vivo mediante el empleo del 
microscopio multifotón demuestran que las placas amiloides extracelulares recién formadas son 
capaces de reclutar y activar a las células microgliales (Meyer-Luehmann et al. 2008). Por otro lado, 
las células microgliales activadas pueden tener funciones beneficiosas o neuroprotectoras como 
frenar la formación de placas mediante fagocitosis restringiendo el crecimiento de los depósitos (Cai 
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et al. 2015; Heneka et al. 2015; Condello et al. 2015) o convertir el Aβ oligomérico soluble en formas 
fibrilares (Nagele et al. 2004). En esta línea, recientemente se ha relacionado determinadas 
mutaciones con pérdida de función en TREM2 (del inglés Triggering Receptor expressed on myeloid 
cells 2), un receptor de membrana de las células microgliales implicado en los procesos fagocíticos 
(revisado en Lue, Schmitz, y Walker 2014), como factor de riesgo en la enfermedad de Alzheimer 
(Guerreiro et al. 2013; Neumann y Daly 2012).  
En este sentido, nuestros experimentos de doble marcaje inmunohistoquímico para Aβ (4G8) 
y microglía (Iba1) muestran como las células microgliales que rodean las placas de la formación 
hipocampal (en concreto las del giro dentado y subículo) de los individuos Braak IV-VI presentan Aβ 
intracelular, tanto en el cuerpo celular como en las prolongaciones.  
Para comprobar que, efectivamente, la microglía reactiva asociada a las placas de estos 
pacientes presenta un fenotipo fagocítico se han analizado varios marcadores, a nivel de expresión 
de ARNm, implicados en la eliminación/degradación del péptido β-amiloide, como son MSR-1 (del 
inglés Macrophage Scavenger Receptor 1), CD36, SIRPβ1 (del inglés Signal Regulatory Protein β 1), 
TREM2 y CD33 (Hickman et al. 2008; Gaikwad et al. 2009; Heppner et al. 2015; Griciuc et al. 2013). 
Tan solo los marcadores MSR-1 y SIRPβ1 muestran un incremento significativo en su expresión en los 
pacientes de Alzheimer con respecto a los individuos control. La diferente reactividad que presentan 
las placas de Aβ, con independencia del estadio de Braak en el que se clasifica la muestra, así como la 
disfunción microglial que se desarrolla en las muestras Braak V-VI (discutido más adelante) podría 
explicar que los niveles de ARNm de TREM2, CD33 y CD36 no muestren cambios en los pacientes de 
Alzheimer.  
Sin embargo, junto con los resultados inmunohistoquímicos obtenidos, estos datos apoyarían 
un posible papel fagocítico de la microglía activada que rodea las placas, aunque también sugieren la 
posibilidad de un papel en la formación/compactación de los depósitos extracelulares de Aβ. En 
relación a esto último, diferentes placas de un mismo individuo muestran como aquellas con 
amiloide más laxo (aparentemente en fases iniciales de formación) se encuentran rodeadas por 
células microgliales con una gran cantidad de Aβ en su interior, mientras que las placas más 
compactas  (aparentemente más maduras) se hallan asociadas con una menor cantidad de microglía 
con amiloide intracelular, lo que podría estar indicando un proceso temporal de formación de placas 
con la participación activa de la población microglial en la fibrilización/compactación del amiloide, 
como ya se ha sugerido previamente (Nagele et al. 2004; Condello et al. 2015). 
Por tanto, en el hipocampo y giro parahipocampal de las muestras humanas analizadas la 
microglía podría estar ejerciendo un papel protector, concentrando/fibrilizando el Aβ soluble en 
depósitos insolubles y así evitar su difusión por el parénquima y por tanto, previniendo el efecto 
tóxico sobre las neuronas circundantes. 
Además, los estudios de microscopía láser confocal han demostrado que, con independencia 
del estadio de Braak al que pertenezcan las muestras  post mortem analizadas, son las placas de 
naturaleza neurítica (con distrofias APP-positivas) las que tienen la capacidad de activar a las células 
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microgliales y, reclutarlas a la periferia de los depósitos extracelulares, en el caso de las placas 
fibrilares del giro dentado  y subículo, o bien movilizarlas al interior del amiloide, como ocurre en el 
caso de las placas de tipo clásico encontradas en la región CA1 y en el giro parahipocampal, donde la 
microglía se localiza rodeando el núcleo (core) fibrilar, de nuevo indicando una posible interacción 
compactación/fagocítica.  
Sin embargo, los ratones transgénicos APP/PS1 no reproducen esta relación diferencial 
microglía/placa específica de la región y del tipo de Aβ, ya que en nuestro modelo animal las placas 
que se desarrollan son siempre fibrilares y neuríticas y por tanto, se encuentran invariablemente 
rodeadas y muy raramente infiltradas, por células microgliales activadas, de manera similar a como 
ocurre en el giro dentado de las muestras humanas.  
Aun así, no todas las placas fibrilares y neuríticas de los pacientes de Alzheimer exhiben la 
capacidad de provocar respuesta microglial. De hecho, algunos individuos de estadio Braak V-VI 
presentan placas totalmente desprovistas de células microgliales, y aunque esta cuestión se discute 
más adelante, este hecho podría deberse a la pérdida de reactividad por parte del amiloide, aislado y 
cicatrizado por las células gliales, convirtiendo a la placa en una estructura más inerte.  
4.2.3. Las células microgliales activadas no tienen un origen periférico 
En los últimos años son numerosos los estudios que justifican la amplia respuesta microglial 
asociada a la patología amiloide que tiene lugar en los modelos animales de Alzheimer, con una 
entrada de monocitos y macrófagos periféricos que, una vez extravasados, pueden adquirir un 
fenotipo microglial e infiltrarse en el parénquima nervioso hasta alcanzar los depósitos extracelulares 
de Aβ (Jay et al. 2015; Butovsky et al. 2014). Incluso se ha demostrado en un modelo animal de 
encefalomielitis autoinmune (EAE) que son los monocitos infiltrados los que contribuyen a la 
progresión de la enfermedad y no la microglía residente (Ajami et al. 2011). Además, monocitos, 
macrófagos y microglía activada presentan una morfología y marcadores similares, por lo que existe 
una gran controversia en cuanto a la nomenclatura que define estas poblaciones y a los marcadores 
que deben emplearse para diferenciar la microglía de la población de células mieloides infiltradas 
(Ransohoff y Cardona 2010). 
Además, el clásico marcador de microglía Iba1, empleado en este trabajo, es expresado 
también en las diferentes poblaciones de células mieloides pudiendo por consiguiente, marcar tanto 
microglía residente como macrófagos/monocitos infiltrados. Este posible origen periférico de la 
microglía se encuentra apoyado por el incremento con la edad en la inmunorreactividad, alrededor 
de las placas, del marcador CD45 (macrófagoshigh/microglíalow) en nuestro modelo animal APP/PS1 y 
por la gran infiltración de linfocitos T (positivos para CD45 y CD3) en estos animales (este trabajo y 
Jimenez et al., 2008). Por otro lado, las muestras humanas Braak V-VI presentanan un marcaje 
CD45medium en la microglía reactiva que rodea las placas y, a diferencia de los ratones transgénicos, 
manifiestan una escasa infiltración de linfocitos T en el parénquima y una ligera acumulación a nivel 
perivascular de células CD45high y MRC-1-positivas, indicando una limitada extravasación de 
macrófagos hacia el parénquima nervioso. A nivel molecular, los individuos Braak V-VI muestran 
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también un incremento en los niveles de expresión, medidos por RT-PCR, tanto de la quimiocina 
CCL2 (Navarro 2015), considerada señal de reclutamiento para monocitos, macrófagos y linfocitos 
(Bose y Cho 2013) como de su receptor CCR2 (Navarro 2015), marcador de macrófagos vasculares 
(Naert y Rivest 2012). 
Por tanto, los datos obtenidos tanto en el modelo murino APP/PS1 como en los pacientes de 
Alzheimer son compatibles con el posible origen periférico de las células microgliales activadas que 
se asocian a las placas, tal y como demuestra el estudio de Jay y colaboradores (Jay et al. 2015). 
Sin embargo, nuestro estudio cuantitativo de la expresión de ARNm de los marcadores de 
activación microglial llevado a cabo en muestras de hipocampo de ratones APP/PS1 de 18 meses de 
edad (con microglía y macrófagos) y en cultivos de microglía estimulada con LPS, en el que se obtiene 
un idéntico perfil CD45+/CCR2+/CX3CR1-/P2ry12- en ambos casos, demuestra que la microglía 
reactiva es capaz de imitar el perfil de expresión de los macrófagos periféricos. Además, cabe 
destacar en ambos casos el bajo nivel de expresión del receptor de fractalquina CX3CR1 en paralelo 
al aumento de CCR2, marcadores de microglía residente y macrófagos, respectivamente (Greter et al. 
2015). Más aún, las células microgliales adultas estimuladas in vitro por LPS pierden la expresión del 
receptor purinérgico P2ry12, marcador también de microglía residente (Butovsky et al. 2014; 
Hickman et al. 2013; Chiu et al. 2013; Jay et al. 2015). Todos estos datos indican que los perfiles de 
activación que exhiben tanto los modelos transgénicos como los pacientes de Alzheimer pueden ser 
explicados por la activación microglial en ausencia de infiltración de macrófagos, en contra de lo que 
sugieren otros investigadores (Butovsky et al. 2014). Por tanto, nuestros datos cuestionan la idea 
actual de un origen periférico de la microglía activada en esta enfermedad neurodegenerativa y 
ponen de relieve la necesidad de identificar nuevos marcadores que permitan diferenciar 
específicamente a las células microgliales de los macrófagos periféricos. 
4.2.4. Existe un marcado proceso degenerativo de la microglía en los pacientes, mientras que en 
modelos animales la microglía se activa  y prolifera con el avance de patología. 
En los últimos años son muchos los trabajos que han caracterizado un nuevo fenotipo 
microglial, distinto de la activación inflamatoria, relacionado con la disfunción de esta población: la 
microglía senescente o distrófica (revisado en Kettenmann, Kirchhoff, y Verkhratsky 2013; Mosher y 
Wyss-Coray, 2014; Streit, 2006; Streit et al., 2014). La disfunción de la microglía, que se reconoce 
morfológicamente por la atrofia del cuerpo celular y la pérdida/fragmentación de sus prolongaciones 
(citorrexis) ha sido relacionada tanto con el envejecimiento cerebral no patológico (Streit et al. 2004) 
así como con diversas enfermedades neurodegenerativas, como la enfermedad de Creutzfeldt-Jacob 
(Eitzen et al. 1998), el síndrome de Down (Xue y Streit 2011) o la enfermedad de Alzheimer (Streit 
2004). Además, desde que han sido identificadas determinadas mutaciones con pérdida de función 
en TREM2 (receptor de las células microgliales implicado en los procesos fagocíticos) como factor de 
riesgo para el Alzheimer (Neumann y Daly 2012; Guerreiro et al. 2013), adquiere más importancia la 
implicación de la senescencia microglial en el progreso de esta enfermedad. 
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En línea con esta nueva corriente y tras comprobar la leve activación microglial que se 
produce en el hipocampo y giro parahipocampal de los pacientes con patología tipo Alzheimer en 
comparación con nuestro modelo APP/PS1 (Jimenez et al. 2008; Moreno-Gonzalez et al. 2009) y 
otros modelos transgénicos de amiloidosis (Rodríguez et al. 2013) nos planteamos la posibilidad de 
que la microglía pudiera estar presentando un fenotipo disfuncional. En este sentido, el marcaje para 
Iba1 en el giro dentado de las muestras Braak V-VI presenta una menor inmunorreactividad en 
comparación con los individuos Braak II además de una redistribución espacial de las células 
microgliales, perdiendo de este modo la equidistancia mantenida entre sí por las células microgliales 
en estadios iniciales de la enfermedad. Estos resultados sugerentes de degeneración microglial en el 
giro dentado de los pacientes dementes fueron corroborados por una disminución significativa del 
porcentaje del área ocupada por las células microgliales en esta región. Además, el análisis de la 
distribución espacial de la población celular Iba1-positiva a lo largo de los estadios de Braak reveló 
que en el giro dentado de los pacientes de Alzheimer las células microgliales adoptan una 
distribución espacial heterogénea, con zonas aglomeradas relacionadas con las placas de Aβ, y zonas 
vacías en la que se pierde el “dominio espacial” asociado a cada célula microglial. Sin embargo, el 
recuento estereológico de la densidad (células/mm3) de células Iba1-positivas no proporcionó un 
resultado significativo de pérdida microglial en los individuos Braak V-VI, debido a la clara 
diferenciación de dos grupos en las muestras analizadas, en las que el 50% de los casos exhibe una 
severa disminución de la población microglial mientras que el otro 50% no varía su densidad 
numérica con respecto a los individuos de estadio leve Braak II (aunque sí presentan características 
morfológicas patológicas). Esto podría deberse a las diferencias en la duración temporal de la fase 
avanzada Braak V-VI de los pacientes, de modo que posiblemente aquellos individuos con una 
evolución clínica de demencia de mayor tiempo podrían ser los que exhiben una mayor degeneración 
microglial en el giro dentado ya que pudieron permanecer durante más tiempo expuestas al 
ambiente citotóxico y degenerativo generado por las formas tóxicas de Aβ y fosfo-tau y presentando 
de esta manera una mayor vulnerabilidad de estas células a los procesos que acompañan la patología 
y el propio envejecimiento cerebral. Al no disponer de los datos de la historia clínica de cada 
paciente, una de las principales limitaciones de nuestro estudio, no podemos afirmar esta suposición. 
Por ello, sería de gran interés repetir este estudio en muestras  post mortem con historial clínico 
definido y en la actualidad nuestro grupo se encuentra gestionando la obtención de dichas muestras 
para el próximo proyecto (2016-2018) ya aprobado por el Instituto de Salud Carlos III. 
Las células Iba1-positivas también se encuentran afectadas por un proceso degenerativo en 
la región CA3 de los pacientes de Alzheimer, ocupando una menor área inmunorreactiva significativa, 
redistribuyéndose espacialmente hacia las placas y exhibiendo características morfológicas típicas del 
fenotipo microglial senescente (Streit et al. 2004) como ocurre en el giro dentado. Sin embargo, en la 
región CA1 y en la corteza perirrinal del giro parahipocampal no se observaron cambios significativos 
en cuanto al área ocupada por estas células. Esta diferencias regionales en la vulnerabilidad 
microglial podría deberse a diferencias en la reactividad de las placas de Aβ sobre la microglía.  Otro 
posible factor implicado en la degeneración microglial es la hipoxia, de tal forma que un ambiente 
más hipóxico en la región del giro dentado y CA3, por su situación anatómica  y vascular, les 
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conferiría  una gran vulnerabilidad a estas regiones afectando directamente a la supervivencia de las 
células microgliales y/o bien a su capacidad de proliferación. En relación a esto último, nuestros 
datos indican una escasa proliferación celular en las muestras humanas  post mortem. 
 Se ha descrito que los pacientes con problemas de isquemia e infartos cerebrales en los que 
ocurren situaciones de hipoxia, son más susceptibles a padecer Alzheimer (revisado en Pendlebury y 
Rothwell 2009; Savva y Stephan 2010; Pendlebury 2012). En este sentido, diversas evidencias 
sugieren que la hipoxia promueve la patogénesis del Alzheimer (Zhang y Le 2010; Villarreal et al. 
2014). Es más, se ha demostrado en modelos animales que la hipoxia aumenta los niveles de Aβ, 
induce la fosforilación de tau y provoca déficits cognitivos (Gao et al. 2013; Zhang et al. 2014). La 
hipoxia aumenta los niveles de BACE1, incrementado la via amiloidogénica y la producción de Aβ, a 
través del factor inducible por hipoxia HIF1alfa (Zhang et al. 2007). Un aumento de los niveles de 
Hif1alfa en cerebro de modelos animales ha sido también descrito (Soucek et al. 2003). Datos 
preliminares del Dr. Vitorica indican un aumento de los niveles del factor HIF1alfa en nuestras 
muestras  post mortem de Alzheimer. Todos estos datos apoyarían un posible papel de la hipoxia en 
la progresión de la patología. En la actualidad se están realizando estudios, en colaboración con otros 
grupos de investigación (Dr. A. Pascual y Dr. Vitorica del IBIS de Sevilla), para conocer el efecto de la 
hipoxia sobre la supervivencia microglial, in vivo e in vitro, y su repercusión sobre la patología del 
Alzheimer. 
Por tanto, hasta el momento podríamos concluir que los enfermos de Alzheimer, a diferencia 
de los modelos transgénicos, presentan una ligera respuesta microglial, con escasos cambios 
morfológicos asociados al proceso de activación restringida a las placas de Aβ y que, en regiones 
como el giro dentado y CA3, tiene lugar además, un proceso de degeneración microglial acusado. 
Desconocemos las causas de esta menor reactividad/degeneración microglial en los pacientes, 
aunque nuestros estudios in vitro indican un papel tóxico selectivo sobre la microglía de las formas 
solubles de fosfo-tau (ver más adelante). 
 Hasta ahora se aceptaba la idea clásica incluida en la hipótesis de la cascada amiloide de que 
la microglía activada y reclutada por los depósitos amiloides, en un intento de fagocitar y eliminar el 
material agregado fibrilar e insoluble de las placas, secreta una serie de sustancias proinflamatorias y 
citotóxicas que contribuyen a la neurodegeneración (Rogers et al. 2002). Sin embargo, existen 
numerosos ejemplos en la bibliografía de células microgliales “activadas” en el interior o rodeando 
los depósitos de Aβ de los pacientes de Alzheimer cuya morfología se corresponde más bien con la 
de microglía senescente (Kaneko et al. 1989; Itagaki et al. 1989; Head et al. 2001). Además, han sido 
muchos los trabajos in vitro que han demostrado los efectos perjudiciales sobre la microglía tras la 
exposición con péptidos de Aβ y con placas aisladas de pacientes de Alzheimer (Korotzer et al. 1993; 
Flanary y Sammons 2007), incluso Krabbe y colaboradores han confirmado la disfunción fagocítica de 
la microglía asociada a la deposición de Aβ en dos modelos animales de Alzheimer (Krabbe et al. 
2013). En esta línea, hemos advertido en algunos pacientes Braak V-VI áreas totalmente despobladas 
de microglía, incluso en regiones próximas a las placas, tanto en el giro dentado como en otras 
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regiones del hipocampo y del giro parahipocampal. Más aún, determinados depósitos de Aβ en estos 
pacientes presentan escasas células de microglía alrededor, las cuales además, exhiben 
características morfológicas patológicas. De forma similar, a nivel periférico se ha descrito que una 
respuesta inflamatoria defectuosa, incluyendo la muerte de macrófagos en fases tempranas, 
promueve la progresión y gravedad de las lesiones ateroscleróticas (Tabas 2010; Moore et al. 2013). 
Podríamos deducir por consiguiente, que los depósitos amiloides, entre otros factores 
(revisado en Streit et al. 2014), contribuyen a la disfunción de la microglía en los enfermos de 
Alzheimer, de manera que las células microgliales, tras permanecer un tiempo activadas en un 
intento de fagocitar/compactar el Aβ, acaban degenerando contribuyendo así al aumento de la carga 
amiloide y al agravamiento de la patología. 
Para profundizar en el estudio de la degeneración microglial y comprobar que la pérdida de 
células Iba1-positivas no se debe a una pérdida del fenotipo, se ha analizado otro marcador 
microglial, el receptor purinérgico P2ry12, que tras los estudios de expresión génica diferencial de la 
población de macrófagos y microglía, ha sido ampliamente reconocido como marcador de microglía 
adulta residente (Hickman et al. 2013; Butovsky et al. 2014; Chiu et al. 2013). Al igual que ocurre con 
la población de células Iba1-positivas, la microglía positiva para P2ry12 también se encuentra 
afectada por un proceso degenerativo en los pacientes de Alzheimer, de manera que el área ocupada 
por estas células es significativamente menor en las muestras Braak V-VI en comparación con los 
individuos de estadios leves y moderados, y esto ocurre en todas las regiones del hipocampo y del 
giro parahipocampal analizadas (giro dentado, CA3, CA1 y corteza perirrinal). Sin embargo, a 
diferencia de lo observado con el marcador de microglía general Iba1, las células P2ry12-positivas no 
se agregan alrededor de las placas en los pacientes dementes.  
Para esclarecer este punto y comprobar que el marcador P2ry12 no se expresa en la 
microglía reactiva, se han llevado a cabo análisis de microscopía láser confocal. Efectivamente y 
como cabría esperar, hemos demostrado que las células microgliales reactivas asociadas 
íntimamente con las placas seniles presentan el fenotipo Iba1+/P2ry12-, de acuerdo con las recientes 
observaciones descritas por otros autores (Butovsky et al. 2014; Jay et al. 2015).  
Así mismo, el análisis cuantitativo de los niveles de expresión de ARNm del receptor de 
fractalquina CX3CR1, marcador diferencial de microglía residente/quiescente (revisado en Greter 
et al. 2015), y de P2ry12 muestran también una disminución significativa en los pacientes Braak V-VI, 
en comparación con los controles y los individuos Braak II, apoyando de esta manera nuestros 
resultados inmunohistoquímicos. En línea con nuestros resultados de una reducida respuesta 
microglial en fases avanzadas de la enfermedad, una disminución en la expresión génica de 
citoquinas tanto proinflamatorias como antiinflamatorias en individuos en estadios avanzados Braak 
V-VI en comparación con los estadios III-IV ha sido descrita (López-González et al. 2015).  
La pérdida de homeostasis microglial podría promover y acelerar la patología del Alzheimer. 
En este sentido, se ha demostrado que la deficiencia de CX3CR1 (receptor acoplado a proteína G 
expresado exclusivamente en microglía y que media la comunicación neurona-microglía) acelera la 
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fosforilación y agregación de tau, así como el deterioro cognitivo en un modelo hTau  (Bhaskar et al. 
2010). Además, la deficiencia en este receptor microglial acelera la neurodegeneración en modelos 
animales de Parkinson y esclerosis lateral amiotrófica (Cardona et al. 2006). 
Las células microgliales degenerativas presentan alteraciones en el metabolismo del hierro, 
acumulando grandes cantidades de ferritina, una proteína transportadora del hierro. Es por ello que 
la ferritina ha sido usada de manera específica como marcador de microglía distrófica (Lopes et al. 
2008), aunque su uso inmunohistoquímico ha sido siempre bien conocido como marcador general de 
microglía (Kaneko et al. 1989). En este sentido, nuestras muestras Braak V-VI presentan un 
abundante marcaje para ferritina en comparación con los individuos de estadios leves y moderados, 
si bien las regiones más afectadas son CA1 y subículo. Además, las células microgliales positivas para 
ferritina presentan, efectivamente, rasgos morfológicos senescentes, como era de esperar. El hecho 
de que el giro dentado de los pacientes dementes presente una menor inmunorreactividad para 
ferritina puede deberse a que las células microgliales de esta región hayan perdido completamente 
su funcionalidad, y que las que se encuentran en CA1 y subículo se hallen en etapas más tempranas 
de degeneración. En apoyo de nuestros datos, se ha descrito en muestras de pacientes con síndrome 
de Down (quienes desarrollan características histopatológicas tipo-Alzheimer) la existencia de una 
patología microglial acusada con pérdida de células microgliales y presencia de microglía distrófica 
positiva para ferritina (Xue y Streit 2011). 
Sin embargo, la microglía asociada a las placas de Aβ también presenta una gran 
inmunorreactividad, al igual que ocurre en nuestro modelo APP/PS1, en el que la marca para ferritina 
se concentra alrededor de los depósitos extracelulares. Por consiguiente, podríamos determinar que 
el marcador de senescencia microglial ferritina se sobreexpresa también en la microglía reactiva que 
se encuentra asociada a las placas seniles, que podría explicarse por la asociación que existe entre la 
acumulación del hierro y la producción de especies reactivas de oxígeno, dependiente del hierro, 
durante la respuesta proinflamatoria (Recalcati y Locati, 2010).  
Por tanto, podemos concluir que la población general de microglía, así como las células 
microgliales quiescentes, con fenotipo Iba1+/P2ry12+, exhiben una menor área inmunorreactiva, 
además de características morfológicas senescentes en el giro dentado de los pacientes de Alzheimer 
(Braak V-VI). Además, las células P2ry12-positivas también son vulnerables a este proceso 
degenerativo en CA1 y la corteza perirrinal. Estas diferencias entre ambas poblaciones pueden 
justificarse por el cambio de fenotipo por parte de las células quiescentes que, cuando se activan y 
migran hacia la placa, dejan de expresar el marcador P2ry12 y por consiguiente, disminuye la 
densidad de células inmunoteñidas en todas las regiones del hipocampo y giro parahipocampal. 
Además, lejos de lo que cabría esperar, como ya hemos demostrado, no se produce infiltración de 
monocitos/macrófagos vasculares ni proliferación microglial para reponer la pérdida de células 
microgliales en el parénquima interplaca. 
En relación con esto último, el análisis de la expresión a nivel de proteína y ARNm del 
marcador de proliferación celular Ki67 a lo largo de los estadios de Braak muestra un pequeño 
aumento, no significativo, de proliferación, escaso para compensar la pérdida de las células 
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microgliales. A diferencia de lo que ocurre en modelos animales de la AD, en los que se ha descrito 
no solo aumento en la activación sino también en la proliferación microglial a lo largo de la patología 
(revisado en Gomez-Nicola y Perry, 2014). En apoyo a nuestros resultados, recientemente se ha 
descrito en la corteza temporal de pacientes de AD la existencia de activación microglial en ausencia 
de proliferación (Serrano-Pozo et al. 2013a).  
En colaboración con el Dr. Vitorica, se ha determinado la toxicidad in vitro de las fracciones 
solubles S1 de hipocampo humano y del modelo APP/PS1 sobre células microgliales en cultivo, 
mediante citometría de flujo, para comprobar la vulnerabilidad de la microglía en los pacientes 
frente a la de los modelos animales. Se ha demostrado que la microglía sufre un proceso apoptótico 
tras el tratamiento con las fracciones S1 de pacientes en fases avanzadas Braak VI. En concreto, la 
inmunodepleción de la fracción S1 de individuos Braak V-VI para Aβ no modifica la viabilidad celular, 
sin embargo la inmunodepleción con el anticuerpo AT8 de la fracción S1 de individuos Braak V-VI 
bloquea el efecto tóxico de esta fracción soluble sobre la microglía. Sin embargo, el tratamiento en 
paralelo con las mismas fracciones S1 humanas  de individuos Braak II y Braak V-VI utilizando una 
línea celular de astrocitos no muestra ningún efecto tóxico. Por otra parte, fracciones S1 
equivalentes, obtenidas a partir de hipocampo de modelos APP/PS1 de 6 y 18 meses de edad, no 
muestran ningún efecto tóxico para la microglía Bv2. Estos datos por tanto, corroboran los resultados 
observados de degeneración microglial en el hipocampo y giro parahipocampal de pacientes de 
Alzheimer en contraposición con la extensa activación microglial mostrada por los ratones APP/PS1 
durante la progresión de la enfermedad. Además, estos resultados sugieren que no se trata del 
péptido Aβ sino de tau hiperfosforilado el potencial agente  tóxico responsable del declive microglial 
con la progresión de la enfermedad. 
Teniendo en cuenta las evidencias que ponen de manifiesto la capacidad que poseen las 
células microgliales de moderar la patología amiloide por la función fagocítica y de compactación del 
Aβ, pudiéndose unir a oligómeros y fibras de Aβ, en conjunto con los recientes hallazgos de las 
variantes genéticas asociadas a factores de riesgo de la enfermedad de Alzheimer en genes 
microgliales que codifican proteínas implicadas en la eliminación del amiloide (TREM2, CD33 y CR1) 
(revisado en Heppner, Ransohoff, y Becher 2015), podemos afirmar que la senescencia microglial 
juega un papel relevante en la enfermedad de Alzheimer, con consecuencias deletéreas al no poder 
frenar la acumulación de las formas tóxicas de Aβ (Condello et al. 2015). La disfunción microglial, 
bien causada por alteraciones genéticas o por la prolongada exposición al ambiente citotóxico que 
provoca la acumulación de Aβ y/o la difusión de formas solubles de fosfo-tau, culmina finalmente en 
un estado distrófico, reconocido por las características morfológicas que adquieren las células 
(distrofia del cuerpo, fragmentación y pérdida de prolongaciones). Además, en este estado, la 
población microglial pierde su función fisiológica trófica y protectora sobre las neuronas, 
comprometiendo la integridad neuronal y contribuyendo de esto modo a la neurodegeneración que 
tiene lugar en el curso de la enfermedad de Alzheimer. En línea con esta nueva corriente en la que se 
demuestra que la enfermedad de Alzheimer está relacionada con un proceso de disfunción microglial 
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más que con la activación de esta población, nuestro grupo de investigación ha llevado a cabo un 
estudio sobre el efecto de la inmunosupresión de la respuesta inmune innata (mediante tratamiento 
farmacológico con prednisona y ciclosporina ) en la progresión de la patología que se desarrolla en el 
hipocampo de un ratón transgénico APP/PS1, obteniendo un incremento significativo en los niveles 
de Aβ (carga amiloide) y GFAP (reactividad astrocitaria), así como una disminución en los marcadores 
de interneuronas SOM y NPY (pérdida neuronal) (Navarro, 2015).  También en apoyo a esta idea de 
que la disfunción microglial incrementa la patología tipo Alzheimer, experimentos recientes de 
nuestro grupo utilizando un modelo APP751SweLondonxIL-4(-/-) han revelado que la deleción 
genética de IL-4 en este modelo de amiloidosis exacerba la deposición amiloide en el hipocampo y 
provoca un aumento en la activación microglial y de la vulnerabilidad neuronal. La sobreactivación 
microglial podría afectar la capacidad fagocítica de las células microgliales, provocando su disfunción, 
y por tanto contribuir así a la acumulación extracelular de Aβ y el daño neuronal (Trujillo-Estrada, 
2015). Recientemente, otros trabajos apoyan la idea de una disfunción microglial asociada a la 
progresión de la patología en modelos animales (Baron et al. 2014; Kan et al. 2015). 
Hasta la fecha, las estrategias terapéuticas dirigidas a modular esta respuesta inflamatoria no 
han tenido éxito en los pacientes. Una posible explicación a este fracaso traslacional de los datos 
preclínicos en modelos a la clínica humana posiblemente se basa en la diferencia de la respuesta glial 
entre modelos y humanos. Nuestros resultados apuntan a que mientras en los modelos animales de 
AD la microglía se activa y prolifera de forma gradual al avance de las lesiones proteicas, en humanos 
existe una disfunción/degeneración de esta población. Por tanto, para generar modelos que 
mimeticen mejor la patología humana es necesario atenuar la respuesta microglial en dichos 
modelos. En este sentido, nuestro grupo de investigación ha puesto en marcha un nuevo proyecto 
para abordar este objetivo, y para ello ratones transgénicos APP y/o tau serán sometidos a un 
tratamiento consistente en inhibir farmacológicamente el receptor CSF1r mediante la administración 
oral de GW2580 (LC Laboratories) con idea de inhibir la proliferación/supervivencia microglial 
(Gómez-Nicola et al. 2013), aunque es posible que la aproximación más eficiente consista en la 
ablación genética de la expresión de CSF1R específicamente en las células microgliales. Para ello, se 
cruzarán ratones Csf1r fl/fl (Jackson Lab.) y Cx3cr1-cre inducible por tamoxifeno. De esta forma, 
generaremos un knockout condicional específico de las células Cx3cr1 positivas, principalmente 
(aunque no exclusivamente) microgliales. El ratón Cx3cr1Cre-Csf1rfl/fl  será posteriormente cruzado
con los modelos transgénicos APP o tau. De esta forma, dispondremos de un modelo de AD donde la 
supervivencia microglial puede ser disminuida a la edad elegida. Una vez realizados los tratamientos, 
o generados los modelos, los animales serán primero evaluados conductualmente y después se
analizará la patología Aβ y/o tau, así como la degeneración neuronal a nivel molecular. 
Finalmente, proponemos la necesidad de reevaluar la respuesta inflamatoria que tiene lugar 
en la enfermedad de Alzheimer considerando la existencia de una disfunción en la homeostasis 
microglial y sugerimos que los nuevos tratamientos y estrategias para combatir la enfermedad deben 
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ir encaminados al mantenimiento o al incremento de la función microglial, especialmente en las 
etapas avanzadas de la enfermedad. 
 4.2.5. Existe una marcada reactividad astroglial asociada al Aβ en el hipocampo y giro 
parahipocampal de los pacientes de Alzheimer 
La astroglía, al igual que la microglía, juega también un importante papel en la respuesta 
inflamatoria que se desarrolla en la enfermedad de Alzheimer y, aunque su activación está 
relacionada con los depósitos de Aβ, todavía no se ha determinado el papel exacto que adquiere en 
esta patología. La activación de los astrocitos también es característica de la enfermedad de 
Alzheimer (Phillips et al. 2014; Heneka et al. 2015; Zhang y Jiang 2015); se manifiesta desde los 
primeros estadios de la enfermedad  y progresa significativamente a medida que lo hace la patología 
amiloidea y tau. Los astrocitos reactivos pueden producir una gran batería de citoquinas 
proinflamatorias, contribuyendo a la función tóxica, aunque por otro lado, la astroglía posee 
funciones protectoras liberando factores neurotróficos y ayudando a degradar el péptido β-amiloide 
(revisado en Avila-Muñoz y Arias 2014; Heppner, Ransohoff, y Becher 2015; Heneka et al., 2015; 
Verkhratsky et al., 2014; Phillips et al., 2014). De hecho, estudios preclínicos en modelos transgénicos 
han demostrado resultados contradictorios. La inhibición/depleción de alpha1 ACT (Mucke et al. 
2000), calcineurina (Furman et al. 2012; Fernandez et al. 2012); CD40L (Tan et al. 2002), o TNFα 
(Green y LaFerla 2008) revierten la formación de placas y su toxicidad asociada, indicando que la 
activación de los astrocitos implica aumento de toxicidad. Por el contrario, la supresión de la 
expresión de GFAP/vimentina (Kraft et al. 2013), en vez de disminuir la patología neuronal la 
incrementa, produciendo un aumento en el número de neuritas distróficas alrededor de las placas. 
Estos últimos datos sugieren un papel neuroprotector.   
Al igual que ocurre con la microglía, en nuestro modelo transgénico APP/PS1 tiene también 
lugar un proceso de astrogliosis desde edades tempranas que progresa con la edad, paralelamente a 
la acumulación extracelular del Aβ. Los astrocitos reactivos se localizan alrededor de las placas 
envolviéndolas y produciendo una gran cantidad de GFAP e iNOS en el hipocampo y la corteza 
entorrinal (Jimenez et al. 2008; Moreno-Gonzalez et al. 2009) 
A diferencia de lo observado con la población microglial, los pacientes de estadio Braak V-VI 
muestran una elevada inmunotinción para GFAP en todas las regiones analizadas del hipocampo y 
giro parahipocamapal en comparación con las muestras de individuos Braak II y Braak III-IV. En los 
pacientes de Alzheimer, además, los astrocitos reactivos, con el cuerpo celular y las prolongaciones 
hipertróficas, se localizan fundamentalmente asociados a las placas amiloides, como era de esperar. 
Además, al igual que sucede con las células microgliales, son los depósitos neuríticos (con distrofias 
AT8 positivas) los que provocan la reactividad en los astrocitos.  
De nuevo, el giro dentado requiere una mención especial, ya que, a diferencia de  otras 
regiones como CA1, CA3 y de la corteza perirrinal, donde la inmunorreactividad para GFAP es 
prácticamente indetectable en los estadios iniciales de la patología (Braak II), el giro dentado de 
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estos individuos en estadios leves presenta una alta densidad de células GFAP-positivas distribuidas 
además homogéneamente. Esta distribución homogénea se pierde con la aparición de las placas en 
el giro dentado en los individuos dementes (Braak V-VI). Además, la cuantificación del porcentaje 
ocupado por la población GFAP-positiva también muestra un incremento significativo en el giro 
dentado, y en las regiones CA1 y CA3 en los pacientes dementes en comparación con las muestras 
analizadas de los casos leves y moderados. Sin embargo, debido seguramente a la variabilidad de la 
patología amiloide que presenta el giro parahipocampal (que se desarrolla desde etapas tempranas), 
el área GFAP-positiva no muestra cambios en la corteza perirrinal a lo largo de los estadios de Braak. 
Todos los astrocitos expresan GFAP, sin embargo, la cantidad de GFAP que presentan los 
astrocitos no reactivos en los estadios leves de la patología es prácticamente indetectable por la 
técnica inmunohistoquímica ya que se induce con la activación astroglial (excepto en regiones donde 
abundan los astrocitos fibrosos, como la sustancia blanca o, como ya hemos advertido, en el giro 
dentado). Los experimentos mediante microscopia láser confocal de doble inmunofluorescencia para 
GFAP y ALDH1L1, un marcador constitutivo de astrocitos (Serrano-Pozo et al. 2013a), muestra que 
ambos marcadores pueden ser detectados desde los estadios iniciales de la enfermedad, aunque los 
astrocitos reactivos exhiben una mayor cantidad de GFAP. Por tanto, el aumento de células GFAP-
positivas en el hipocampo de los pacientes Braak V-VI parece ser debido a la activación astroglial y no 
a un proceso proliferativo, tal y como describe Serrano-Pozo et al. (2013) en pacientes de Alzheimer. 
Tras demostrar la leve activación microglial que desarrollan nuestras muestras Braak V-VI en 
paralelo a una extensa activación astroglial (apoyada también por el aumento en los niveles de 
ARNm de GFAP medidos por RT-PCR), comprobamos además que el incremento observado en los 
niveles de expresión de la citoquina proinflamatoria TNFα en los pacientes de Alzheimer es 
producido por las células astrocitarias. Los resultados de la doble inmunotinción GFAP/TNFα e 
Iba1/TNFα revelan que son los astrocitos, y no la microglía, los encargados de producir esta citoquina 
potencialmente neurotóxica. Aunque clásicamente se le ha atribuido a la microglía la producción de 
TNFα, como ocurre además en nuestro modelo transgénico APP/PS1 (Jimenez et al. 2008) los 
astrocitos también tienen la capacidad de secretar esta citoquina en la respuesta inflamatoria 
(Heneka et al. 2010). 
Sin embargo, los astrocitos también podrían tener un papel protector en los pacientes de 
Alzheimer. En este sentido,  las imágenes de microscopía láser confocal muestran como los procesos 
astrocíticos envuelven por completo los depósitos amiloides neuríticos y los aíslan del parénquima 
nervioso o modo de cicatriz glial. A pesar de ello, las células GFAP-positivas no se infiltran en el 
interior de las placas de tipo clásico como sí lo hace la microglía, sino que actúan desde una posición 
más externa. Además, nuestro grupo de investigación ha demostrado recientemente el importante 
papel que desempeñan los astrocitos reactivos en el modelo APP/PS1 tras un tratamiento oral con 
litio, modulando las propiedades tóxicas de las placas, reduciendo la muerte neuronal y la formación 
de distrofias axonales asociadas a los depósitos (Trujillo-Estrada et al. 2013), funciones atribuidas a 
las células microgliales (Condello et al. 2015).  
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Por consiguiente, en las muestras humanas analizadas se produce una leve activación 
microglial, restringida a las placas de Aβ neuríticas (con las que se asocian íntimamente, 
probablemente en un intento de fagocitar/compactar el amiloide), a lo largo de la progresión de la 
patología de tau. Sin embargo, en los individuos dementes Braak V-VI, tiene lugar un proceso 
degenerativo que afecta a la población microglial, limitando su función en el 
aislamiento/aclaramiento del Aβ. En este momento, los astrocitos desarrollan una extensa respuesta 
inflamatoria en los pacientes de Alzheimer envolviendo por completo el Aβ, sin verse afectados por 
el ambiente senescente, produciendo además citoquinas proinflamatorias como TNFα.  
Por otra parte, recientemente se ha sugerido que los astrocitos pueden desempeñar un 
papel relevante en el denominado “sistema glinfático” (Nedergaard 2013; Jessen et al. 2015), 
encargado de generar flujos de líquido intersticial, proveniente del espacio perivascular, desde las 
ramas arteriales hasta las ramas venosas. Este flujo “glinfático” estaría encargado de drenar el 
exceso de proteínas extracelulares, como por ejemplo Aβ evitando su acumulación. Dentro de este 
proceso, la localización específica de la acuaporina 4 en los pies perivasculares parece desempeñar 
un papel primordial (Iliff et al. 2012). La activación de los astrocitos en la patología de la AD podría 
deslocalizar la acuaporina 4, alterando o interrumpiendo dicho flujo. Por tanto, la activación de los 
astrocitos podría producir un aumento de toxicidad. 
Con idea de determinar el potencial patológico de los astrocitos en la enfermedad de 
Alzheimer, nuestro grupo de investigación, junto con otros grupos nacionales (Dr. Vitorica, Dr. 
Comella y Dra. Galea) han iniciado un proyecto bajo la subvención de La Marató de TV3 para 
descifrar los perfiles funcionales de los astrocitos reactivos mediante diferentes aproximaciones 
experimentales. 
Nuestros resultados demuestran que los modelos que sobreexpresan APP y desarrollan 
placas amiloides no mimetizan ciertos aspectos de la patología relacionada con la EA, especialmente 
la respuesta inflamatoria asociada a la microglía. El ambiente senescente que presentan los pacientes 
de Alzheimer, provocado por la liberación de especies tóxicas de Aβ y fosfo-tau, radicales libres, así 
como un fallo general en la maquinaria de degradación de proteínas acumuladas debido al propio 
envejecimiento, es probablemente el factor limitante en el estudio de la respuesta inflamatoria 
microglial en los modelos animales. Consideramos que en su conjunto estos resultados son 
novedosos, ya que hasta la fecha no se ha planteado un escenario de degeneración/disfunción 
microglial junto con una hiperactividad astroglial como base del proceso neurodegenerativo y la 
demencia en los pacientes de Alzheimer. Este nuevo planteamiento daría respuesta a los continuos 
fracasos traslacionales y abriría una nueva vía para el diseño de estrategias terapéuticas útiles para 
retrasar el avance del Alzheimer actuando en las fases iniciales de la enfermedad y dirigidas a 
modular/prevenir la disfunción glial. 
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4.3. EL PROCESO NEURODEGENERATIVO AFECTA SEVERAMENTE A LAS 
INTERNEURONAS SOM Y PV EN LOS PACIENTES, MIENTRAS QUE EN EL 
MODELO APP/PS1 MUESTRAN UNA VULNERABILIDAD DIFERENCIAL 
4.3.1. Las interneuronas SOM se encuentran gravemente afectadas en los pacientes Braak V-VI 
así como en el modelo transgénico APP/PS1 
La muerte neuronal es una de las principales características histopatológicas de la 
enfermedad de Alzheimer, y junto con la pérdida sináptica, lo que mejor se correlaciona con la 
pérdida de memoria.  Dentro del lóbulo temporal medial, el hipocampo y la corteza entorrinal de los 
pacientes de AD sufren un grave proceso de pérdida neuronal (Gomez-Isla et al. 1996; West et al. 
2004; Gunten et al. 2006). Sin embargo, muchos modelos animales de esta patología no desarrollan 
muerte neuronal y, si lo hacen, es limitada y aparece a edades muy avanzadas. Estudios previos de 
nuestro grupo de investigación en el modelo APP751SL/PS1M146L han demostrado una pérdida 
significativa y selectiva de interneuronas que expresan los neuropéptidos somatostatina (SOM) y 
neuropéptido Y (NPY) en el hipocampo y en la corteza entorrinal de estos animales desde los 6 meses 
de edad (Ramos et al. 2006; Moreno-Gonzalez et al. 2009). Además, en el subículo de este modelo 
(región fundamental en la integración de información entre el hipocampo y la corteza entorrinal) la 
pérdia de interneuronas SOM tiene lugar a partir de los 4 meses de edad, siendo la región que se 
encuentra más afectada por la muerte neuronal temprana (Trujillo-Estrada et al. 2014).  
Existe una pérdida significativa de interneuronas SOM-positivas en el hipocampo y corteza perirrinal 
de los pacientes de Alzheimer  
Puesto que las interneuronas juegan un papel crucial controlando la excitabilidad de las 
neuronas principales y manteniendo un equilibrio funcional entre los circuitos neuronales (revisado 
en Kepecs y Fishell, 2014), en el presente trabajo, y con el propósito de validar los resultados 
obtenidos en modelos animales, hemos analizado la vulnerabilidad de la población de células SOM-
positivas en las muestras humanas durante la progresión de la enfermedad. Nuestros datos 
cuantitativos mediante estereología indican que tanto el giro dentado del hipocampo como la 
corteza perirrinal del giro parahipocamapal de los pacientes de Alzheimer sufren un disminución muy 
significativa de la densidad (células/mm3) de la población de interneuronas que expresan 
somatostina, en comparación con los individuos que se encuentran en estadios leves  Braak II. Es de 
destacar que la corteza perirrinal de los individuos de estadio moderado Braak III-IV también muestra 
una reducción significativa de esta población neuronal. Además, a nivel cualitativo la región CA1 del 
hipocampo de las muestras humanas Braak V-VI también exhibe una disminución evidente de la 
cantidad de cuerpos SOM-positivos (células O-LM). 
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Además, los pacientes de Alzheimer (Braak V-VI) muestran una reducción generalizada del 
plexo axonal positivo para SOM en todas las regiones estudiadas del hipocampo y giro 
parahipocamapal, en comparación con los individuos de estadio leve (Braak II) y moderado (Braal III-
IV) de la patología. Cabe señalar especialmente la grave patología neurítica del giro dentado de los
pacientes de Alzheimer. Esta región muestra una elevada cantidad de neuritas distróficas de 
enormes dimensiones, inmunopositivas para somatostatina y asociadas a las  placas de Aβ, que no es 
comparable con ninguna otra región analizada de las muestras Braak V-VI. El tipo de Aβ fibrilar que 
se forma en el giro dentado, específico de esta región, así como el ambiente senescente que provoca 
la disfunción de las células microgliales y la propia degeneración de la microglía podría provocar la 
formación de estas neuritas aberrantes en la población neuronal SOM-positiva. En relación a esto 
último, recientemente se ha demostrado en modelos animales de AD que las áreas de las placas de 
Aβ descubiertas de microglía presentan una mayor cantidad de distrofias neuríticas (Condello et al. 
2015). 
Esta disminución de la población neuronal SOM-positiva en los pacientes, determinada 
mediante técnicas inmunohistoquímica y estereológicas, ha sido corroborada también mediante RT-
PCR en las mismas muestras humanas en colaboración con el Dr. Vitorica. En concreto se ha 
determinado una bajada muy significativa de los niveles de ARNm de SOM y NPY (neuropéptido que 
colocaliza con SOM en la misma población celular) en el hipocampo de los individuos Braak V-VI. 
Nuestros datos son consistentes con estudios previos en humanos que muestran una 
disminución de SOM en pacientes de Alzheimer (revisado en Burgos-Ramos et al. 2008) (revisado en 
Burgos-Ramos et al., 2008). Así, se ha descrito que este neuropéptido sufre una disminución muy 
notable, tanto en líquido cefalorraquídeo como en el cerebro (Arai et al. 1984; Gaspar et al. 1989; 
Reinikainen et al. 1987; Grouselle et al. 1998; Kumar 2005a; Epelbaum et al. 2009) habiéndose 
descrito la pérdida de interneuronas, mediante estudios cuantitativos no basados en estereología en 
regiones neocorticales cerebrales como posible causa de la disminución en los niveles de este 
neuropéptido (Beal et al. 1986; Gaspar et al. 1989; Kumar 2005b). También, se ha descrito una 
disminución por RT-PCR de SOM y sus receptores en el lóbulo temporal de pacientes de Alzheimer 
(Gahete et al. 2010).  
Por lo tanto, nuestros datos, obtenidos mediante técnicas cuantitativas de recuento 
estereológico, demuestran en el hipocampo y giro parahipocampal (corteza perirrinal) de los 
pacientes de Alzheimer un proceso degenerativo severo de las neuronas SOM-positivas. El significado 
funcional de esta pérdida de interneuronas se discute más adelante. 
En las capas profundas de la corteza perirrinal del modelo APP/PS1 tiene lugar una pérdida de 
neuronas SOM-positivas que coincide temporal y espacialmente con la acumulación extracelular de 
Aβ 
La corteza perirrinal presenta una gran importancia por sus conexiones recíprocas con la 
corteza entorrinal y por su papel en el flujo de información entre el lóbulo temporal medial y áreas 
neocorticales (revisado en Suzuki y Naya, 2014), y además es una de las primeras regiones afectadas 
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por las lesiones proteicas en los pacientes de Alzheimer (presente trabajo; Braak y Braak 1991; Braak 
et al. 2006). Por este motivo, y tras demostrar la pérdida de neuronas SOM-positivas en la corteza 
perirrinal de los pacientes de Alzheimer (Braak V-VI), hemos analizado la corteza perirrinal del 
modelo APP/PS1, un área no estudiada previamente, para validar los resultados obtenidos en los 
pacientes y añadir nuevas evidencias de la utilidad predictiva de este modelo transgénico. 
Nuestros resultados muestran claramente una pérdida significativa de la densidad 
(células/mm3) de neuronas SOM-positivas en la corteza perirrinal del modelo APP/PS1, al igual que 
sucede en el hipocampo propio, corteza entorrinal y subículo de este animal transgénico (Ramos et 
al. 2006; Moreno-Gonzalez et al. 2009; Trujillo-Estrada et al. 2014). Esta disminución del número de 
neuronas SOM se observa desde los 6 meses de edad, y afecta principalmente a las células 
localizadas en las capas más profundas (IV-VI), donde los depósitos de Aβ aparecen antes y son de 
mayor tamaño. La disminución de esta población no sigue progresando con la edad, lo que indica que 
las interneuronas GABAérgicas que expresan somatostatina no forman una población homogénea y 
que existen, al menos: 1) una subpoblación resistente localizada en las capas superficiales y 2) una 
subpoblación altamente vulnerable y otra resistente al proceso neurodegenerativo en las capas 
profundas.  
Además, se han encontrado neuritas distróficas inmunopositivas para SOM a edades 
tempranas, fundamentalmente asociadas a los depósitos de Aβ. La presencia de estas neuritas 
distróficas SOM-positivas en la corteza perirrinal, y la existencia de una pérdida de neuronas NeuN-
positivas en los estudios de doble marcaje SOM/NeuN realizados en la corteza entorrinal de este 
modelo (Moreno-Gonzalez et al. 2009), indican que la disminución en la densidad de somas SOM-
positivos no se debe a un proceso de hipofuncionalidad neuronal (pérdida del fenotipo SOM), sino 
que existe un proceso neurodegenerativo que afecta a esta población. 
La base de esta heterogeneidad en la población que expresa SOM (vulnerable vs resistente) 
podría residir en múltiples aspectos, por ejemplo, Ma y colaboradores (2006) proponen en su trabajo 
que la existencia de diferentes tipos de células SOM-positivas en cuanto a sus propiedades 
neuroquímicas, morfológicas o electrofisiológicas, así como en su distribución en la columna cortical, 
pueden determinar dicha variabilidad. En esta línea, se realizó un estudio de colocalización con la 
sintasa de óxido nítrico neuronal, nNOS, para determinar qué subpoblación de neuronas SOM-
positivas es la más vulnerable de la patología en este modelo animal. Tal y como demostramos en 
este trabajo, existe una colocalización del 100% entre nNOS y SOM en la población de las neuronas 
nitrérgicas, a todas las edades y en los genotipos analizados (APP/PS1 y WT). Puesto que hay más 
neuronas SOM-positivas que neuronas nitrérgicas, nuestros datos indican que las neuronas nNOS se 
corresponden con una subpoblación de neuronas SOM-positivas en la corteza perirrinal. Además, el 
recuento estereológico en las capas profundas de la corteza perirrinal no mostró cambios 
significativos relacionados con la edad en el número de neuronas nNOS en la corteza perirrinal de los 
ratones APP/PS1 ni de los animales WT. Por lo tanto, podemos determinar que la población de 
interneuronas nNOS de las capas profundas de la corteza perirrinal es una subpoblación de 
interneuronas somatostatina resistente al proceso neurodegenerativo. 
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Está descrita la existencia de co-localización de SOM con diferentes proteínas ligadoras de 
calcio, como calretinina (CR) o calbindina (CB) (revisado en Markram et al. 2004), lo que le puede 
conferir a estas poblaciones de interneuronas cierta resistencia a la degeneración, al tamponar los 
niveles de calcio intracelular, que pueden verse afectados por el efecto del péptido β-amiloide 
(Ferreiro et al. 2008). Para determinar esto y comprobar que la población de células SOM-positivas 
resistente es aquella que expresa alguna proteína ligadora de calcio, serían necesarios estudios de 
doble marcaje SOM/CB y SOM/CR en la corteza perirrinal de nuestro modelo. Sin embargo, en el 
hipocampo de este modelo transgénico existe una pérdida considerable de interneuronas CR-
positivas (Baglietto-Vargas et al. 2010), por lo que la CR no parece conferir un fenotipo altamente 
protector. No tenemos datos respecto a la expresión de CB en nuestro modelo, por lo que sería 
interesante analizar esta población neuronal en futuros experimentos. La coexpresión de SOM junto 
con NPY también puede otorgar más vulnerabilidad a unas interneuronas que a otras (Gaspar et al. 
1989). Además, las interneuronas que expresan NPY también pueden coexpresar CR, con o sin 
coexpresión de SOM  (Gonchar et al. 2007). En nuestro modelo animal, se ha demostrado que tanto 
en el hipocampo como en la corteza entorrinal no solo las interneuronas SOM son vulnerables, sino 
también la población que expresa NPY (Ramos et al. 2006; Moreno-Gonzalez et al. 2009). 
En paralelo al proceso neurodegenerativo que tiene lugar en las capas profundas de la 
corteza perirrinal, también se observa una acumulación extracelular del péptido Aβ desde edades 
tempranas preferencialmente en estas capas. De forma similar, se ha observado una correlación 
espacial entre la pérdida de neuronas SOM y un mayor presencia de placas de Aβ en otras regiones 
de este modelo APP/PS1 como el hipocampo propio (Ramos et al. 2006), subículo (Trujillo-Estrada 
et al. 2014) y corteza entorrinal (Moreno-Gonzalez et al. 2009). Nuestra propuesta del Aβ 
extracelular como probable agente tóxico para las neuronas SOM se discute con más detalle en el 
siguiente apartado. 
El Aβ extracelular es el principal factor implicado en la degeneración de las neuronas SOM en el 
modelo APP/PS1 
Actualmente se desconocen los mecanismos que subyacen a la muerte de las interneuronas 
SOM en pacientes de Alzheimer o modelos de la enfermedad, pero tal y como hemos sugerido 
previamente (Moreno-Gonzalez et al. 2009; Jiménez et al. 2011; Trujillo-Estrada et al. 2014), el Aβ 
extracelular podría ser un factor principal. En este modelo animal, como demuestran las dobles 
marcajes SOM/APP,  las interneuronas SOM no expresan el gen humano mutado APP y por tanto no 
producen/acumulan Aβ intracelular, descartándose este hecho como la posible causa de su toxicidad 
selectiva.  Así, la pérdida de estas neuronas inhibitorias parece estar íntimamente asociada con la 
aparición temporal y espacial de los depósitos de Aβ en la corteza perirrinal del modelo APP/PS1. El 
estudio del patrón de distribución espacio temporal de las diferentes formas de Aβ (Aβ42 y Aβ 
fibrilar) ha demostrado que los primeros depósitos extracelulares amiloides se generan a partir de los 
3-4 meses de edad y se localizan, principalmente, en las capas profundas de la corteza perirrinal. 
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Además, los depósitos  de Aβ fibrilar (positivos para TioS) aumentan significativamente, en número y 
tamaño, durante el envejecimiento, sobretodo, entre los 6 y los 12 meses de edad, coincidiendo 
espacial y temporalmente con la muerte de interneuronas SOM-positivas. La formación preferente 
de depósitos extracelulares en estas capas, posiblemente, comprometa la supervivencia neuronal y 
sea, al menos en parte, responsable de la degeneración y muerte neuronal que ocurre en las capas 
profundas de la corteza perirrinal de este modelo animal. Esta correlación entre muerte de neuronas 
SOM-positivas y presencia de abundantes depósitos de amiloide ha sido mostrada en estudios 
previos con este mismo modelo (Moreno-Gonzalez et al. 2009; Jiménez et al. 2011; Trujillo-Estrada et 
al. 2014), y también la relación contraria, como la que ocurre en regiones corticales con una menor 
carga amiloide, como por ejemplo la corteza auditiva, que muestran un menor porcentaje de pérdida 
de neuronas SOM-positivas (Moreno-Gonzalez et al. 2009); o incluso la región rostral del estriado, 
con escasos o ningún depósito amiloide, que no muestra cambios en la densidad de interneuronas 
SOM-positivas (Ramos et al. 2006). Esta correlación entre la muerte celular y la deposición 
extracelular de Aβ se ha observado también en otros modelos de la AD, en los que existe una 
relación espacial entre la formación de placas, la activación astrocitaria y microglial y la muerte 
neuronal; en estos casos, la muerte neuronal únicamente sucede en las zonas donde existe depósito 
amiloide (Howlett et al.). Por lo tanto, las placas o el Aβ oligomérico liberado a partir de ellas, pueden 
contribuir significativamente al proceso neurodegenerativo en nuestro modelo transgénico. 
No podemos descartar, sin embargo, otras causas distintas del Aβ para la muerte de las 
neuronas SOM, ya que se sabe que estas interneuronas son especialmente vulnerables y se ven 
afectadas también en enfermedades como la epilepsia (Riekkinen y Pitkänen 1990; Robbins et al. 
1991), en el traumatismo cerebral (Lowenstein et al. 1992)  o la isquemia cerebral (Johansen et al. 
1987). 
No se conocen las causas específicas de la gran susceptibilidad al daño que tiene esta 
subpoblación de interneuronas GABAérgicas, pero la sobreexcitación de estas células podría estar 
implicada en algunos casos. En este sentido, se ha señalado que las neuronas SOM del hipocampo 
presentan una alta densidad de receptores para glutamato de tipo NMDA (NyÍri et al. 2003) (Nyiri et 
al., 2003), que están implicados en mecanismos de excitotoxicidad. En este escenario, un aumento 
de la excitabilidad de las neuronas glutamatérgicas, por ejemplo en respuesta al Aβ, y la consiguiente 
sobreactivación de los receptores NMDA de las neuronas SOM podría estar en la base del proceso 
neurodegenerativo. 
La pérdida de las interneuronas SOM-positivas en el hipocampo y la corteza perirrinal podría estar 
asociada al declive cognitivo que acompaña a esta enfermedad 
La corteza perirrinal, al igual que el hipocampo,  es un componente imprescindible dentro del 
sistema de memoria del lóbulo temporal medial. Varios estudios en primates no humanos y en 
humanos han demostrado que no solo el hipocampo es importante en los procesos de memoria, sino 
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que la corteza perirrinal juega también un papel crítico en la formación de recuerdos (Squire 2004; 
Buckley 2005; Murray et al. 2005; Haskins et al. 2008; Aminoff et al. 2013; Suzuki y Naya 2014). 
El neuropéptido somatostatina modula la neurotransmisión, la secreción y la proliferación 
celular (Epelbaum et al. 1994; Patel 1999), además de la actividad motora y las funciones cognitivas 
(Viollet et al. 2008; Kluge et al. 2008; Einstein et al. 2010). Los primeros estudios sobre las funciones 
de este neuropéptido en el SNC se basaron en su administración intraventricular, comprobándose 
que mejoraba el aprendizaje; mientras que las inyecciones de cisteamina (un componente 
relacionado con la disminución de somatostatina) inducían déficits de memoria (ver revisión 
Epelbaum et al. 2009). Además, el sistema somatostatinérgico juega un papel esencial en la 
adquisición de memoria contextual  (Kluge et al. 2008) y en la memoria de reconocimiento (Einstein 
et al. 2010). 
Un tipo celular importante dentro de las interneuronas SOM-positivas corticales son las 
denominadas células de Martinotti (Kawaguchi y Kondo 2002; Druga 2009; DeFelipe et al. 2013). Las 
células de Martinotti son inhibidoras e intervienen en la coordinación entre las distintas capas y 
columnas corticales (Wang et al. 2004), por lo que su neurodegeneración temprana podría implicar 
una sobre-excitación de las neuronas principales a las que inervan, generando fallos cognitivos en los 
procesos de memoria y aprendizaje que modulan las neuronas, al menos en la corteza perirrinal. 
Más aún, la somatostatina regula la actividad de la enzima neprilisina, una endopeptidasa 
con capacidad de degradar el Aβ en el cerebro. La expresión de neprilisina disminuye durante el 
envejecimiento (Saito et al. 2005), favoreciendo el incremento de depósitos de Aβ en sujetos de 
edad avanzada (Iwata et al. 2002). Por lo tanto, una disminución de los niveles de SOM, durante el 
envejecimiento o durante una situación patológica como la AD, induciría una disminución en la 
actividad de la neprilisina y, consecuentemente, un aumento en los niveles de Aβ, generando un 
círculo vicioso, debido a la toxicidad del Aβ sobre las neuronas, incrementando seguramente la 
vulnerabilidad de las interneuronas SOM-positivas. 
Por tanto, los cambios en la señalización mediada por SOM (disminución de los niveles por 
pérdida neuronal) en regiones como la corteza perirrinal, corteza entrorrinal e hipocampo 
posiblemente estén implicados en los fallos cognitivos tempranos observados en modelos animales y 
en pacientes de la enfermedad de Alzheimer  (Matsuoka et al. 1995). En este sentido, nuestro grupo 
ha determinado que existen alteraciones cognitivas tempranas en el modelo APP/PS1 utilizando 
diversas pruebas conductuales, empleadas rutinariamente en roedores, para determinar memoria 
hipocampal y cortical, como son las pruebas de reconocimiento de objetos, contexto, lugar y 
laberinto acuático de Morris.  
Finalmente, podemos determinar que tanto en el hipocampo y corteza perirrinal de los 
pacientes de Alzheimer, como en las capas profundas de la corteza perirrinal de los ratones 
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transgénicos APP/PS1 tiene lugar un proceso de degeneración neuronal que afecta a la población de 
interneuronas que expresan el neuropéptido somatostatina. Aunque las causas de la muerte están 
aún por determinar, sugerimos que, puesto que los pacientes de Alzheimer y nuestro modelo 
presentan respuestas inflamatorias distintas (con degeneración microglial  en los humanos y una 
exacerbada activación en el modelo animal) y dado que los ratones APP/PS1 no desarrollan cambios 
neurofibrilares, las formas tóxicas de Aβ (presentes en ambos casos) son las principales responsables 
de la muerte neuronal, especialmente en el modelo animal en el que la deposición extracelular de 
amiloide coincide espacial y temporalmente con la degeneración de las células SOM-positivas. 
4.3.2. Las interneuronas  PV son muy sensibles al proceso degenerativo en los pacientes, mientras 
que en los ratones APP/PS1 esta población GABAérgica es resistente al progreso de la patología 
Las interneuronas PV-positivas son muy vulnerables en el hipocampo y la corteza perirrinal de los 
pacientes de Alzheimer  
Las neuronas que expresan la proteína ligadora de calcio parvalbúmina (PV), junto con las 
que producen SOM, representan la población mayoritaria de interneuronas GABAérgicas corticales 
(Wonders y Anderson 2005). Se corresponden con un grupo neuronal de gran importancia en el 
hipocampo y giro parahipocampal al participar en la inhibición perisomática (células en cesto) y de 
las porciones iniciales de los axones (células en candelabro) de las neuronas glutamatérgicas, 
manteniendo de este modo el equilibrio excitatorio de los circuitos sinápticos (revisado en Markram 
et al., 2004; Kepecs y Fishell, 2014). De hecho, la pérdida de neuronas PV-positivas está relacionada 
con el desarrollo de la epilepsia (DeFelipe 1999) así como con el trastorno bipolar de tipo I y la 
esquizofrenia (Wang et al. 2011). 
Hemos analizado también la vulnerabilidad de esta subpoblación GABAérgica en las muestras 
humanas durante la progresión de la enfermedad. Mediante estudios inmunohistoquímicos y 
recuento estereológico, demostramos que en los pacientes de Alzheimer tiene lugar un proceso 
neurodegenerativo que afecta a las interneuronas que expresan PV. La región CA1 del hipocampo así 
como la corteza perirrinal del giro parahipocampal manifiestan una marcada disminución significativa 
en la densidad de somas neuronales PV-positivos en los individuos de estadio Braak V-VI, en 
comparación con aquellos de estadio leve Braak II. Cabe destacar la notable disminución de neuronas 
PV-positivas, mediante observación cualitativamente, que hemos detectado en el hilio del giro 
dentado así como de axones perisomáticos inmunomarcados en la capa granular. Aunque esta 
población de interneuronas desarrolla escasas neuritas distróficas, a diferencia de lo que sucede con 
las células que producen SOM, el plexo axonal inmunorreactivo para PV exhibe una marcada 
reducción en todas las regiones analizadas de los enfermos de Alzheimer, en comparación con los 
casos no dementes. Además, estos datos han sido corroborados a nivel de expresión de ARNm 
gracias a la colaboración del Dr. Javier Vitorica, determinando una disminución significativa en los 
niveles de PV en el hipocampo y giro parahipocampal incluso desde estadios moderados Braak III-IV 
(Navarro, 2015). Sin embargo, esta subpoblación es resistente a los cambios neurofibrilares 
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provocados por la agregación de fosfo-tau tal y como demuestra el estudio doble 
inmunofluorescente para PV y tau-46. 
Existen datos contradictorios en relación con la vulnerabilidad de las neuronas PV en los 
pacientes de Alzheimer. Mientras que algunos estudios indican que las neuronas PV son resistentes a 
la patología de la AD (Ferrer et al. 1991, 1993; Hof et al. 1991; Sampson et al. 1997; Leuba et al. 
1998), otros muestran una pérdida significativa de estas neuronas tanto en el hipocampo como en la 
corteza (Solodkin et al. 1996; Brady y Mufson 1997; Mikkonen et al. 1999; Takahashi et al. 2010). 
Incluso en alguno de estos estudios, además, se observaron alteraciones morfológicas de las 
neuronas PV y pérdida de los plexos axonales perisomáticos (Mikkonen et al. 1999). Los diferentes 
procedimientos experimentales (retraso en la fijación o procesamiento de la muestra de tejido post 
mortem) o diferencias en la patología de los individuos con Alzheimer, podrían explicar estos 
resultados contradictorios. Alternativamente, diferencias en los circuitos intrínsecos/extrínsecos 
regionales, o la existencia de distintos ambientes tóxicos podrían ser responsables de estas 
diferencias. 
En cualquier caso, parece ser que esta subpoblación de interneuronas de la corteza perirrinal 
es bastante vulnerable en los pacientes de Alzheimer. Sin embargo, podemos decir que al no 
desarrollar distrofias neuríticas asociadas a las placas de Aβ, ni cambios asociados a tau (Blazquez-
Llorca et al. 2010), las neuronas que contienen PV son, en cierta, medida más resistentes a la 
patología en comparación con la subpoblación que expresa somatostatina. En este mismo sentido 
están los datos de Solodkin y colaboradores (Solodkin et al. 1996), que observan una disminución de 
la inmunorreactividad para la PV en la corteza entorrinal de los individuos con Alzheimer, pero que 
no se correlaciona con la formación de los ovillos neurofibrilares. 
La parvalbúmina es una proteína ligadora de calcio, y como tal, es capaz de tamponar la 
concentración de calcio intracelular y mantener así la homeostasis celular. Además, el calcio participa 
en funciones tan sumamente importantes dentro de las neuronas como son el crecimiento neurítico, 
la transmisión sináptica o la supervivencia celular, y es por ello que muchas enfermedades 
neurodegenerativas cursan con fallos en la homeostasis de calcio  (ver revisión Mattson 2007). 
También es sabido el papel crucial que desempeñan las interneuronas PV-positivas en la 
generación de las oscilaciones gamma en el hipocampo (Lewis et al. 2005), implicadas en la 
codificación de la nueva información y en el almacenamiento de la memoria (Buzsáki 2001). Por 
tanto, la pérdida de esta población neuronal en regiones tan vulnerables como el hipocampo o la 
corteza perirrinal podría estar relacionada con los déficits cognitivos que sufren los pacientes de AD. 
Las posibles causas que originan esta pérdida de neuronas PV se discuten en el siguiente apartado. 
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Las interneuronas PV-positivas de la corteza perirrinal del modelo APP/PS1 son resistentes al progreso 
de la patología a diferencia de lo observado en pacientes 
El estudio inmunohistoquímico así como el recuento estereológico de esta población 
neuronal en el modelo APP/PS1, y a diferencia de lo observado en pacientes, no revela cambios en la 
densidad numérica de las neuronas PV-positivas en ninguna de las dos áreas de la corteza perirrinal 
analizadas (áreas 35 y 36) a las distintas edades (6 y 18 meses). Además, tampoco aparecen neuritas 
distróficas PV-positivas alrededor de los depósitos de Aβ ni siquiera a la avanzada edad de 18 meses. 
Resultados similares han sido documentados previamente por nuestro grupo de investigación en 
otras regiones cerebrales de este modelo animal como son el hipocampo (Ramos et al. 2006), corteza 
entorrinal (Moreno-Gonzalez et al. 2009) e incluso en el subículo, en donde la patología amiloide se 
desarrolla de manera más severa y temprana (Trujillo-Estrada et al. 2014). 
Por consiguiente, la ausencia de neuritas distróficas y de cambios en la densidad neuronal 
parece indicar que esta población de interneuronas presenta un fenotipo muy resistente a los 
procesos neurodegenerativos asociados al Aβ que tienen lugar en estos ratones transgénicos y, por 
lo tanto, no mimetiza la pérdida de interneuronas parvalbúmina positivas ocurrida tanto en el 
hipocampo como en la corteza perirrinal de los pacientes de Alzheimer. 
Por otro lado, también hemos demostrado en este trabajo, mediante estudios in vitro, la 
resistencia de esta subpoblación neuronal a la presencia de las formas tóxicas solubles de Aβ 
(contenidas en la fracción soluble S1) procedentes del hipocampo de los ratones APP/PS1, lo que 
apoya firmemente los datos inmunohistoquímicos obtenidos. En la actualidad, se están llevando a 
cabo experimentos para comprobar si las fracciones solubles procedentes de pacientes de Alzheimer 
son tóxicas para las neuronas que contienen PV al fin de determinar si son las formas solubles de 
fosfo-tau el factor causante de la muerte de esta subpoblación en las muestras humanas. Esta idea se 
apoya en el hecho de que existe acumulación de formas solubles de tau hiperfosforiladas en el medio 
extracelular en estos pacientes, a diferencia de los modelos APP/PS1. En este sentido, un estudio 
reciente ha demostrado la pérdida de interneuronas PV-positivas en un modelo Tau (Levenga et al. 
2013). Por otra parte, no podemos descartar otras posibles causas que justifiquen la mayor 
vulnerabilidad de esta población en humanos, como puede ser la pérdida de homeostasis glial  y  las 
propiedades intrínsecas relativas a la propia neurona, cuya naturaleza y sensibilidad al daño pueden 
variar entre las diferentes especies. 

















1. La patología asociada a fosfo-tau es mucho más prominente que la patología amiloide en el 
hipocampo y giro parahipocampal de los pacientes de Alzheimer. Los cambios neurofibrilares 
degenerativos siguen el patrón topográfico de los estadios de Braak, con afectación del 
hipocampo en fases iniciales. Sin embargo, la patología amiloide presenta un patrón regional 
muy variable y alcanza al hipocampo solo en los fases más avanzadas.  Los altos niveles de 
fosfo-tau en contraste con el bajo contenido de Aβ en la fracción soluble sugiere que las 
formas solubles de fosfo-tau podrían desencadenar el proceso neurodegenerativo en 
humanos.  
 
2. La patología amiloide muestra una marcada variabilidad regional en los pacientes, con 
formación de placas fibrilares y neuríticas en el giro dentado, placas clásicas en CA1 y corteza 
del giro parahipocampal, y placas difusas únicamente en esta última región, lo que sugiere 
distintos orígenes o patrones de progresión de estos depósitos. Estos datos difieren de 
observado en los modelos APP/PS1 donde las placas amiloides son todas de naturaleza 
neurítica, poniendo de manifiesto la escasa reproducibilidad en estos modelos animales del 
proceso de amiloidosis que tiene lugar en los pacientes. Caracterizar la evolución de la 
patología en muestras de pacientes es clave para mejorar y validar el uso de modelos 
animales en la experimentación preclínica. 
 
3. En los pacientes de Alzheimer tiene lugar una limitada activación microglial asociada a las 
placas amiloides, y aún más relevante, un notable proceso degenerativo de la microglía en 
fases avanzadas de la enfermedad. Esta respuesta microglial en los pacientes contrasta 
claramente con lo observado en modelos APP/PS1, donde la microglía se activa y prolifera de 
forma gradual con el desarrollo de la patología. Por tanto, el concepto clásico de una 
respuesta microglial citotóxica asociada a esta patología debe ser reevaluado, hecho que se 
ve reforzado por el fracaso terapéutico de las estrategias anti-inflamatorias probadas hasta la 
fecha en pacientes. Prevenir la disfunción/degeneración microglial podría constituir una 
novedosa y potencial estrategia terapéutica para tratar esta enfermedad neurodegenerativa. 
 
4. La escasa microglía activada que se detecta en los pacientes se encuentra asociada a las 
placas y presenta un perfil Iba1+/CD45+/CD68+/P2ry12- a diferencia de la microglía no 
activada interplaca que es iba1+/CD45-/CD68-/P2ry12+. Esta microglía activada muestra un 
fenotipo no inflamatorio y la presencia de Aβ intracelular indica un posible papel en la 
dinámica de formación/compactación y/o eliminación de las placas fibrilares. Según nuestros 
datos y en contraposición a otros estudios, esta microglía no tiene origen periférico. En 
conjunto, nuestros datos ponen de manifiesto las notables diferencias en la respuesta 
microglial de los pacientes frente a los modelos animales, por lo que sería necesario 
desarrollar nuevos modelos, o mejorar los ya existentes, atenuando la respuesta inmune 
innata para así reproducir más fielmente lo que ocurre en los pacientes. 
 
5. En los pacientes, y en contraste con la reducida respuesta microglial, existe una patente 
hiperactivación de los astrocitos siendo además estas células gliales muy resistentes al 
proceso degenerativo. El posible papel patológico/protector de los astrocitos reactivos en los 
pacientes de Alzheimer no ha sido aún establecido, aunque nuestros datos indican que esta 
hiperactivación produciría un aumento de toxicidad ya que parecen adoptar un fenotipo 
proinflamatorio neurotóxico con producción de TNFα. 
 
6. Las interneuronas que expresan SOM, implicadas en procesos de memoria, presentan una 
elevada vulnerabilidad en el hipocampo y giro parahipocampal de pacientes en fases 
avanzadas y en modelos APP/PS1 desde edades tempranas. Sin embargo,  la población que 
expresa PV es altamente resistente en los modelos animales mientras que en los pacientes 
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sufre un marcado proceso degenerativo que se podría explicar por la acumulación de formas 
solubles de fosfo-tau y/o por la disfunción de la homeostasis glial. 
  
7. La exposición de ratones APP/PS1 al humo del tabaco, un factor ambiental de alto impacto 
en la sociedad humana, produce un incremento significativo de las lesiones neuropatológicas 
asociadas a la enfermedad de Alzheimer en este modelo animal como son la carga amiloide, 
la fosforilación de tau y el proceso neuroinflamatorio. Estos resultados indican que el tabaco 
podría acelerar la progresión de esta patología entre los fumadores activos/pasivos, siendo 
por tanto un potencial factor de riesgo ambiental para el Alzheimer. 
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1. The phospho-tau pathology is much more prominent than the amyloid pathology in the 
hippocampus and parahippocampal gyrus of Alzheimer’s patients. The neurofibrillary 
degenerative changes follow the topographic pattern of Braak stages affecting the 
hippocampus in the initial stages. However, Αβ pathology shows a highly variable regional 
pattern and reaches the hippocampus only in the most advanced stages. The high level of 
phospho-tau in contrast to the low content of Αβ in the soluble fraction suggests that the 
soluble phospho-tau forms might trigger the neurodegenerative process in patients.  
 
2. The amyloid pathology in patients exhibited a marked regional variability, with formation 
of fibrillar and neuritic plaques in the dentate gyrus, classic plaques in CA1 and 
parahippocampal gyrus cortex and diffuse plaques only in the last region, suggesting 
different origins or progression patterns of these deposits. These results differ from those in 
APP/PS1 transgenic models where all plaques are neuritic, revealing the poor reproducibility 
in these animal models of amyloidosis process that occurs in patients. Characterization of the 
disease progression in patient samples is the key to improve and validate the existing animal 
models for preclinical testing.. 
 
3. In AD patients there is limited microglial activation associated with amyloid plaques, and 
even most relevant, a patent microglial degenerative process in advanced disease stages. 
This microglial response is in stark contrast to that observed in transgenic APP/PS1 models 
which microglia is activated and proliferates gradually with disease progression. Therefore, 
the classical concept of cytotoxic microglial response associated to this disease should be 
reevaluated, a fact that is reinforced by the failure of therapeutic anti-inflammatory 
strategies tested to date in patients. Therefore preventing microglial dysfunction/death 
could be a novel and potential therapeutic strategy for this neurodegenerative disease. 
 
4. The low activated microglia detected in patients is associated with the plaques and shows 
Iba1+/CD45+/CD68+/P2ry12- profile while non activated interplaque microglia is 
Iba1+/CD45-/CD68-/P2ry12+. This activated microglia shows a non- inflammatory phenotype 
and the presence of intracellular Αβ indicates a possible role in the dynamics of 
formation/compaction and/or removal of fibrillar plaques. According to our data and in 
contrast to other studies, this microglia has not a peripheral origin. Together our data show 
significant differences in microglial response between patients and animal models, so it 
would be necessary to develop new models, or improve the existing ones, diminishing the 
innate immune response in order to better mimic the response of patients. 
 
5. In patients with dementia (Braak V-VI), and opposed to the attenuated microglial 
response, there is a patent hyperactivation of astrocytes which are also highly resistant to 
the degenerative process. The potential pathological/protective phenotype of reactive 
astrocytes in Alzheimer's patients has not yet been established, though our data indicate that 
this hyperactivation results in increased toxicity because they seem to adopt a neurotoxic 
proinflammatory phenotype with TNFα production. 
 
6. Interneurons expressing SOM, involved in memory processes, show a high vulnerability in 
the hippocampus and parahippocampal gyrus of patients in advanced disease stages and also 
in APP/PS1 models since early ages. However, the population expressing PV is highly 
resistant in animal models while in patients suffer a marked degenerative process that could 





7. Exposure of APP/PS1 mice to cigarette smoke, an environmental high impact factor in 
human society, produces a significant increase of the neuropathological lesions associated 
with Alzheimer's disease in this animal model such as the amyloid load, tau phosphorylation 
and neuroinflammatory process. These results indicate that cigarette smoke could accelerate 
the progression of this disease among active passive smokers, being so a potential 
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 Accumulation of extracellular amyloid-beta (Aβ) deposits, intracellular formation of 
neurofibrillary tangles (NFTs) and progressive loss of neuronal cells are the major neuropathological 
lesions in Alzheimer’s disease (AD) brains. Synaptic loss/dysfunction has been considered the best 
pathological correlate of early decline in cognitive function in AD. No effective therapies have been 
developed yet, while mechanism-based explorations of therapeutic approaches have been 
intensively investigated. The anticipated increase of AD patients in next few decades makes 
development of better therapy an urgent issue. Although the notion that neuroinflammation 
contributes to AD emerged in the early 90’s, there is no successful treatment of AD based on 
inflammation. In fact, in the last decade there has been a spectacular failure of disease-modifying 
drugs in clinical trials of AD. The role of the neuroinflammatory cells in AD and the functional changes 
of microglia during disease progression are still unknown (revised in Heneka et al. 2014, 2015b, 
2015a). Chronic inflammation with activated microglia could mediate neuronal damage and death by 
producing toxic products, leading to a cascade of harmful pathogenic events. However, the microglial 
phenotypes in the human pathology have not been determined yet. Inflammatory reactions in the 
brain might differ among astrocytes, microglia or infiltrated cells, anatomical location, disease and 
disease-stages, and not all inflammatory processes are detrimental. The recognition of this 
heterogeneity is essential to develop efficient drugs for AD therapeutics targeting very specific 
inflammatory targets.    
  
 To study AD-related pathology and the mechanisms underlying neurodegeneration, mice 
harbouring mutations of the familiar forms of AD are widely used. However, most of these transgenic 
mice fail to display neurodegeneration besides prominent Aβ accumulation. The APP751SL/PS1M146L 
model develops Aβ plaques since early ages (Blanchard et al. 2003; Caballero et al. 2007; Sanchez-
Varo et al. 2012). We have previously reported the early and selective vulnerability of GABAergic 
interneurons subpopulations in the hippocampus ( Ramos et al., 2006;  Baglietto-Vargas et al. 2010), 
enthorinal cortex  (Moreno-Gonzalez et al. 2009) and subiculum (Trujillo-Estrada et al. 2014) of this 
model, as occurs in humans. Although we found an early loss of principal cells in the enthorinal 
cortex (Moreno-Gonzalez et al. 2009) and subiculum (Trujillo-Estrada et al. 2014), no significant 
hippocampal principal cell degeneration was detected until 17-18 months of age (Ramos et al. 2006; 
Caballero et al. 2007; Schmitz et al. 2004).  Most, if not all extracellular deposits have neuritic nature, 
and the swollen axons/presynaptic terminals exhibit accumulation of autophagic vesicles (Sanchez-
Varo et al. 2012; Torres et al. 2012), as has been described in patients (Nixon et al. 2005; Nixon and 
Yang 2011). Most AD models exhibit scarce or delayed neuronal loss in despite of the accumulation 
of extracellular/intracellular Aβ. To address this question we have reported the dual role 
(neuroprotective/neurotoxic) of microglial activation during the time course of the Aβ associated 
neuroinflammatory response in the hippocampus of PS1/APP mice (Jimenez et al. 2008). In this 
sense, at early ages the activated microglial cells displayed an alternative phenotype that could 
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explain the limited neuron loss, however at advanced ages activated microglia exhibited a classical 
cytotoxic phenotype that probably could be responsible of the principal cell death in this model. The 
switch from alternative to classical phenotype was associated to an increase in the soluble oligomeric 
Aβ content. In fact, in vitro studies demonstrated that Aβ oligomers from S1 fractions of old PS1/APP 
mice hippocampus induced microglial activation and TNF-α expression (Jimenez et al. 2008). 
Furthermore, increased Aβ-oligomer levels are able to counteract the prosurvival pathways 
(PI3K/Akt/GSK3β) that are stimulated by soluble APP-α at early ages, leading to neurodegeneration 
(Jimenez et al. 2011). 
 In the present PhD thesis, we have now analysed, by cellular and molecular approaches, 
the main neuropathological hallmarks (amyloid plaques, neurofibrillary tangles/phospho-tau 
pathology, neuritic dystrophy, neuronal loss and gliosis) in hippocampus and parahippocampal gyrus 
of human AD brains, and compared them with the course of the pathology in the PS1M146L/APP751SL 
mouse model. Most relevant outcomes from this work are: 1) phosfo-tau pathology is much more 
prominent that Aβ pathology in human AD hippocampus; in addition, the progression of amyloid 
pathology shows great regional and inter-individual variability in patients with involvement of the 
hippocampus only in advanced stages of the disease. 2) there is a limited microglial activation along 
with a dysfunction/degeneration process of this population in patients at advanced stages of the 
disease while in animal models of AD microglia cells activate and proliferate gradually during disease 
progression. Therefore, the classical concept of cytotoxic microglial response associated with this 
disease in patients should be reevaluated, a fact that is reinforced by the failure of therapeutic anti-
inflammatory strategies tested to date in patients. Therefore preventing microglial 
dysfunction/death could be a novel and potential therapeutic strategy for this neurodegenerative 
disease. Moreover, and opposed to the attenuated microglial response, there is a patent 
hyperactivation of astrocytes which are also highly resistant to the degenerative process; 3) we 
observed a substantial loss of somatostatin- and parvalbumin-positive GABAergic interneurons in 
these AD brain areas. In the same way, interneuron deficits have been previously documented in 
APP/PS1 models in the hippocampus and entorhinal cortex, and now here we extended to the 
perirhinal cortex; 4) smoke produced a significant increase of the neuropathological lesions 
associated with Alzheimer's disease in as APP/PS1 animal model such as the amyloid load, tau 
phosphorylation and neuroinflammatory process. These results indicate that cigarette smoke could 
accelerate the progression of this disease among active passive smokers, being a potential 
environmental risk factor for Alzheimer's.  
 Overall, these results show that models overexpressing APP and developing amyloid 
plaques do not mimic major aspects of the human pathology, especially the inflammatory response 
associated with microglial cells. Therefore, it would be necessary to develop new models, or improve 
the existing ones, diminishing the innate immune response in order to better mimic the response 
seen of patients. We propose that the microglial homeostasis dysfunction, along with astroglial 
hyperactivity, might be responsible for the neurodegeneration and dementia in Alzheimer's patients. 
This new approach might open new avenues for the design of therapeutic strategies directed to 




6.2. LITERATURE OUTLINE 
Alzheimer’s disease (AD) is the most common cause of cognitive decline in the elderly, being 
characterized by progressive loss of memory and other cognitive functions and changes in 
personality (Reiman and Caselli 1999; van Strien et al. 2009). The proportion of the elderly people is 
growing, and the prevalence and incidence of AD have been shown to increase exponentially with 
age (review by Prince et al. 2013). It has been estimated that 5% of the population older than 65 
years is affected by Alzheimer’s disease. The prevalence doubles approximately every 5 years beyond 
age 65 and nearly half of the people aged 85 years and older suffer from this devastating disorder 
(http://www.alz.co.uk/research/world-report-2014). Due to the demographic development, 
undoubtedly the number of patients and the economic impact of AD will grow extraordinarily in the 
future without advances in therapy or prevention. 
AD is etiologically heterogeneous, multifactor disease. A small proportion of AD cases show 
an autonomic dominant transmission of the disease (Castellani et al. 2010; Ballard et al. 2011), and 
currently mutations in the genes encoding amyloid precursor protein (APP), presenilin 1 (PS1) and 
presenilin 2 (PS2) have been characterized in early onset familial AD cases (review by Bagyinszky 
et al. 2014). Mutations in each of these genes also result in elevated levels of Ab, a proteolytic 
processing fragment of the APP, which is deposited in the brains of AD patients. The clinical picture 
of dementia, as well as the histopathological findings was described by the German psychiatrist Alois 
Alzheimer. His findings were published in his famous report ‘Über eine eigenartige Erkrankung der 
Hirnrinde’ (‘A characteristic disease of the cerebral cortex’) in 1907. Macroscopic changes found in 
AD brain include shrinkage of the gyrus and widening of the sulcus especially in frontotemporal 
areas, thickening of meninges and enlargement of the ventricles (review by Perl 2010; Nasrallah and 
Wolk 2014) The memory centers hippocampal formation and the entorhinal cortex are the first 
regions to be affected. As the disease progresses, more regions are affected including the temporal 
and parietal lobes. The two major microscopy lesions are amyloid plaques and neurofibrillary tangles 
(NFT) (review by Castellani et al. 2010; Perl 2010; Serrano-Pozo et al. 2011; Reitz et al. 2011; Karch 
et al. 2014). The senile plaques are extracellular deposits of amyloid beta (Abeta) peptides with a 
dense central core, surrounded by dystrophic neurites, indicating that a neurodegenerative process 
is taking place. The NFTs are abnormal, filamentous inclusions found in the cell bodies of neurons 
primarily composed of abnormally phosphorylated tau protein. Other AD lesions include synaptic 
alterations, pyramidal neuronal loss as well as interneurons from hippocampus and cholinergic cells 
from basal forebrain (Whitehouse et al. 1981; West et al. 2004; Gomez-Isla et al. 1996) and 
inflammation characterized by activated microglia associated with Abeta deposits an up-regulation of 
many mediators of inflammatory response (review by Latta et al. 2014; Heneka et al. 2015). Although 
discovered already a century ago, plaques and tangles are, till today, still the defining criteria for a 
definite post-mortem diagnosis. 
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Studies of familial Alzheimer’s disease (FAD) motivate the discovery of responsible genetic 
factors, establishing Aβ-centered theory for AD. Amyloid precursor protein (APP) experiences 
sequential cleavages by β-secretase and γ-secretase and gives rise to β-amyloid (Aβ) that is thought 
to initiate soluble oligomers, insoluble fibrils, and accumulated plagues. However, failures in many 
large clinical trials using Aβ-targeted drugs and approved compounds with marginal efficacy 
questioned the validity of Aβ cascade hypothesis. Indeed, Aβ hypothesis, having dominated the AD 
realm for two decades, has always been controversial (review by Karran et al. 2011; Morris et al. 
2014; Herrup 2015).  
 
 Moreover, it has also been proposed the existence of a neuroinflammatory process that 
could play a key role in the development of the disease (Heneka et al. 2014, 2015a,b). Genetic 
studies, performed on thousands of patients (GWAS) have shown a clear association between AD and 
mutations in genes directly involved in the immune response. Among the candidate genes, other 
than APOE locus, these studies have identified TREM2, CD33 and HLA mutations (see Lambert et al. 
2013). Both TREM2 as CD33 are implicated in the microglial activation and/or Abeta internalization 
(Bradshaw et al. 2013; Cruchaga et al. 2014; Griciuc et al. 2013; Hickman y El Khoury 2014) so its 
disruption could result in a decrease in the phagocytic capacity of this  peptide. 
 However, the role of microglial activation in the development of pathology is not known 
(Streit et al. 2014). Classically, the microglial response has been associated with neurodegenerative 
process observed in AD. This association is based on the ability of microglial cells to activate in the 
presence of any damage or cerebral insult, and produce large amounts of cytotoxic proinflammatory 
cytokines. In fact, the microglial cells can rapidly activate and differentiate into various phenotypes: 
an alternative phenotype (M2), characterized by cytokine production with neuroprotective capacity 
induced by different mediators such as IL-4 and IL-13, and a classic phenotype (M1), characterized by 
the production of inflammatory cytokines (IL-1beta, TNF-alpha) and reactive oxygen species 
(reviewed in (Mosher y Wyss-Coray 2014; Li et al. 2014; Heneka et al. 2015a; Cai et al. 2015). 
 
 The cytotoxic vision of microglial activation is based on the findings in transgenic models 
disease (Heneka et al, 2014). Specifically, the characterization of microglial activation has been 
studied in Aβ transgenic models (APP or APP/PS1) since models based on overexpression tau have 
had very limited glial activation. In this respect, it has been described that microglial activation 
display a cytotoxic profile in these models (Heneka et al, 2014). It has also been suggested that 
microglia exerts no role in the maintenance and/or formation of Aβ plaques (Grathwohl et al. 2009), 
although these data are controversial. 
 
 Our research group has previously characterized this inflammatory response in the 
APP751SL/PS1M146L model (Jimenez et al. 2008; Moreno-Gonzalez et al. 2009; Torres et al. 2012). 
Our data have shown the existence of a clear microglial activation process in parallel with the 
progression of Aβ pathology. This activated microglia shows proinflammatory phenotype, especially 
at later ages (18 months), coinciding with the increase of forms oligomeric soluble Aβ in the 
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hippocampal parenchyma. These soluble forms of Aβ from AD models besides stimulating microglia 
could directly affect neurons increasing their vulnerability (Carriba et al. 2015). Based on these facts, 
it seems that the microglia exert a cytotoxic role to neurons in the pathology of AD. 
 
 In addition, activation of astrocytes is also characteristic of AD (Sidoryk-Wegrzynowicz 
et al. 2011; Verkhratsky et al. 2014). It manifested from the earliest stages of the disease (Carter 
et al. 2012) and progresses significantly as does the amyloid and tau pathology. However, the role of 
reactive astrocytes it is today largely unknown. The term "reactive" is insufficient to determine 
whether astrocytes contribute to the pathology of AD by toxic gain of function or loss, or, on the 
contrary are protective, or even have different functions depending on the state of the pathology 
and/or their regional location. Moreover, it has recently been suggested that astrocytes may play a 
role in the so-called "glymphatic system" (Nedergaard 2013) to generate interstitial fluid flows from 
perivascular space, from the arterial branches to the venous branches. This glymphatic flow could be 
responsible for drain excess of extracellular toxic proteins, such as Abeta preventing its 
accumulation. Activation of astrocytes in the pathology of AD could alter or disrupt this flow and 
therefore results in increased toxicity 
 
 Taking into account that the implication of the glial response (microglia and astroglia) in 
the pathology of Alzheimer's disease is not known and most information, both at the molecular and 
cellular level has been obtained from transgenic disease models we will study in this doctoral thesis 
the neuroinflammatory response in postmortem hippocampus and parahippocampal gyrus samples 
from AD patients and compare the results with those in AD mice. 
 
In the last decade, multiple lines of transgenic mice over-expressing one or more of the 
familial AD linked genes have been created (review by Ashe y Zahs 2010; Bilkei-Gorzo 2014; Webster 
et al. 2014). Although none of the mouse models recapitulates all aspects of AD, several lines 
develop robust AD-like pathology, including Abeta plaques surrounded by phospho-tau containing 
dystrophic neurites and activated microglial cells, synaptic damage, and age-related learning and 
memory deficits. These AD models have provided new opportunities to investigate the biochemical 
and cellular mechanisms underlying this devastating neurodegenerative disorder, and have helped to 
identify the link between elevated soluble Aβ content, neuronal dysfunction and memory 
impairment. However, most models, despite extensive amyloid deposition in some lines, do not have 
widespread neuronal loss as seen in AD brains. However, we have previously reported using 
unbiased, stereological neuronal counting a selective neuronal loss (SOM/NPY and CR interneurons) 
in the hippocampus, entorhinal cortex and subiculum of a APP/PS1 model at early ages (Ramos et al. 
2006; Moreno-Gonzalez et al. 2009; Baglietto-Vargas et al. 2010; Trujillo-Estrada et al. 2014). 
Pyramidal degeneration occurs early in subiculum and enthorinal cortex (Trujillo-Estrada et al. 2014; 
Moreno-Gonzalez et al. 2009), whereas in the hippocampus takes place at later stages (18 months; 
Schmitz et al. 2004; Jimenez et al. 2008). Another important objective of this Thesis will be to 
validate this neuronal loss in the human samples from AD patients.  
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6.3. AIMS OF THE STUDY 
The fact that many potential therapeutic targets that have been defined mainly around the 
pathogenetic hypothesis of the "amyloid cascade" have not been translated into effective treatments 
highlights the need to better understand the disease mechanisms and develop better animal models 
that mimic the pathology seen of patients. One of the pathogenic mechanisms that has gained 
recognition in recent years is that played by glial cells (especially microglia) in Alzheimer’s disease. To 
date, the therapeutic strategies designed to modulate the inflammatory response have been 
unsuccessful in patients. One possible explanation for this translational failure of preclinical data 
from human clinical models may be due to the existence of differences in the innate immune 
response between animal models and patients. 
 
Therefore, a major biomedical issue in the treatment and care of AD patients is the need of 
better animal models and biomarkers to study AD progression, identify new therapeutic targets and 
develop new pharmacological approaches against this devastating illness. 
Most of the information at the molecular and/or cellular level on the evolution of the 
pathology of AD has been obtained mainly in transgenic models of the disease. Therefore, the main 
objective of this doctoral thesis is to conduct a histopathological study of hippocampal and 
parahippocampal gyrus of postmortem samples from patients at various stages of the disease (Braak 
II to VI). This study will advance the knowledge of the mechanisms involved in the development of 
the pathology and, second, compare the data with those obtained in transgenic models in order to 
assist in the selection and/or improvement of models of pathology. In addition, it is proposed to 
continue the study and characterization of transgenic models from a translational perspective to 
identify possible targets of therapeutic interest which may be used in the development of new 
strategic protection 
 
1. The first specific objective of this work is to make a preliminary histopathological characterization of 
neurofibrillary pathology progression, due to hyperphosphorylation of tau (NFTs or neurofibrillary 
tangles, neuropil filaments or NTs, and dystrophic neurites) and amyloid pathology in the postmortem 
human hippocampus and parahippocampal gyrus from mild (Braak II), moderate (Braak III-IV) and 
severe (Braak V-VI ) tau pathology stage. 
For this aim, immunohistochemical detection of hiperphosphorilated tau and amyloid beta 
with different antibodies will be performed. Here we examined the spatial distribution pattern of 
different plaques (fibrillar, dense-core with non-fibrillar halo, and diffuse). The nature, morphology 
and content of the dystrophic neurites found in the hippocampus will be also studied. Moreover, in 
order to study the plaques morphology in depth, we will apply confocal double/triple fluorescence 
and image analysis quantification. Additionally, samples of mice APP/PS1 4, 6 and 12 months of age 
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will be used in order to compare the results obtained in samples from Alzheimer's patient data in the 
animal model. 
2. The second specific objective of this work is to study the Inflammatory response in the 
hippocampus and parahippocampal gyrus of patients during the progression of the pathology from 
Braak II to Braak V-VI stages. For this, we will determine 1) the regional pattern of microglial 
phenotypic progression (quiescent, activated or senescent) in relation to senile plaques; and 2) the 
astroglial response accompanying amyloid and neurofibrillary pathology. For this purpose, 
immunohistochemical techniques for specific markers of glial phenotype for both populations, 
confocal laser microscopy and morphometric and stereological analysis will be used.  In addition, the 
expression of some microglial and astroglial markers will be assessed by Rt-PCR. Samples of mice 
APP/PS1 of 4, 6 and 12 months of age will be used in order to compare the results obtained in 
Alzheimer's patients with the data observed in this animal 
 
3. The third specific objective of this work is to study the vulnerability of different neuronal 
populations of the hippocampus and parahippocampal gyrus of patients Braak II, III- IV and V -VI. The 
main GABAergic interneurons (SOM and PV) will be analyzed in the dentate gyrus, CA1 and perirhinal 
cortex. The research group has previously characterized these neuronal populations in the 
hippocampus and entorhinal cortex of the transgenic model APP/PS1. However, the perirhinal cortex 
has not undergone previous study therefore in this objective we will include the analysis of this brain 
region in order to compare the results with those obtained in patients and thus validate the 
predictive value of this animal model. In order to assess the neurodegeneration, 
immunohistochemistry for light microscopy, confocal double fluorescence and stereology-based 
quantifications will be performed. In addition, the expression of SOM, NPY and PV mRNAs will be 
assessed by Rt-PCR. 
 
4. The four specific objective is to analyse the effect of smoke inhalation, a high impact 
environmental factor in human society, on major neuropathological alterations in a APP/PS1 
transgenic model. For this, amyloid load, inflammatory response, tau phosphorylation and 
neurodegeneration in the hippocampus and cortex of mice exposed to different doses of smoke will 
be determined. Histological, immunological techniques, quantitative stereological and morphometric 
analysis will be used. This objective was carried out in collaboration with the laboratory of Dr. Soto 
and Dr. Moreno- Gonzalez (USA) and will be presented in the form of scientific publication. 
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6.4. MATERIALS AND METHODS 
 
Human brain samples 
 
Human brain tissue was obtained from the Institute of Neuropathology Brain Bank IDIBELL-
Hospital Universitari de Bellvitge (Barcelona, Spain) and from the Brain Bank of BT-CIEN-Fundación 
CIEN (Instituto de Salud Carlos III, Madrid, Spain) at autopsy of non-demented controls (n=3) and 
clinically diagnosed mild (Braak II; n=7), moderate (Braak III-IV; n=7) and severe (Braak V-VI; n=10) AD 
cases, with a post mortem delay between 3 and 16 h. The brain samples were obtained with the 
approval of local ethics comittee, following Spanish and European Union legislation.  
Samples of the hippocampal cortex were fixed in 4% paraformaldehyde in 0.1 M phosphate 
buffer (PB) for 24-48h, cryoprotected in sucrose, stored at -80 ºC, sectioned (30 µm thickness) on a 
freezing microtome and serially collected in wells containing 0.1 M phosphate buffer saline (PBS) and 
0.02% sodium azide. Following a neuropathological examination, AD stage was defined according to 
Braak and Braak (Braak and Braak, 1991). 
 
Transgenic mouse samples 
 
The generation and initial characterization of the PS1/APP tg mice has been reported 
previously (Blanchard et al., 2003). PS1 tg mice (C57BL/6 background) over-expressed the mutated 
PS1M146L form under the control of the HMGCoA reductase promoter. PS1/APP double tg mice 
(C57BL/6 background) were obtained by crossing homozygotic PS1 tg mice with heterozygotic Thy1-
APP751SL (Swedish -K670N, M671L- and London -V717I- FAD mutations) mice (Charles River, France). 
Mice represented F6–F10 offspring of heterozygous tg mice. Non-tg mice of the same genetic 
background and ages were used as controls. All animal experiments were carried out in accordance 
with the European Union regulations and approved by the committee of animal use for research at 
Malaga University. 
After deep anaesthesia with sodium pentobarbital (Dolethal ®, 60 mg/kg), 4-to-12-month-old 
control (WT) and PS1/APP tg mice were perfused transcardially with 0.1M phosphate buffered saline 
(PBS), pH 7.4, followed by 4% paraformaldehyde, 75mM lysine, 10mM sodium metaperiodate in 
0.1M phosphate buffer (PB), pH 7.4. Brains were then removed, post-fixed overnight in the same 
fixative at 4 ºC, cryoprotected in 30% sucrose, sectioned at 40 μm thickness in the coronal plane on a 
freezing microtome and serially collected in wells containing cold PBS and 0.02% sodium azide. Each 
experiment was composed of 4-6 sets of animals (each one containing one control and one PS1/APP 






The hippocampal formation involves the subiculum, the hippocampus proper and the dentate 
gyrus. The subiculum continues laterally with the parahippocampal cortex. Henceforth, we will refer 
to the hippocampus proper and the dentate gyrus as hippocampus. Mouse hippocampus can be 
found from Bregma -0.94 mm to Bregma -4.04 mm in the histology atlas (Franklin and Paxinos, 
2007). At rostral levels, the hippocampus appears dorsally, after septum, inferior to the corpus 
callosum, superior to the dorsal thalamus and dorso-laterally bordered by the parietal cortex. Caudo-
ventrally, it is situated close to the amygdaloid complex and its lateral boundaries are defined by the 
enthorinal and perirhinal cortex, among others.  
For human brain delimitations, we followed the Atlas of the Human Brain (Mai et al. 2008) and 
Allen Brain Atlas (www.brain-map.org). Human hippocampal formation can be found with the 
stereotaxic coordinates 6.7 mm and 44.9 mm. Parahippocampal region involves presubiculum, 
parasubiculum, enthorinal cortex, perirhinal cortex and parahippocampal cortex, and it is situated 
between -10 mm and -50.3 mm coordinates.   
Perirhinal cortex belongs to the parahippocampal region, within the temporal medial lobe. 
Mouse perirhinal cortex can be found from Bregma -1.34 mm to Bregma -4.60 mm in the Franklin 
and Paxinos Atlas (2007). Areas 36 and 36 can be delimitated thanks to differential neuropile 
immunostaining using anti-Calretinin or anti-Parvalbumin antibodies. Moreover, 6E10 antibody 
allows to makes a distinction among layers, since layers II-III within the area 35 and, the layer V in the 




Sections that represented 1/7th of the total hippocampus from control and PS1/APP mice, 
and the AD brain sections, were processed in parallel for light microscopy immunostaining using the 
same batches of solutions to minimize variability in immunohistochemical labelling conditions. 
Free-floating sections were first treated with 3% H2O2 and 10% methanol in PBS 0.1M pH 7.4 
for 15 min to inhibit endogenous peroxidase, and with avidin-biotin Blocking Kit (Vector Labs, 
Burlingame, CA, USA) for 30 min to block endogenous avidin, biotin and biotin-binding proteins. For 
single immunolabeling sections, were immunoreacted with one of the primary antibodies: anti-APP 
(1/20000 dilution; Sigma-Aldrich) rabbit polyclonal, anti-Aβ 4G8 (1:2000 dilution; Covance) mouse 
monoclonal, anti-Aβ OC (1:5000 dilution; Merck-Millipore) rabbit polyclonal, anti-Aβ42 rabbit 
polyclonal (1:1000 dilution; Merck-Millipore), anti-AT8 mouse monoclonal (1:500 dilution, Pierce 
Biotech.), anti-AT100 mouse monoclonal (1:500 dilution, Pierce Biotech.), anti-ALDH1L1 monoclonal 
antibody (1:2000 dilution, Merck-Millipore), anti-CD45 rabbit polyclonal (1:1000 dilution; Abcam), 
anti-CD68 monoclonal antibody (1:1000 dilution, Dako), anti-CX3CR1 (1:500 dilution, Abcam) 
polyclonal antibody, anti-ferritin (1:500 dilution, Sigma-Aldrich) polyclonal antibody, anti-GFAP 
(1:2000 dilution, Chemicon) polyclonal antibody, anti-GFAP (1:10000 dilution, Dako) polyclonal 
antibody, anti-Iba1 (1:1000 dilution, Wako Chemicals) polyclonal antibody, anti-Iba1 (1:2000 dilution, 
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Abcam) polyclonal antibody, anti-NeuN (1:1000 dilution, Merck-Millipore) monoclonal antibody, anti-
PV (1:5000, Swant) polyclonal antibody, anti-Somatostatin (SOM, D-20) goat polyclonal (1:1000 
dilution; Santa Cruz Biotechnology), anti-TNF alpha (1:500 dilution; Santa Cruz Biotech) polyclonal 
antibody, over 24 or 48 hours at room temperature. The tissue-bound primary antibody was then 
detected by incubating for 1 h with the corresponding biotinylated secondary antibody (1:500 
dilution, Vector Laboratories), and then followed by incubating for 90 min with streptavidin-
conjugated horseradish peroxidase (Sigma–Aldrich) diluted 1:2000. The peroxidase reaction was 
visualized with 0.05% 3-3-diaminobenzidine tetrahydrochloride (DAB, Sigma–Aldrich), 0.03% nickel 
ammonium sulphate and 0.01% hydrogen peroxide in PBS. For double/triple immunolabelling, 
sections were first incubated with the primary antibody, then the peroxidase reaction was visualized 
as already described with DAB-Nickel (blue staining). Then, sections were washed and incubated in 
the second primary antibody. The next day, sections were processed for visualizing the reaction only 
with DAB (brown staining). For the third antibody, VECTOR VIP Peroxidase Substrate Kit (SK-4600, 
Vector Labs.) was used giving rise to a purple staining. Sections were mounted on gelatine-coated 
slides, air-dried, dehydrated in graded ethanol, cleared in xylene and coverslipped with DPX (BDH) 
mounting medium. Specificity of the immune reactions was controlled by omitting the primary 
antisera. 
 
For double OC/Thioflavin-S fluorescence labelling, sections were first incubated with the 
primary antibody followed by Alexa568 conjugated secondary antibody. Then, sections were washed 
and processed for Thioflavin-S staining (see below).  
For double immunofluorescence labelings, sections were first sequentially incubated with the 
indicated primaries antibodies followed by the corresponding Alexa488/568 secondary antibodies 
(1:1,000; Invitrogen).  
Human sections were embedded in autofluorescence eliminator reagent (Merck Millipore), 
following the manufacturer’s recommendations, to eliminate fluorescence emitted by intracellular 
lipofuscin accumulation. Finally, all sections were mounted onto gelatine-coated slides, coverslipped 
with 0.01M PBS containing 50% glycerin and 3% triethylenediamine and examined under a confocal 
laser microscope (Leica SP5 II) or Olympus BX-61 epifluorescent microscope.  
 
Thioflavin S and Congo red stainings 
 
Free-floating sections were incubated for 5 minutes with 0.015% Thioflavin-S (Sigma) in 50% 
ethanol for mouse brains, and with 0.1% Thioflavin-S in 70% ethanol for human brains. Then, they 
were washed in 50% ethanol, mounted onto gelatine-coated slides and coverslipped with 0.01M PBS 
containing 50% glycerine and 2.5% triethylenediamine. 
Free-floating sections were incubated for 3 minutes with 20% Congo red (Sigma) in 100º 
ethanol with NaCl 0.03%, and then washed in PBS. Sections were mounted on gelatine-coated slides, 






Density of neurons SOM- and PV-positives were obtained by stereology-based quantification 
according to the optical fractionator method as previously described (Moreno-Gonzalez et al., 2009). 
Briefly, an Olympus BX61 microscope and the NewCAST software package (Olympus, Glostrup, 
Denmark) were used. In order to obtain the neuron density in mouse perirhinal cortex, the number 
of cells was quantified in 6 sections through the antero-posterior axis, separated by 280 μm along the 
Z axis. In AD samples, we employed 6 sections between the stereotaxic coordinates 17 mm and 35 
mm, with 180 μm of separation between them. Subfields were defined using a 10x objective and the 
number of cells was counted using a 20X objective. The number of counting frames varied with the 
region or subfield layer analyzed.  
The numerical density (ND; cells/mm3) of immunopositive cells was estimated using the 
following formula: ND=∑Q-/(∑a), where “Q-“ is the number of dissector-counted somatic profiles, “a” 
is the area of the counting frame. The precision of the individual estimations is expressed by the 
coefficient of error (CE) (Gundersen et al. 1999) using the following formula: CE=1/Qx(3A-
4B+C/12)1/2, where A=∑Qi2, B=∑QixQi+1, C=∑ QixQi+2. The CEs ranged between 0.1 and 0.07. An 
investigator who was blind to the experimental conditions (age, genotype and marker) performed 
neuronal profile counting. 
 
Plaque and glial loading quantification 
 
Plaque loading was defined as percentage of total area stained for Aβ with OC, while glial 
loading was the percentage of area stained with either anti-Iba1 or anti-P2ry12a antibodies for 
microglia, and with GFAP for astroglia, respectively. Quantifications were performed in a similar way 
to the previously reported by Trujillo-Estrada et al. (2014). The stainings were examined under a 
Nikon Eclipse 80i microscope using a 4x objective. Images were acquired with a Nikon DS-5M digital 
camera using the ACT-2U software (Imaging Software, Nikon Corporation 2004). The camera settings 
were adjusted at the start of the experiment and maintained for uniformity. Digital images from 
Braak II, Braak III-IV and Braak V-VI (n = 4-5/age) were analyzed using Visilog 6.3 analysis program 
(Noesis, France). The plaque (OC positive) or glial (Iba-1 or P2ry12 positive) within the hippocampus 
or parahipocampal gyrus were identified by level threshold which was maintained throughout the 
experiment for uniformity. The color images were converted to binary images. The PHC area in each 
4× image was manually outlined. The plaque/glial loading (%) for each individual was estimated and 
defined as (sum plaque area measured/sum cortical area analyzed) × 100. The sums were taken over 
all slides sampled and a single plaque burden was computed for each mouse. The mean and standard 
deviation (SD) of the loadings were determined using all the available data. Quantitative comparisons 
were carried out on sections processed at the same time with same batches of solutions. 
 
Coronal sections stained with the corresponding antibodies from human brains were 
analysed. Each analysis was done by a single examiner blinded to sample identities. 




Data were expressed as mean ± S.D. The comparison between two groups was done by two-
tailed t-test or Mann-Whitney; and for comparing several groups, we used one-way ANOVA or 
Kruskal-Wallis ANOVA on ranks, followed by Tukey or Bonferroni post-hoc multiple comparison test 
(SigmaStat32® 3.5, Advisory Statistics for Scientists or GraphPad Prism 5,  GraphPad Software Inc.). 
For both test, the significance was set at 95% of confidence. 
 
The cellular studies were complemented with biochemical and in vitro studies that were done in 
collaboration with the laboratory of Dr. Vitorica (University of Seville). These methods are well 
described in Jimenez et al. (2008, 2011) and Torres et al. (2012).  
 
 
6.5. RESULTS AND DISCUSSION 
 The major limitation of this study was the lack of information on the medical history of 
each patient. The only information available from the Biobanks was the Braak stage, the post 
mortem time and the existence or not of dementia, so that the samples used were classified as Braak 
II, III and IV cataloged as non-demented, while those classified as Braak V and VI showed dementia. 
The existence of other co-pathologies in both patients and controls used, such as diabetes, high 
cholesterol, stroke, etc., or even pharmacological treatments could be responsible for the 
heterogeneity data. Moreover, knowing the patient's genotype could have also been important 
because of the large number of genes associated to this disease, particularly APOE, the major risk 
factor in the onset sporadic Alzheimer's. We believe it would have been essential to know the data of 
disease progression (age at diagnosis, years of evolution of the disease, etc.), data from the mental 
status examination (MMSE, Mini-Mental State Examination; GDS, Global Deterioration Scale), the 
clinical dementia scale (CDR; Clinical Dementia Rating). Having all this information would have 
allowed us to interpret, group, or more accurately assess, the results obtained, particularly in those 
cases where the data are very heterogeneous within the same group, and would have allowed, after 
evaluating and correlate multiple parameters, better classification of patient groups. Therefore, it 
has not been possible to establish any correlation between the observed pathology and the duration 




 CHAPTER 1 
PROGRESIÓN OF NEUROFIBRILLARY PATHOLOGY IN POST-MORTEM HUMAN 
HIPPOCAMPUS AND PARAHIPPOCAMPAL GYRUS SAMPLES  
 
Human AD samples were already classified by the Biobanks according to Braak-stages (Braak 
and Braak, 1991), however AT8 and AT100 staining were performed in our study in order to confirm 
this classification, and make a detailed qualitative analysis of the fosfo-tau pathology in each region 
of the different human samples. Our data show that the hippocampus and parahippocampal gyrus 
show a regional and temporal pattern of neurofibrillary lesions associated with phospho-tau as 
expected by the different stages of Braak (from II to VI). Tau pathology, analyzed by AT8 
immunohistochemistry started in the CA1/CA2 regions, perirhinal and entorhinal cortex and the 
parahippocampal gyrus (Braak II); it spreads throughout the hippocampal formation affecting the 
subiculum and dentate gyrus, and layers III and V around the parahipocampal gyrus in moderate 
stages (Braak III-IV); and finally through all layers of hippocampus and parahippocampal gyrus 
showing phospho-tau accumulation in both cell bodies and dendritic and axonal processes (Braak V-
VI). 
 The phosphorylated forms of tau monomers quantified by Western blot, in both total 
protein fraction and soluble fraction S1 from hippocampus, accumulate preferentially in demented 
Braak V-VI individuals. Tau accumulation may be due to changes in expression or failure in the 
protein degradation systems as proteosome (David et al. 2002; Zhang et al. 2005) autophagic-
lysosomal pathway (Hamano et al. 2008; Wang et al. 2009). Furthermore, Simón and García-García 
(2012) suggest excretion into the extracellular medium of tau in vesicles. This fact along with the 
release of tau to the extracellular space after neuronal death, might explain the increase soluble tau 
monomers observed. In AD patients, as the disease progresses, monomeric tau is 
hyperphosphorylated and aggregated into neurofibrillary tangles. Currently, the toxic effect of these 
tau aggregates on containing neurons is unknown. In fact it has been described the existence of 
neurons that, in spite of showing high neurofibrillary tangles, do not lose the ability to establish 
synaptic connections (Kuchibhotla et al. 2014). Evidences suggest that the toxicity of tau does not 
require the formation of neurofibrillary tangles, but phosphorylated prefibrillar or oligomeric soluble 
forms, formed in a pre-assembly stage of NFTs may be toxic forms. Tau release into the extracellular 
space, caused by a process of neuronal death or activity, produce an increase of tau in the interstitial 
compartment and this could be internalized by endocytosis by other neurons producing a prion type 
propagation of tau pathology. In this regard, the decreased levels of soluble tau by gene suppression 
in an animal model prevented synaptic loss and pathology transynaptic propagation (Polydoro et al. 
2013). Moreover, the beneficial effect of eliminating extracellular tau forms by immunotherapy has 
been describe in animal models  (Boutajangout et al. 2011; Chai et al. 2011; d’Abramo et al. 2013; 
Yanamandra et al. 2013). 
 Data suggest that extracellular soluble phosfo-tau accumulation might be the most 
pathologically significant feature in AD patients.  
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 CHAPTER 2 
PROGRESSION AND SPATIAL DISTRIBUTION OF AMYLOID PATHOLOGY IN POST-MORTEM 
HUMAN HIPPOCAMPUS AND PARAHIPPOCAMPAL GYRUS SAMPLES  
 
Alzheimer’s disease is characterized by typical neuropathological changes including 
extracellular Aβ deposition. According to the amyloid cascade hypothesis, accumulation and 
deposition of Aβ in the brain are the major events in the pathology of AD. Human samples were not 
previously classified by the biobanks of origin for amyloid pathology, therefore the characterization 
of the amyloid pathology in these samples has been an objective of the thesis to determine the 
degree of regional involvement in each case and correlate data with other pathological changes. 
 
 Notably, the amyloid pathology in our human samples is less prominent that the tau 
pathology. The hippocampus is the last region to be affected by Aβ plaques during disease 
progression. The accumulation of extracellular Aβ exhibits a great regional and inter-individual 
variability in human samples along Braak stages, whereas in the APP/PS1 model the amyloid 
pathology follows a specific spatiotemporal pattern. Besides this variability we could identify a 
topographic spatio-temporal pattern of progression of amyloid pathology in our human samples as 
follows: perirhinal cortex, presubiculum, entorhinal cortex, subiculum, CA1, molecular layer and 
polymorphic layer of dentate gyrus. The human parahippocampal gyrus is already severely affected 
by amyloid pathology samples in initial stages of tau pathology (Braak II), while the accumulation of 
Aβ in the hippocampus occurs in later stages according to a defined pattern. Early amyloid deposits 
were observed in Braak III-IV cases in the CA1, subiculum and the molecular layer of the dentate 
gyrus, while the hilum is affected only in the samples of demented individuals (Braak V-VI). The type 
of amyloid plaque that patients develops follows a specific pattern region: neuritic fibrillar deposits 
were observed in the dentate gyrus, classical plates in CA1 and the parahippocampal gyrus, while 
only diffuse deposits were detected in cortex. Amyloid plaques in the hilar region of dentate gyrus 
appear only in demented patients Braak V-VI and were characterized as large fibrillar star-shaped 
with numerous dystrophic neurites that correspond to axons arriving from entorhinal cortex layer II 
(Hyman et al. 1984). Synaptic Aβ release could explain the particular distribution of the plaques 
found in Alzheimer patients. In fact, the accumulation of Aβ in the brain is directly related to synaptic 
activity and presence of oligomeric Aβ in pre- and post-synaptic compartments in post-mortem AD 
brain has been described (reviewed in Spires-Jones and Hyman 2014). In addition, the development 
of fibrillar plaques and the formation of dystrophies is a pathological phenotype that allows 
discriminate demented from non-demented individuals with high amyloid burden (Perez-Nievas et al. 
2013). 
 
 The hippocampus of transgenic APP/PS1 shows a much more severe amyloid pathology 
than human AD samples, accumulating a large amount of monomers and oligomers of Aβ with age. 
Moreover, unlike in patients, the first plaques are formed in the hippocampal formation at very 
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young ages. Furthermore, the amyloid plaques of these transgenic mice are always fibrillar and 
neuritic regardless of the region analyzed. 
 
 Our data in patients and AD mice suggest that amyloid plaques are not inert structures but 
rather dynamic, and during disease progression plaques may change their properties in composition, 
size and possibly toxicity. We speculate that the levels of levels of soluble Aβ oligomers depend on 
the ability of the plaques to release these toxic forms. In support of this idea, it has been 
experimentally demonstrated that natural lipids destabilize and rapidly resolubilize mature Aβ 
amyloid fibers as well as the detrimental effect of these soluble forms on cognition in mice (Martins 
et al. 2008). 
 
 Taken together the results of Aβ and tau indicate that in the hippocampus tau pathology is 
much prominent that Aβ pathology, although the disease has been mainly associated with the 
presence of Aβ plaques. In animal and cell models have been shown that tau may be necessary for the 
synaptotoxic effect of oligomeric Aβ (reviewed in Crimins et al. 2013). This leads us to think that the 
pathology of AD depends more on the state of phosphorylation of tau than in Aβ accumulation. 
However, we cannot rule out oligomeric soluble Aβ as major toxic agent and speculate that amyloid 
plaques might be potentially major sources of these soluble toxic Aβ-aggregates. Moreover, a link of 
both soluble protein species (Aβ and phospho-tau) is postulated as responsible for the synaptotoxicity 
in AD (reviewed in Spires-Jones and Hyman, 2014). 
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 CHAPTER 3 
CHARACTERIZATION OF THE INFLAMMATORY RESPONSE IN THE POSTMORTEM HUMAN 
HIPPOCAMPUS AND PARAHIPPOCAMPAL GYRUS SAMPLES ALONG DISEASE PROGRESSION 
 
The function of glia (microglia and astroglia) in Alzheimer's disease (AD) is not known. The 
actual view gives a neurotoxic role to the microglial activation and a neuroprotective role to 
astrocytes. This view is based primarily on studies in transgenic models of AD. These models show a 
marked microglial response with a neurotoxic profile. Here we studied the microglial and astroglial 
response in postmortem human AD samples and transgenic mice. Immunostainings for light and 
confocal microscopy, were performed in hippocampal and parahipocampal gyrus samples from 
human autopsies and APP751SL/PS1M146L mice.  
 
In the hippocampus and parahippocampal gyrus of AD patients there is a limited microglial 
activation associated with the plaques during the progression of the disease, and what is more 
relevant, there is a significant degenerative processes of these microglia in demented patients (Braak 
V-VI). By contrast, in transgenic APP/PS1 mice there is a exacerbated microglial activation that 
gradually increases with the progression of amyloid pathology. The microglial cells surrounding the 
amyloid plaques in human samples exhibited typical morphological changes of a moderate activation 
process and was characterized by Iba1+/CD68+/CD45+/P2ry12- phenotype whereas the quiescent 
interplaque microglial cells exhibited Ina1+/CD68-/CD45-/P2ry12- profile. 
 
 In AD patients, microglia closely surrounding, or infiltrating, neuritic plaques presents 
intracellular Aβ suggesting a possible phagocytic and/or plaque compaction/fibrillation role.In 
contrast to animal models, low infiltration of macrophages and lymphocytes in patients with 
Alzheimer was detected.  The partially activated microglial cells surrounding plaques, do not present 
a peripheral origin. In contrast to Alzheimer's patients, the microglial response in transgenic APP/PS1 
mice is characterized by an extensive activation changes from early ages, both around the 
extracellular deposits and in interplaque regions, and increases gradually with age, showing a 
TNFalpha-positive M1 proinflammatory phenotype. Also, a high infiltration of T cells in hippocampus 
and cortex, compared to patients Braak V– VI, was determined. 
 
We found that the microglia of Braak V-VI patients with dementia suffers a serious 
degenerative process characterized by a significant decrease in the area occupied, as well as the 
observation of pathological morphological features (atrophy and fragmentation) in this population. 
This senescent/degenerative phenotype is exhibited by both the general population of microglia 
Iba1-positive (in the dentate gyrus and in the CA3 region) and the quiescent microglial cells that are 






In vitro studies along with flow cytometry approaches revealed that the phosphorylated forms of tau 
from soluble S1 fractions  of Alzheimer's hippocampus, and not from the APP/PS1 mice, were toxic 
for microglial cells but not for astrocytes. 
 
On contrary to the attenuated microglial response, the astroglial population of hippocampal 
and parahippocampal gyrus of the human samples Braak V-VI exhibits a strong reactivity associated 
with Aβ plaques, similar to that observed in APP/PS1 mice, and unlike expected, a proinflammatory 
phenotype producing TNFα. 
 
Together these data revealed significant differences in microglial response between patients 
and animal models, so it would be necessary to develop new models, or improve the existing ones, 
diminishing the innate immune response in order to better mimic the response of patients. Therefore, 
the classical concept of cytotoxic microglial response associated with this disease in patients should 
be reevaluated, a fact that is reinforced by the failure of therapeutic anti-inflammatory strategies 
tested to date in patients. Therefore preventing microglial dysfunction/death could be a novel and 
potential therapeutic strategy for this neurodegenerative disease. 
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 CHAPTER 4 
NEURODEGENERATIVE PROCESS OF SOM AND PV INTERNEURONS IN THE HIPPOCAMPUS 
AND PARAHIPPOCAMPAL GYRUS OF ALZHEIMER’S PATIENTS AND APP/PS1 MICE 
 
Neuron loss is the best anatomopathological substrate that correlates with cortical atrophy 
and dementia during disease progression in AD. According to the amyloid cascade hypothesis, 
specific neuronal networks are preferentially affected by Aβ pathology during disease progression. 
Among these, the distinct subpopulations of hippocampal inhibitory GABAergic interneurons have 
been shown to be highly vulnerable. In this sense, we have previously reported a substantial loss of 
somatostatin (SOM) containing interneurons in the hippocampus of APP-based transgenic mouse 
models, with a linear correlation with the Aβ content and glial activation. Specifically, at early ages, 
the GABAergic system is severely affected in the hippocampus of the PS1/APP model. Significant loss 
of CR (Baglietto-Vargas et al. 2010) and dendritic inhibitory SOM/NPY (OL-M and HIPP cells) (Ramos 
et al. 2006) interneurons was found at 4 and 6 months of age respectively, whereas the neuronal 
density of perisomatic inhibitory PV-positive subpopulation did not change.  In addition, SOM/NPY 
neurons are also early affected in the entorhinal cortex (Moreno-Gonzalez et al., 2009) and 
subiculum (Trujillo-Estrada et al. 2014) of this model. Here now we studied the differential 
vulnerability of GABAergic neurons in the hippocampus and perirhinal cortex of post-mortem human 
AD brains. In addition, we will anlayze the perirhinal cortex of this AD model to compare the results 
with those obtained in patients and thus validate the predictive value of this animal model. 
 
The population of SOM-positive interneurons of Braak V -VI shows a significant decrease in 
the dentate gyrus and the perirhinal cortex, along with a general reduction in SOM axonal plexus in 
all regions studied. Moreover, in Alzheimer's patients, unlike animal AD models, there is a significant 
reduction in the neuronal density (cells/mm3) of the population expressing PV with a reduction of PV-
positive nerve fibers.  
 On the other hand, in the perirhinal cortex of APP/PS1 model there is a significant loss of 
SOM-positive interneurons in the deep layers in parallel to the extracellular accumulation of Aβ, 
however the neuronal population expressing PV remains stable during the course of disease. In vitro 
studies demonstrated the resistance of the PV-positive neurons to toxic agents (primarily Aβ) present 
in the soluble S1fraction of transgenic models. 
 
 Neurodegeneration of the SOM-positive neurons might result in a loss of inhibitory 
innervation receiving principal neurons, which can lead to an imbalance of inhibition/excitation ratio 
receiving these neurons and in consequence generating cognitive failures in learning and memory 
processes. The different vulnerability of PV-neurons in mice and patients, could be explained by the 





 CHAPTER 5 
Smoking Exacerbates Amyloid Pathology in a Mouse Model of Alzheimer´s Disease 
Nature Communication. 2013; 4: 1495. doi: 10.1038/ncomms2494 
 
Several epidemiological studies have shown that cigarette smoking might alter the incidence 
of Alzheimer´s disease. However, inconsistent results have been reported regarding the risk for AD 
among smokers. Previous studies in experimental animal models have reported that administration 
of some cigarette components (e.g. nicotine) alters amyloid-β aggregation, providing a possible link. 
However, extrapolation of these findings towards the in vivo scenario is not straightforward since 
smoke inhalation involves a number of other components. Here we analyze the effect of smoking 
under more relevant conditions. We expose AD transgenic mice to cigarette smoke and analyze the 
neuropathological alterations in comparison with animals not subjected to smoke inhalation. Our 
results show that smoking increases the severity of some abnormalities typical of AD, including 
amyloidogenesis, neuroinflammation and tau phosphorylation. Our findings suggest that cigarette 
smoking may increase AD onset and exacerbate its features and thus, may constitute an important 
environmental risk factor for AD.  
 
Double transgenic APP/PS1 mice expressing two of the human genes associated to AD were 
exposed to different doses of cigarette smoke, five days per week, during four consecutive months. 
Pathological features of AD were measured and compared with the untreated control counterparts. 
Our results suggest that smoking increases amyloid deposition in a dose-dependent manner, by 
promoting the formation of new plaques and contributing to the maturation of amyloid deposits. 
Smoking also exacerbates gliosis, inducing microglial activation and reactive astrogliosis in the mice 
exposed to high doses of smoke. Neuroinflammatory response was exacerbated after smoke 
exposure and correlated with the increase of amyloid lesions. Exposure to smoke also induced 
alterations on tau phosphorylation around the amyloid plaques, which are considered a precursor of 
tangle formation. However, we could not find a decrease in neuronal density in smoke-exposed 
animals. Our findings provide direct evidence that cigarette smoking exacerbates some of the typical 
neuropathological alterations associated to AD in vivo. The mechanisms by which smoking increases 
the risk of AD abnormalities remain unclear. There are several possible pathways by which smoking 
may have this deleterious effect, including direct induction of protein misfolding and aggregation due 
to some of the smoking components, increase of oxidative stress, impairments of the proteostasis 
machinery, cerebrovascular damage, brain inflammation, etc. Further studies are needed to 
elucidate which of these different mechanisms operate and whether the same effect is also observed 
in humans.  
Our results suggest that cigarette smoking may contribute to the accumulation of cerebral 
protein aggregates and, thus, may constitute an important environmental risk factor for AD and other 
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Abstract. Here we demonstrated that extracellular, not intracellular, amyloid-β (Aβ) and the associated cytotoxic glial neuroin-
flammatory response are major contributors to early neuronal loss in a PS1xAPP model. A significant loss of principal (27%) and
SOM/NPY (56–46%) neurons was found in the entorhinal cortex at 6 months of age. Loss of principal cells occurred selectively
in deep layers (primarily layer V) whereas SOM/NPY cell loss was evenly distributed along the cortical column. Neither layer
V pyramidal neurons nor SOM/NPY interneurons displayed intracellular Aβ immunoreactivity, even after formic acid retrieval;
thus, extracellular factors should be preferentially implicated in this selective neurodegeneration. Amyloid deposits were mainly
concentrated in deep layers at 4–6 months, and of relevance was the existence of a potentially cytotoxic inflammatory response
(TNFα, TRAIL, and iNOS mRNAs were upregulated). Moreover, non-plaque associated activated microglial cells and reactive
astrocytes expressed TNFα and iNOS, respectively. At this age, in the hippocampus of same animals, extracellular Aβ induced a
non-cytotoxic glial activation. The opposite glial activation, at the same chronological age, in entorhinal cortex and hippocampus
strongly support different mechanisms of disease progression in these two regions highly affected by Aβ pathology.
Keywords: Alzheimer’s disease, amyloid, entorhinal cortex, microglia, neurodegeneration, neuroinflammation, transgenic
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INTRODUCTION
Accumulation of extracellular amyloid-β (Aβ) de-
posits, intracellular neurofibrillary tangles (NFTs), and
progressive neurodegeneration, the major neuropatho-
logical lesions in Alzheimer’s disease (AD) brains, oc-
cur with a regional and temporal defined pattern in vul-
ISSN 1387-2877/09/$17.00  2009 – IOS Press and the authors. All rights reserved
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nerable brain regions [1]. The entorhinal cortex is af-
fected early by NFTs and Aβ deposits, and then these
lesions spread to hippocampal and neocortical areas.
Moreover, the earliest neuronal loss is detected in the
entorhinal cortex [2]. As a key component of cortico-
hippocampal networks, the entorhinal cortex plays an
important role in memory processes. Superficial neu-
rons (layers II and III) transfer processed cortical sen-
sory information to the hippocampus via the perforant
pathway and then deep entorhinal layers receive back
information from CA1 and subiculum. Finally, these
deep principal neurons (primarily from layer V) give
rise to the major cortical and subcortical projections
(for review see [3]). In addition, there are substantial
intrinsic connections between deep and superficial lay-
ers [3–5]. Then, early entorhinal pathology impairs
this continuous information transfer and contributes to
the cognitive decline in early phases of AD [6,7].
In AD, certain subpopulations of neurons are partic-
ularly affected, and specifically in the entorhinal cor-
tex, a selective layer vulnerability has been reported [2,
8,9]. To study AD-related pathology and the mech-
anisms underlying neurodegeneration, mice express-
ing mutated human genes associated with the familial
forms of AD are widely use. However, no pyramidal
cell loss has been identified in these animal models at
the initial stages of the pathology. We have previous-
ly reported the early and selective vulnerability of so-
matostatin/neuropeptide Y (SOM/NPY) interneurons
in the hippocampus of a PS1xAPP model [10]. These
mice developed Aβ plaques at a very early age [11,
12]. However, hippocampal principal cell loss was de-
tected at 17–18 months of age [10,12,13]. The scarce
or delayed neuronal loss in most AD models, despite
extracellular/intracellular Aβ accumulation, is not well
understood. To address this question, we have recent-
ly reported the dual role (neuroprotective/neurotoxic)
of microglial activation during the time course of the
Aβ-associated neuroinflammatory response in the hip-
pocampus of PS1xAPP mice [14]. In this sense, at early
ages the activated microglial cells displayed an alterna-
tive phenotype that could explain the limited neuronal
loss (see also [15]). However, at advanced ages activat-
ed microglia exhibited a classical cytotoxic phenotype
that could, probably, be responsible for the principal
cell death.
Here, we have analyzed the entorhinal cortex at early
ages in this PS1xAPP model. As in human patients,
this region is affected earlier than hippocampus with
significant loss of principal cells (in deep layers) and
SOM and/or NPY interneurons (all layers). This early
neurodegeneration coincided with extracellular, rather




The generation and initial characterization of the
PS1 and PS1xAPP transgenic (Tg) mouse model has
been reported previously [11]. PS1 Tg mice (C57BL/6
background) overexpressed the mutated PS1M146L
form under the control of the HMGCoA reductase
promoter. PS1xAPP double Tg mice (C57BL/6
background) were obtained by crossing homozygot-
ic PS1 Tg mice with heterozygotic Thy1-APP751SL
(Swedish-K670N, M671L- and London-V717I-FAD
mutations) mice (Charles River, France). Mice rep-
resented F6–F10 offspring of heterozygous Tg mice.
Non-transgenic mice of the same genetic background
and ages were used as controls. All animal experi-
ments were carried out in accordance with the Euro-
pean Union regulations and approved by the committee
of animal use for research at Malaga University.
Anatomical boundaries
The entorhinal cortex was anatomically defined ac-
cording to previous studies [16,17]. The entorhinal
cortex is medially bordered by the parasubiculum and
laterally by the perirhinal cortex; rostromedially it is
bordered by the piriform cortex, whereas, caudodor-
sally, it is bordered by the postrhinal cortex. The en-
torhinal cortex is divided into two main areas, the lat-
eral entorhinal area (LEnt) and the medial entorhinal
area (MEnt). In the present study only the LEnt was
analyzed and no subdivisions were made. The bound-
aries of the lateral entorhinal cortex in the mouse brain
sections were identified on the basis of their anatomi-
cal and cytoarchitectonic features, and using a standard
mouse stereotaxic brain atlas [18].
Laser capture microdissection
Anesthetized 4- and 6-month old wild-type and
PS1xAPP male mice (n = 4/type/age) were killed
by decapitation and brains were quickly removed and
frozen. Brains were cut at 15 µm on a cryostat. Sec-
tions were collected onto Superfrost Plus slides (Fish-
er Scientific, Pittsburgh, PA) and stored at −80◦C un-
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til use. The identification of lateral entorhinal cortex
from brain sections lightly stained with hematoxilin
was made according to the mouse brain atlas in stereo-
taxic coordinates [18]. Laser capture microdissection
was performed using a Pix-Cell II instrument from Arc-
turus Engineering (Mountain View, CA). Cells were
captured with the 30 µm laser setting and CapSure
LCM Caps (Arcturus). The laser was set to a pulse of
60 mW for 50 ms. Entorhinal cortex and hippocam-
pal stratum oriens were selectively captured from each
section. After microdissection, the capture disk was
cleared of nonspecifically adhering tissue using a Cap-
Sure Cleanup Pad (Arcturus).
RNA extraction and isolation
RNA was extracted using the PicoPureTM RNA iso-
lation kit. Capture disks with isolated material were
microcentrifuged and incubated in the extraction buffer
during 30 min at 42◦C. Then, cell extract was cen-
trifuged and frozen at −80◦C. To isolate RNA, cell
extracts were treated as indicated by the manufacturer
(Arcturus). The integrity and the amount of purified
RNA were analyzed using RNA 6000 Pico Assay kit
(Agilent Technologies).
Retrotranscription and real-time PCR
The retrotranscription (RT) was done using High-
Capacity cDNA Archive Kit (Applied Biosystems) fol-
lowing the manufacturer’s recommendations. The RT-
PCR was performed basically as described [10,14] with
the following modifications. Due to the low amount of
tissue sample, the gene to be quantified (single gene per
assay) was pre-amplified before quantitative RT-PCR
(see [19]). Briefly, 1 or 5 µL of cDNA (in function of
the expression levels of the gene to be quantified) were
pre-amplified using 5 or 10 cycles of PCR (94◦C for
4 min and 5–10 cycles of 94◦C, 40 s, 60◦C for 40 s and
72◦C for 40 s followed by a final elongation period of
5 min at 72◦C) using commercial TaqmanTM primers
and Master Mix supplied from Applied Biosystems.
After pre-amplification, the expression levels were as-
sessed using the same set of Taqman TM probes in real-
time RT-PCR experiments with an ABI Prism 7000 se-
quence detector (Applied Biosystems). The specifici-
ty of this protocol was always assessed by analyzing
the PCR products on a 1.5% agarose gel. Only ex-
periments with a single and correct size PCR product
were considered for quantification. On the other hand,
the quantitative properties of this approach were also
assessed by constructing concentration curves for each
gene analyzed. The cDNA levels of the different mice
were determined using β-actin as housekeeper. The
amplification of the housekeeper was done in parallel
with the gene to be analyzed. The results were nor-
malized using the β-actin expression and the data were
expressed with respect to age-matched non-Tg controls
(see [14]).
Tissue preparation
After deep anesthesia with sodium pentobarbital
(60 mg/kg), 2-, 4- and 6-month-old control (WT), PS1,
and PS1xAPP Tg mice were perfused transcardially
with 0.1 M phosphate buffered saline (PBS), pH 7.4 fol-
lowed by 4% paraformaldehyde, 75 mM lysine, 10 mM
sodium metaperiodate in 0.1 M phosphate buffer (PB),
pH 7.4. Brains were post-fixed overnight in the same
fixative at 4◦C, cryoprotected in 30% sucrose, and sec-
tioned (40 µm thickness) in the coronal plane on a
freezing microtome. Each experiment was composed
of 4–6 sets of animals (each one containing one control,
one PS1 Tg mouse and one PS1xAPP Tg mouse).
Immunohistochemistry
Serial sections from control (WT) and both Tg mice
(PS1 and PS1xAPP) were processed in parallel for
light microscopy immunostaining (see [10,14]). Free-
floating sections were first treated to inhibit endoge-
nous peroxidases and block endogenous avidin, biotin,
and biotin-binding proteins. For immunolabeling sec-
tions were incubated with one of the following prima-
ry antibodies: anti-somatostatin (SOM) goat polyclon-
al (1:1000 dilution; Santa Cruz Biotechnology); anti-
Neuropeptide Y (NPY) rabbit polyclonal (1:5000 dilu-
tion; Sigma); anti-Parvalbumin (PV) rabbit polyclonal
(1/5000 dilution, Swant); anti-Calretinin (CR) rabbit
polyclonal (1:5000 dilution; Swant); anti-VIP rabbit
polyclonal (1:5000 dilution, Acris); anti-NeuN mon-
oclonal antibody (1:1000 dilution; Chemicon); anti-
human amyloid-β protein precursor (hAβPP) rabbit
polyclonal (1/20000; Sigma); anti-CD11b rat mono-
clonal (1/150000, Serotec), anti-Iba1 rabbit polyclonal
(1:1000 dilution; Wako Chemical GmbH); anti-GFAP
chicken polyclonal (1/2000 dilution, Chemicon); anti-
YM1 (AMCase) goat polyclonal (1:100 dilution, San-
taCruz); anti-iNOS rabbit polyclonal (1:1000 dilution,
Transduction Laboratories); anti-tumor necrosis fac-
tor α (TNFα) rat monoclonal (1:100 dilution; Ab-
cam); anti-Aβ mouse monoclonal 6E10 (1:1500 dilu-
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tion; Sigma); anti-Aβ1−40 rabbit polyclonal (1:40 dilu-
tion; Biosource), anti-Aβ1−42 rabbit polyclonal (1:40
dilution; Biosource), over 24 or 48 hours at room
temperature. To retrieve intracellular Aβ, sections
were pre-treated for 7 minutes with 85% formic acid
before incubation with the anti-Aβ antibodies. For
general antigen retrieval method sections were previ-
ously heated at 80◦C for 20 minutes in 50 mM cit-
rate buffer pH 6.0. The tissue-bound primary anti-
body was then detected by incubating with the corre-
sponding biotinylated secondary antibody (1:500 dilu-
tion, Vector Laboratories), and then with streptavidin-
conjugated horseradish peroxidase (1:2000 dilution,
Sigma-Aldrich). The peroxidase reaction was visual-
ized with 0.05% 3-3-diaminobenzidine tetrahydrochlo-
ride (DAB), 0.03% nickel ammonium sulphate, and
0.01% hydrogen peroxide in PBS. After DAB, sec-
tions immunolabeled for TNFα or Iba1 were incubated
3 minutes in a solution of 20% of Congo red. Specifici-
ty of the immune reactions was controlled by omitting
the primary antisera.
For double SOM/NPY, glial fibrillary acidic protein-
inducible nitric oxide synthase (GFAP-iNOS), and
hAβPP/6E10 immunofluorescence labelings, sections
were first sequentially incubated with the indicated
primaries antibodies followed by the corresponding
Alexa488/568 secondary antibodies (1:1000 dilution;
Invitrogen). For double 6E10-Tomato lectin, sections
after 6E10 immunofluorescence labeling were incubat-
ed for 1 hour at 37◦C with a solution of 5µg/ml biotiny-
lated Tomato lectin (Sigma) followed by streptavidin-
conjugated Alexa 568 (1:1000; Invitrogen). Sections
were examined under a confocal laser microscope (Le-
ica TCS-NT) or Olympus BX-61 epifluorescent micro-
scope.
For 5x multiple immunoperoxidase labeling, sec-
tions were first and sequentially incubated with anti-
SOM, anti-PV, anti-CR, and anti-VIP (all of them in-
terneuronal markers) as described above. After the
DAB-nickel reaction (dark blue end product), sections
were then incubated 3 days with anti-NeuN monoclon-
al antibody (1:1000 dilution; Chemicon). The sec-
ond immunoperoxidase reaction was developed with
DAB only (brown reaction end product). The appro-
priate controls were performed to avoid any false pos-
itive immunostaining due to cross-reactivity between
detection systems. To clearly discriminate the differ-
ent streptavidin-peroxidase reactions, the first one (for
interneurons) was always developed with DAB-nickel
(dark blue) solution whereas the second one (NeuN)
only with DAB (light brown). Moreover, the different
compartment localization of interneuron (cytoplasm)
and NeuN (nuclei) epitopes completely guarantee the
correct non-overlapped visualization of both reactions
and the interpretation of the results. Sections from dif-
ferent animals and ages were processed in parallel us-
ing same batches of solutions to minimize variability
in immunolabeling conditions.
Thioflavin-S staining
Free-floating sections were incubated for 5 minutes
with 0.015% Thio-S (Sigma) in 50% ethanol, and then
washed in 50% ethanol, in PBS, mounted onto gelatin-
coated slides and coverslipped with 0.1 M PBS con-
taining 50% glycerin and 3% triethylenediamine.
Stereological analysis
Immunopositive cells for SOM, NPY, PV or NeuN
belonging to the different animal groups (WT, PS1, and
PS1xAPP) (n = 5–6/age/group) were stereologically
quantified (see [10,14]). Briefly, the quantitative anal-
yses were performed using an Olympus BX61 micro-
scope interfaced with a computer and a Olympus DP71
digital camera, and the NewCAST (Computer Assist-
ed Stereological Toolbox) software package (Olympus,
Denmark). Cell counting was done through the rostro-
caudal extent of the lateral entorhinal cortex (between
−2.06 mm anterior and −4.60 mm posterior to Breg-
man coordinates). Neurons were quantified in every
seventh section (with a distance of 280 µm), and an
average of 7–8 sections was measured in each animal.
Cortical boundaries were defined according a standard
mouse stereotaxic brain atlas [18], in adjacent series of
sections stained with cresyl violet. The cortical area
was defined using a 4x objective and the number of neu-
rons was counted using a 100x/1.35 objective. We used
the optical 3µm from the upper surfaces as look-up and
those 3–13 µm from the surfaces as reference sections.
The numerical density (ND; cells/mm3) was estimated
using the following formula: ND =
∑Q−/(∑a×h),
where ‘Q−’ is the number of dissector-counted so-
matic profiles, ‘a’ is the area of the counting frame
(1874.2 µm2), and ‘h’ is the height of the optical dis-
sector (10 µm). The precision of the individual estima-
tions is expressed by the coefficient of error (CE) [20]
using the following formula: CE = 1/Qx(3A−4B +
C/12)1/2, where A =∑Q2i , B =
∑QixQi+1, C =
∑
QixQi+2. The CEs ranged between 0.07 and 0.1. An
investigator who was blind to the experimental condi-
tions (age, genotype, and marker) performed neuronal
profile counting.
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Entorhinal cortex volume
We estimated the LEnt volume of WT (n = 6)
and PS1xAPP mice (n = 6) applying the Cavalieri’s
principle in combination with point counting. This
method provides efficient and unbiased volume estima-
tion: V = a(p) × d ×∑ Pi, where ‘a(p)’ is the area
associated with each sampling point, ‘d’ the mean dis-
tance between two consecutively studied sections and
‘
∑
Pi’ is the sum of points hitting. From the complete
rostrocaudal set of sections in each animal a 1:7 series
was selected for analysis. An average of 7–8 sections
was measured in each animal. The CEs of the vol-
ume were < 0.07. Data demonstrated the absence of
differences between WT, PS1, and PS1xAPP mice at
6 months of age.
Plaque loading quantification
Thioflavine-S staining was observed under an Olym-
pus BX-61 epifluorescent microscope using FITC filter
and 4x objective. Images were acquired with an Olym-
pus DP71 high-resolution digital camera using the Cell-
A program. The camera settings were adjusted at the
start of the experiment and maintained for uniformity.
Digital images (4 sections/mouse) from 4 and 6-month-
old PS1xAPP mice (n = 4/age) were analyzed using
Visilog 6.3 analysis program (Noesis, France). The
plaque area (Thioflavin-S positive) within the entorhi-
nal cortex was identified by level threshold which was
maintained throughout the experiment for uniformity.
The color images were converted to binary images with
plaques and entorhinal cortex layers identified (super-
ficial layers, from I to III; and deep layers, from IV to
VI).
The cortical area in each 4x image was manually
outlined. The plaque loading (%) for each Tg mouse
was estimated and defined as (sum plaque area mea-
sured/sum cortical area analyzed) x 100. The sums
were taken over all slides sampled and a single plaque
burden was computed for each mouse. The mean and
standard deviation (SD) of the plaque loading were de-
termined using all the available data. Quantitative com-
parisons were carried out on sections processed at the
same time with same batches of solutions.
Plaque size morphometric analysis
Four coronal sections stained with Thioflavin-S from
4 (n = 5) and 6-month old (n = 5) PS1xAPP mice
were analyzed using the nucleator method with isotrop-
ic probes by the NewCAST software package from
Olympus stereological system. Deep entorhinal layers
were analyzed using a counting frame of 7528.5 µm 2
and step length of 194.02× 194.02 µm. For individual
plaque measurement a 40x objective was used. Num-
ber of plaques/mm2 falling into four surface categories
(ranging from < 200 µm2 to > 2000 µm2) was cal-
culated. Each analysis was done by a single examiner
blinded to sample identities.
Statistical analysis
Data was expressed as mean± S.D. The comparison
between two mice groups (WT and PS1xAPP mice or
PS1, and PS1xAPP Tg mice) was done by two-tailed
t-test, and for comparing several groups (WT, PS1, and
PS1xAPP mice) and ages, we used one-way ANOVA,
followed by Tukey post-hoc multiple comparison test
(SigmaStat 2.03, SPSS Inc). For both test, the signif-
icance was set at 95% of confidence.
RESULTS
The number of SOM and NPY positive interneurons
was selectively reduced in the entorhinal cortex of
PS1xAPP mice at 6 months of age
We have previously reported that hippocampal den-
dritic inhibitory SOM/NPY interneurons (OL-M and
HIPP cells) were severely affected, whereas PV in-
terneurons were highly resistant in this AD model [10].
Thus, we have first analyzed the possible vulnerabil-
ity of these interneuronal subsets in the entorhinal cor-
tex, a brain region that is specifically damaged at early
stages of this pathology. We have combined specif-
ic immunohistochemical detection of SOM and NPY
interneurons with unbiased stereological cell counting
method, in PS1xAPP, PS1, and WT mice at early ages
(2, 4, and 6 month-old). SOM-positive non-pyramidal
somata were found in cortical layers II-VI of entorhinal
cortex (Fig. 1A, a1) and showed multipolar morphol-
ogy with several primary dendritic processes immuno-
labeled (Fig. 1A, a3). These SOM-positive cells have
profuse axonal arborisation throughout cortical layers
I to VI, being denser in layer I. Qualitative assessment
of PS1xAPP mice immunolabeled sections indicated a
robust loss of SOM-positive cells at 6 months of age
(Fig. 1A, a2), when compared to the age-matched WT
(Fig. 1A, a1) or PS1 mice (not shown). In addition,
the morphological examination showed the presence
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of numerous SOM-positive dystrophic neurites in the
double Tg mice, many of them associated with Aβ
plaques (Fig. 1A, a4). However, no aberrant neurites
were detected in PS1 Tg mice (not shown) or control
group (Fig. 1A, a1 and a3). The stereological study
(Fig. 1B) demonstrated a significant decrease (56.20±
8.09%, n = 6; Tukey p < 0.001) in the numerical den-
sity (neurons/mm3) of SOM-positive cells in PS1xAPP
mice at 6 months of age. The PS1 group did not showed
changes.
In order to determine if there was a preferential lam-
ina selective neuronal loss, we have also stereological-
ly counted this GABAergic population in the superfi-
cial (I-III) and deep (IV-VI) layers of same 6-month-
old PS1xAPP and WT groups. Data demonstrated the
existence of homogeneous reduction of SOM-positive
cell density through cortical laminae (51.51± 17.30%
in the superficial layers versus 51.16 ± 19.42% in the
deep layers; n = 6, two tailed t-test p  0.005). Fur-
thermore, we found a parallel decrease in the SOM and
VGAT mRNA expression, as assessed by quantitative
real time RT-PCR (qPCR) from laser microdissected
samples (−26.11 ± 13.53%, n = 4, Tukey p < 0.05
and −34.23 ± 21.33%, n = 4, Tukey p < 0.05, for
SOM and VGAT, respectively).
It could be argued that the observed decrease in the
SOM cell density was widespread through the central
nervous system in this particular PS1xAPP model and
irrelevant to the Aβ pathology. Thus, we have also
quantified this intereneuron population in the auditory
cortex, a neocortical region less affected by Aβ pathol-
ogy (not shown) and in the striatum (non-Aβ plaques)
of the same 6 month-old PS1xAPP mice population.
In the auditory cortex we observed a lower decrease
of 34.59 ± 7.91% (n = 3; two tailed t-test p < 0.05)
whereas no significant changes were detected in stri-
atal SOM interneurons, as compared with age-matched
control mice. The reduction in the hippocampus for
these inhibitory cells was between 50–60%, being CA1
and dentate gyrus the most affected areas [10]. There-
fore, SOM-positive cells are preferentially affected in
regions (hippocampus and entorhinal cortex) showing
a profuse Aβ pathology and also severely affected in
AD patients.
In the hippocampus of this model, the most damaged
SOM population also co-expressed NPY neuropep-
tide [10]. Extensive co-localization of SOM and NPY
was also reported in the cerebral cortex [21–25], There-
fore, we also analyzed the NPY-positive population by
immunohistochemistry. As shown (Fig. 1A, a5–a8),
NPY-immunoreactivity was present in non-pyramidal
cell bodies and fibers in all layers of the entorhinal
cortex. Neuronal somata were immunolabeled where-
as proximal dendrites were usually weakly immunos-
tained (see Fig. 1A, a7). The number of NPY-positive
somata, observed in control animals, was clearly infe-
rior when compared to SOM-positive somata (Fig. 1A,
a5 vs a1). By qualitative assessment, the entorhinal cor-
tex of 6 month-old PS1xAPP mice contained less num-
ber of NPY-positive somata (Fig. 1A, a6) than WT ani-
mals (see Fig. 1A, a5). Moreover, these PS1xAPP mice
showed numerous dystrophic NPY-positive neurites,
most of them associated to amyloid deposits (Fig. 1A,
a6 and a8). In agreement with this, double SOM/NPY
immunofluorescence labeling showed that the subpop-
ulation of SOM cells that coexpresses NPY was highly
affected in the PS1xAPP mice (not shown).
Stereological analysis (Fig. 1C) demonstrated a sig-
nificant reduction in the density (neurons/mm3) of
NPY-positive cells (46.36 ± 14.17%, n = 6; Tukey
p < 0.05) in PS1xAPP mice at early ages, similar to
the reduction observed for SOM cells.
On the other hand, we did not find differences in the
numerical density (neurons/mm3) of PV-positive cells
in PS1xAPP mice (Fig. 1D) or in the expression of PV
mRNA by RT-PCR (not shown). All together, these
findings indicated that, in this AD model, the SOM and
NPY-positive entorhinal interneurons, but not PV-cells,
displayed an early vulnerability, as also observed in the
hippocampal formation [10].
The number of principal cells was selectively
decreased in the deep entorhinal layers of PS1xAPP
mice at 6 months of age
We next examined whether the principal cell den-
sity was also affected at early ages in this PS1xAPP
model. To specifically distinguish interneurons from
principal cells, we have performed a multiple immuno-
labeling approach. The different molecular profiles of
cortical interneurons can be defined by the combina-
tion of the interneuronal markers SOM, PV, CR, and
VIP [26]. Thus, to identify principal cells, we have first
performed a multiple immunohistochemical labeling
for bright field microscopy combining anti-SOM, anti-
PV, anti-CR, and anti-VIP antibodies (cytoplasm of all
cortical interneuronal populations were labeled in dark
blue color by using DAB-nickel as chromogen). This
was followed by anti-NeuN to label all neuronal cells
(nuclei appeared in light brown color by using only
DAB as chromogen). With this experimental approach,
5x multiple immunohistochemical labeling, principal
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Fig. 1. Selective loss of SOM and NPY cells in the entorhinal cortex of PS1xAPP mice at 6 months of age. A) Light microscopic images of SOM
(a1-a4) and NPY (a5-a8) immunostaining in entorhinal sections of 6 month-old WT (a1 and a3 for SOM; a5 and a7 for NPY) and PS1xAPP
(a2 and a4 for SOM; a6 and a8 for NPY) mice. The number of SOM and NPY somata (black arrows) was clearly reduced in PS1xAPP mice
compared to age-matched WT. Abundant immunoreactive dystrophic neurites (white arrows) were seen in the double Tg mice. B-D) Stereological
quantification of SOM (B), NPY (C), and PV (D) positive cells in the entorhinal cortex of PS1xAPP, PS1, and WT mice at 2, 4, and 6 months
of age. There was a significant decrease in the SOM and NPY neuronal densities (cells/mm3) of PS1xAPP Tg mice at 6 months of age. Data
(mean ± SD) were analyzed by one-way ANOVA (SOM F(8,28) = 4.95, p < 0.001; NPY F(8,26) = 3.65. p = 0.006) followed by Tukey
post-hoc multiple comparison test. *Significance (p < 0.01) was indicated in the figure. No significant differences for PV-positive cell density
were detected. n = 6/age/group. Scale bars: a1. a2, a5 and a6, 100 µm; a3, a4, a7 and a8, 20 µm.
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cells appeared as single NeuN-labeled whereas all in-
terneurons displayed double labeling. We choose this
approach to label all interneurons instead using classi-
cal GABA or GAD immunostaining because we have
observed that the number of somata immunopositive for
these markers (GABA and/or GAD) was always lower
than for SOM or PV. This discrepancy could due to
tissue antigen preservation, antibody penetration, intra-
cellular location (cell body/axonal boutons), or simply
that GABAergic neurons are not uniform with respect
to level of GABA or GAD content to be detected by
immunohistochemistry. Anyway, the appropriate con-
trols were performed to ensure methodological accura-
cy of the 5x multiple immunolabeling (see material and
methods section). The single NeuN labeled neurons
were then counted using unbiased stereological method
in layers I-III (supragranular or superficial layers) and
IV-VI (infragranular or deep layers) of the entorhinal
cortex at 2- (before Aβ deposition) and 6- (moderate
Aβ deposition and significant loss of SOM/NPY cells)
months of age.
As shown in Fig. 2A (a1 and a2), at 2 months of
age, the 5x immunolabeled sections displayed no qual-
itative differences between WT and PS1xAPP animals.
However, at 6 months of age (Fig. 2C, c1 and c2), a
marked decrease in the density of NeuN-labeled cells
was clearly detected in PS1xAPP mice, as compared
to WT littermates. This decrease was more obvious
in the deep layers (Fig. 2C, c3 and c4). Quantitative
stereological study revealed, as expected, the absence
of differences in principal cell counts (neurons/mm 3)
between PS1xAPP and non-Tg mice at 2 months of
age (Fig. 2B). However, in 6-month-old Tg mice a sig-
nificant principal cell loss (compared to non-Tg litter-
mates) was detected (Fig. 2D). The cell loss (27.26 ±
8.24%, n = 6, 7–8 sections per animal, two tailed t-
test, p < 0.001) was concentrated, as predicted, in the
infragranular layers whereas no significant differences
were detected in supragranular layers. Though we have
not analyzed layers V and VI separately, the degree of
neuronal change seemed to be substantially larger in
layer V than in layer VI. The early prominent principal
neuronal loss in deep entorhinal layers highlights the
selective vulnerability of these laminae in our model.
This neuronal loss was not accompanied by a reduction
of the entorhinal cortex volume (10.50± 0.84, 9.98±
0.93 or 9.93 ± 1.52 mm3, n = 6, for WT, PS1, and
PS1xAPP respectively).
Taken together, these data demonstrated the exis-
tence of an early neurodegenerative process in the en-
torhinal cortex of this PS1xAPP model. This pro-
cess specifically affected to SOM- and/or NPY-positive
GABAergic cells and deep principal neurons. Most
importantly, principal cell degeneration began early (6
months) in the entorhinal cortex and then proceeded
later (18 months) in the hippocampus [10].
Entorhinal neurodegeneration in deep layers is
associated with extracellular, rather than
intracellular, Aβ accumulation
Based on the intracellular toxic effect of Aβ ac-
cumulation (see [27–30]), the preferential diminution
of the principal cell density in deep layers could be
due to a preferential accumulation of these peptides
in this particular brain region. Thus, we first inves-
tigated the Aβ plaque distribution using Thioflavin-S.
As shown qualitatively in Fig. 3A, and quantitatively
in Fig. 3B, the Aβ plaques were first detected in 4-
month-old PS1xAPP mice. Furthermore, substantially
more amyloid plaques were observed in the entorhinal
cortex and hippocampus than in other brain areas (not
shown), which reflects the early vulnerability of these
two forebrain regions in this AD model as reported in
humans [8,31,32].
To elucidate more fully the preferential spatial lo-
cation of amyloid deposition, the area occupied by
Thioflavin-S positive compact deposits were quantified
in deep (IV-VI) and superficial (I-III) layers at 4 and
6 months of age. As shown, Fig. 3B, at 4 months of
age, entorhinal amyloid load was 0.2 ± 0.15% in su-
perficial layers and 0.6 ± 0.24% for deep layers. At
6 months, Aβ deposition rapidly increased reaching
0.9 ± 0.65% and 3.9 ± 1.14% loads in superficial and
deep layers, respectively. Thus, Aβ load in deep layers
was significantly greater (3 times at 4 months and 4.3
times at 6 months, two tailed t-test p < 0.001, n =
4) than in superficial layers. Interestingly, the plaque
formation in the deep layers was markedly accelerated
during this two months period (amyloid burden was 6.5
times greater at 6 months than at 4 months, two tailed
t-test p < 0.001, n = 4). The age-dependent increase
in the total amyloid load in the deep layers appeared to
be associated with both the number and the size of the
plaques. To further support this observation, we have
determined the number of plaques/mm2 in the deep
layers at 4 and 6 months of age. Plaques were dissected
into four surface categories ranging from < 200 µm 2
to > 2000 µm2 (Fig. 3C). As expected, there was a
significant increase (2.5 times, n = 5, two tailed t-test
p < 0.05) in the number of plaques/mm2 at the age of
6 months (172.75 ± 53.80 at 6 months versus 67.41
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Fig. 2. Selective loss of principal cells in the deep layers of PS1xAPP entorhinal cortex at 6 months of age. Multiple 5x (SOM, PV, CR, VIP,
and NeuN)-immunolabeling in the entorhinal cortex of WT and PS1xAPP mice at 2 (A) and 6 months (C) of age. Principal cells (single labeled
NeuN cells in brown) were immunohistochemically differentiated from interneurons (SOM/PV/CR/VIP-labeled cells in dark blue). A noticeable
decline of principal cells was found in PS1xAPP deep entorhinal layers at 6 months of age (c2) compared to age-matched controls (c1); see also
higher magnification of layer V from 6 month-old PS1xAPP (c4) and WT (c3). No differences were found at 2 months of age (a2 vs a1). B and
D, Stereological counts of principal cells in superficial (I-III) and deep (IV-VI) entorhinal layers from WT and PS1xAPP mice at 2 (B) and 6 (D)
months of age. Data (mean ± SD) revealed a significant decrease of principal cell density (neurones/mm3) in 6 month-old PS1xAPP deep layers
(n = 6, 7–8 sections per mouse, two tailed t-test, **p < 0.001). No significant changes were detected in superficial layers. Scale bars: a1, a2,
c1 and c2, 100 µm; c3 and c4, 50 µm.
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Fig. 3. Extracellular Aβ deposits are preferentially located in deep layers of entorhinal cortex in PS1xAPP mice at early ages. A) Thioflavin-S
staining in entorhinal cortex of PS1xAPP at 2 (a1), 4 (a2) and 6 (a3) months of age. Amyloid deposits were first seen at 4 months of age. No
intracellular Thioflavin staining was detected at these ages. B) Entorhinal Aβ load was significantly higher in deep layers than in superficial
layers (two tailed t-test **p < 0.001, n = 4) at 4 and 6 months of age. C) The number and the size of the plaques in deep layers exhibited a
considerable and significant increase from 4 to 6 months of age (two tailed t-test *p < 0.05, n = 4). D) 6E10 immunostaining in the entorhinal
cortex of PS1xAPP mice at 2 (d1), 4 (d2), and 6 (d3) months of age. Amyloid deposits were detected at 4 months and then increased at 6 months
of age. Intracellular 6E10 immunostaining was seen since 2 months of age in layers II, III, and VI, whereas most neurons in layer V were
immunonegative. Scale bars: a1-a3 and b1-b3, 100 µm.
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± 21.32 at 4 months). The number of plaques falling
into the range of 200, 200–500, and 500–2000 µm 2
increased (1.8, 2.3, and 11.3 times, respectively; n = 5,
two tailed t-test p < 0.05) at 6 months of age compared
to 4 months. Interestingly, the plaques within the range
of 500–2000µm2 displayed the highest increase.
These data were compatible with the existence of a
preferential Aβ production in these entorhinal deep lay-
ers, as compared with superficial layers or other brain
regions. Thus, we next investigated the expression of
AβPP and its metabolites using the mAb 6E10. Im-
munostaining with 6E10 (Fig. 3D) revealed an extra-
cellular Aβ accumulation similar to that observed us-
ing Thioflavin-S. On the other hand, intracellular 6E10
immunostaining was detectable beginning at 2 months
of age in numerous entorhinal neurons located in layers
II, III, and VI. Surprisingly, few scattered neurons in
layer V displayed immunoreactivity for this antibody
(see Fig. 3D, d1-3).
Because of 6E10 immunolabeled Aβ peptides as
well as AβPP full length and C99 fragments, these da-
ta could indicate that layer V neurons did not express
AβPP. Thus, the presence or absence of intracellular
AβPP in this particular entorhinal layer was further in-
vestigated using an anti-hAβPP C-terminal antibody.
For these experiments, we used 2-month-old PS1xAPP
Tg mice, an age well before the neuronal lost. In fact,
double hAβPP/6E10 immunofluorescent labeling re-
vealed an overlapping of both markers within same neu-
ronal somata (Fig. 4A, a1–a4). However, the double-
immunostained neurons were predominantly located in
superficial layers and in layer VI, whereas layer V was
practically negative for both antibodies.
In order to confirm these findings, we have also
used specific anti-Aβ1−40 and anti-Aβ1−42 antibodies
in sections pre-treated with formic acid. As shown in
Fig. 4B for Aβ42 no intraneuronal Aβ immunostaining
was seen in the entorhinal cortex at early ages (2 and
4 months are shown in b1 and b2, respectively). As in
other cortical layers, neurons in layer V were devoid
of intracellular Aβ42 immunostaining (Fig. 4B, b4 and
b5). However, other forebrain areas of same animals,
such as motor cortex layer V neurons (Fig. 4B, b3 and
b6) and subiculum (not shown), displayed marked in-
tracellular Aβ42 labeling as early as 2 months of age.
Therefore, our experimental approach (formic acid re-
trieval and anti-Aβ42 C-terminal specific antibody) was
able to detect the intracellular Aβ. Interestingly, we
have not found significant changes in the numerical
density of layer V motor cortex neurons in 6 month-old
PS1xAPP mice (167.92 ± 27.44 × 103 versus 188.02
± 60.36 × 103 neurons/mm3 for WT and PS1xAPP
respectively; n = 5).
Taken together, these data indicated that although a
preferential accumulation of extracellular Aβ peptides
seemed to occur in layer V and VI, the layer V principal
cells did not express AβPP and, in consequence, could
not accumulate intracellular Aβ peptides. Therefore, it
is very unlikely that the layer V cell loss was induced
by intracellular Aβ accumulation.
Early cytotoxic glial inflammatory response in the
entorhinal cortex of PS1xAPP mice
The Aβ deposition was associated with a progressive
activation of astro- and microglial cells [14,33]. How-
ever, the microglial activation could exhibit different
phenotypes, such as alternative or classic, with different
consequences in the neuronal survival. In this sense,
the alternative phenotype could exert a neuroprotective
role (by releasing IGF-1 or phagocyting Aβ peptides)
whereas the classic phenotype produced and released
potentially cytotoxic factors (such as TNFα, TRAIL,
FasL, NO) (see [14]). Thus, we have next characterized
the inflammatory response in the entorhinal cortex of
young (4–6 months old) WT, PS1, and PS1xAPP mice.
First, we have quantitatively determined the mRNA
expression of key factors of the neuroinflammatory re-
sponse, using qPCR in microdissected entorhinal cor-
tex from 4 and 6 months of age (Fig. 5). As expected
(Fig. 5A), there was a significant upregulation of the
microglial marker CD11b (3.46 ± 0.62, n = 4; Tukey
p < 0.001) and astroglial marker GFAP (12.24± 0.86,
n = 4; Tukey p < 0.001) in 6 month-old PS1xAPP
animals. The increase in GFAP mRNA in PS1xAPP
Tg mice was also significant at 4 months of age (2.22
± 0.67, n = 4; Tukey p = 0.016). Level of CD11b
mRNA was also slightly elevated in 4 months Tg en-
torhinal cortex, although not reaching statistical sig-
nificance. This early increase of CD11b and GFAP
mRNAs correlated with the initial appearance of Aβ
plaques.
We next analyzed the expression of several classic
cytotoxic factors by qPCR. As shown (Fig. 5B), mRNA
levels of TNFα (2.60 ± 0.97, n = 4; Tukey p < 0.05)
and TRAIL (2.48 ± 0.66, n = 4; Tukey, p < 0.05)
were significant upregulated in PS1xAPP mice since 4
months of age. The expression of TNFα (4.77 ± 2.62
n = 4; Tukeyp < 0.05) further increased at 6 months of
age and was accompanied by a concomitant significant
increase in the death receptor TNFR1 mRNA (2.43 ±
0.68, n = 4; Tukey p < 0.05). A high increase in Fas
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Fig. 4. Entorhinal neurons of PS1xAPP mice do not accumulate intracellular Aβ at early ages. A) Double 6E10(a1)/hAβPP(a2) immunoflu-
orescence labeling, together with nuclear DAPI (a3) counterstaining, in 2 month-old PS1xAPP entorhinal cortex. Merged image (a4) shows
coincidence of 6E10 and AβPP immunostaining in same neuronal somata. None or very few neuronal bodies in layer V displayed immunoreac-
tivity for these antibodies. Sections were examined under an epifluorescent Olympus BX-61 microscope. B) Sections from entorhinal (b1, b2,
b4, and b5) and motor (b3 and b6) cortex of 2 (b1, b3, b4, and b6) and 4 (b2 and b5) month-old PS1xAPP mice immunolabeled with Aβ1−42
antibody (after formic acid pre-treatment) and counterstained with cresyl violet. Aβ1−42 immunoreactivity was only found in amyloid plaques
at 4 months of age (big arrows) and no intraneuronally, however neurons of layer V in motor cortex of same mice at 2 months of age displayed
robust intracellular Aβ immunostaining. Small arrows in b4 and b5 point layer V entorhinal neurons devoid of intraneuronal Aβ, whereas in b6
arrows point layer V motor neurons with intracellular punctuate immunolabeling. Inset shows higher magnification of a layer V motor neuron
that accumulates Aβ1−42. Scale bars: a1-a4 and b1-b3, 100 µm; b4-b6, 20 µm; inset in b6, 10 µm.
I. Moreno-Gonzalez et al. / Early Entorhinal Neuron Loss in PS1xAPP Model 767
Fig. 5. Early glial activation displays a cytotoxic profile in the entorhinal cortex and a non-cytotoxic profile in the hippocampal stratum oriens
of PS1xAPP mice. The mRNA expression of several inflammatory markers was determined by qPCR in microdissected samples of entorhinal
cortex (A and B) and hippocampal stratum oriens (C) from 4 (n = 4) and 6 (n = 4) month-old PS1xAPP mice. A) Significant increase of
CD11b (microglia) and GFAP (astrocytes) mRNAs was detected at 6 months of age. GFAP mRNA was also significantly upregulated at 4 month
of age. B) A significant increase of iNOS, TNFα, TNFR1, TRAIL, and FasL was determined at 6 months of age. The expression of TNFR1
and TRAIL was also upregulated at 4 months of age. No changes were detected for FasL at 6 months. Data (mean ± SD) were analyzed by
one-way ANOVA (GFAP F(2,12) = 577,92, p < 0.001; CD11b F(2,12) = 61,62, p < 0.001; TNFα F(2,10) = 7,35, p = 0.01; TNFR1 F(2,12)
= 11,75, p = 0.001; TRAIL F(2,9) = 15,81, p = 0.001; Fas F(2,12) = 11,58, p = 0.002; iNOS F(2,11) = 4,17, p = 0.04) followed by Tukey
post-hoc multiple comparison test. Significance (**p < 0.001; *p < 0.05) was indicated in the figure. C) Significant increase in the mRNA
expression of CD11b and GFAP was detected in the stratum oriens of PS1xAPP mice at 6 months of age. However, in this region there were no
significant changes in the mRNA expression of iNOS, TNFα, Fas and FasL. Data (mean ± SD) are expressed in reference to 6 months-old WT
mice. Significant difference from age matched WT mice; two tailed t-test, **p < 00.01.
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Supplemental Fig. 1 Activated microglial cells are closely associated to amyloid plaques and display an alternative phenotype. Tomato lectin
(TL) /6E10 (A1-A3) double fluorescence labeling in 6 month-old PS1xAPP entorhinal cortex. Activated microglial cells (tomato lectin-positive)
were mainly found surrounding and infiltrating Aβ plaques (6E10 immunopositive). B1, Puctuate immunostaining for the microglial alternative
activation marker YM1 was found around plaques (asterisk). Some cellular bodies could be also identified (arrow). YM1/Tomato lectin double
labelling (B2-B4) showed the presence of this marker in microglial cells. Confocal microscopy. Scale bars: A1-A3, 20 µm; B1, 25 µm; B2-B4,
5 µm.
mRNA was detected as 6 months of age (3.99 ± 1.37,
n = 4; Tukey p < 0.05), whereas no changes were de-
tected for FasL. In addition, the inducible form of NOS
(iNOS) was also significantly increased (2.11 ± 1.26,
n = 4; Tukey p < 0.05) at 6 months of age. An upreg-
ulation of DR5 and Cox2 mRNAs was detected though
it was not statistical significant (not shown). These da-
ta were consistent with the existence of an early (4–
6 months), potentially cytotoxic, classic microglial re-
sponse in the entorhinal cortex of PS1xAPP mice. We
have also observed a similar microglial response in the
hippocampus of PS1xAPP Tg model [14]. Howev-
er, this classic activation was delayed until relatively
old ages (18 months). At 6 months of age, microglial
activation in the hippocampus displayed an altenative
phenotype, characterized by the absence of expression
of cytotoxic factors. Thus, it seemed that the poten-
tial cytotoxic microglial response at the entorhinal cor-
tex occurs very early in the life span of this model.
In order to confirm this observation, we have directly
compared the microglial response in hippocampal mi-
crodissected samples from the same 6 month-old ani-
mals. We have focused our experiments in the stratum
oriens, because this hippocampal area displayed a high
extracellular Aβ deposition [10]. As expected, the re-
sults (Fig. 5C) demonstrated the existence of a glial
activation in PS1xAPP mice compared to age-matched
WT animals, with a clear induction in the expression
of CD11b (4.44 ± 0.79, n = 4, two tailed t-test p <
0.001) and GFAP (10.53± 2.85,n = 4, two tailed t-test
p < 0.001) mRNAs. However, and also consistent with
our previous data, the expression of the classic toxic
factors TNFα, iNOS, and FasL remained unaltered. In
consequence, these results demonstrated the existence
of an early (4–6 months) classic microglial activation
restricted to, at least, the enthorinal cortex.
We then addressed the inflammatory response at the
cellular level by immunohistochemistry. For this pur-
pose, we have used anti-CD11b (Fig. 6A, a1 and a2)
and anti-GFAP (Fig. 6B, b1 and b2) antibodies to iden-
tify activated microglial and astroglial cells respective-
ly. Microscopic analysis demonstrated the presence
of activated microglial cells surrounding Aβ plaques
at 4 (not shown) and 6 months of age (Fig. 6A, a2).
Most activated microglial cells were obviously found
in deep layers where Aβ plaques concentrated. Mor-
phologically, these activated glial cells displayed en-
largement of the cell body and retraction and swelling
of microglial processes (see inset of Fig. 6A, a2 and
Fig. 6C, c7). Resting microglial showed small cell
body and thin and highly ramified processes as seen in
control mice (Fig. 6A, a1 and Fig. 6C, c8). GFAP im-
munostaining was also highly increased in PS1xAPP
entorhinal cortex since early ages (Fig. 6B, b2) as com-
pared to age-matched non-transgenic mice (Fig. 6B,
b1). However, reactive astrocytes did not displayed a
clear association with Aβ plaques, instead they were
located along the cortical column (see inset Fig. 6B,
b2). The close association of activated microglia and
plaques in double Tg mice was confirmed by double
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Fig. 6. Cellular expression of microglial (CD11b and Iba-1) and astroglial (GFAP) markers in the entorhinal cortex of young PS1xAPP
mice. A) CD11b immunostaining shows resting microglial cells distributed throughout cortical laminae in WT mice (a1) and the presence of
activated microglial cells, surrounding Aβ plaques (arrows), mainly located in deep layers in PS1xAPP (a2) at 6 months of age. Activated
microglia is morphologically characterized by hypertrophic cell body and numerous short and thick processes (see inset in a2). B) GFAP
immunohistochemistry revealed a remarkable astrogliosis in the double Tg mice (b2) compared to control animals (b1). Higher magnification
of a reactive astrocyte is shown in b2 inset. C) Iba-1 immunostaining highlighted microglial cell morphology allowing a clear indentification
of activated microglia in PS1xAPP mice. At 4 months of age, most activated microglia was closely associated to Aβ plaque (c2, arrows) and
very few could be seen in the inter-plaques regions (c6, white arrow point to a resident microglia while black arrow points to a slightly activated
microglial cell). However at 6 months, besides Aβ plaques surrounding microglia (arrows) numerous inter-plaques microglial cells were also
activated (c3 and c7). No microglia activation was seen in 2 month-old PS1xAPP (c1; c5 shows a resident microglia) neither in 6-month-old WT
mice (c4; c8 shows a resident microglial cell). Scale bars: a1, a2, b1 and b2, c1-c4, 100 µm; Insets a2 and b2, 10 µm; c5-c8, 10 µm.
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Fig. 7. Cellular immunolocalization of TNFα and iNOS in the entorhinal cortex of 6 month-old PS1xAPP mice. A) Strong TNFα immunoreactivity
was observed widespread in all layers of the entorhinal cortex of PS1xAPP (a2) except in the periphery of Congo red stained Aβ plaques (a3).
TNFα-positive cells displayed clear microglial morphology (a4; and arrows in a3). No immunostaining for TNFα was detected in WT animal
(a1). B) iNOS immunostaining was found in astroglial-like cells mainly in deep entorhinal layers at 4 months of age in PS1xAPP (b2) and
then spread to other cortical layers at 6 months of age (b3). Inset in b3 shows a higher magnification image of an iNOS-positive cell. No
immunostaining was found in 2 month-old PS1xAPP (b1). Control mice entorhinal cortex was immunonegative for iNOS as shown here at 6
months of age (b4). C) Double immunofluorescence labeling and confocal microscopy revealed that iNOS immunoreactivity was specifically
localized in GFAP-positive astroglial cells. Scale bars: a1 and a2, 100 µm; a3, 25 µm; a4, 10 µm; b1-b4, 100 µm; inset in b3, 20 µm; c1-c3,
10 µm.
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fluorescent 6E10-Tomato lectin staining and confocal
microscopy (supplemental Fig. 1, A1-A3). The mi-
croglial cells closely associated to plaques expressed
YM-1 (supplemental Fig. 1, B1-B4), a marker of the
non-proinflammatory alternative phenotype [34].
In the hippocampus of aged PS1xAPP mice inter-
plaque microglial cells displayed an activated morphol-
ogy and were YM-1 negative and TNFα positive [14].
Thus, we have next determined the morphological ac-
tivation of inter-plaque microglial cells in the entorhi-
nal cortex of young PS1xAPP mice. For these partic-
ular experiments, we used anti-Iba1 antibody (another
microglial marker) that allowed a better discrimination
of the microglial morphological phenotype (compare
Fig. 6A and 6C). As shown (Fig. 6C, c1 and c5), in
2-month-old PS1xAPP mice, no microglial activation
was observed (Fig. 6C, c4). In 4-month-old,most of the
activated microglia was exclusively surrounded the Aβ
plaques (stained with Congo red; Fig. 6C, c2). Most
inter-plaque microglial cells appeared quiescent at this
age (Fig. 6C, c6). However, in 6-month-old PS1xAPP
mice, both the plaque-associated and inter-plaque mi-
croglial cells displayed a typical activated morphology
(Fig. 6, c6). These data indicated that, similar to 18-
month-old hippocampus, the inter-plaque microglial
cells in the entorhinal cortex of young transgenic mice
were activated. Furthermore, the activated inter-plaque
microglial cells were preferentially, although no ex-
clusively, located in the deep layers of the entorhinal
cortex.
Finally, we have also determined the cellular expres-
sion of two key potentially cytotoxic factors, TNFα
and iNOS, in the entorhinal cortex of PS1xAPP mice
(Fig. 7). With respect to TNFα, results demonstrated an
intense and diffuse (probably due to soluble TNFα) im-
munostaining along the cortical column in 6-month-old
PS1xAPP animals (Fig. 7A, a2), whereas age-matched
control mice showed no immunoreactivity for this anti-
gen (Fig. 7A, a1). No neuronal profiles were posi-
tive for TNFα, instead immunoreactive cells with mi-
croglial morphology were observed (Fig. 7A, a3 and
a4). Interestingly, the periphery of amyloid plaques,
where numerous activated microglial cells were locat-
ed, was immunonegative for this marker (Fig. 7A, a3).
Thus, similar to that observed in hippocampus [14], mi-
croglial cells closely associated to deposits displayed a
non-cytotoxic TNF-negative (and YM-1 positive) phe-
notype. However, the inter-plaque microglia adopted a
pro-inflammatory cytotoxic TNFα positive (and YM1
negative) phenotype [14]. On the other hand, iNOS
immunostaining was present in glial cells with astro-
cytic morphology since 4 months of age (Fig. 7B). At
this early age these iNOS-positive cells were mainly
located in the deep layers (Fig. 7B, b2) whereas, at 6
months, they were also observed in superficial layers
(Fig. 7B, b3). Double GFAP-iNOS labeling and con-
focal microscopy demonstrated the astrocytic origin of
all iNOS-positive cells (Fig. 7C c1–c3). At 2 months of
age, no iNOS-positive cells were detected in PS1xAPP
(Fig. 7B, b1). Control mice showed none or very few
iNOS positive cells at these early ages (Fig. 7B, b4).
DISCUSSION
The present study demonstrated: 1) early (6 months)
significant neurodegeneration of principal cells, as well
as SOM- and NPY-interneurons, in the entorhinal cor-
tex of PS1M146LxAPP751SL transgenic mice; 2) prin-
cipal cell loss occurred in deep layers while SOM cells
were vulnerable along the cortical column; 3) selec-
tive entorhinal neurodegeneration was not associated
with intracellular accumulation of Aβ instead coincid-
ed, spatial and temporally, with extracellular amyloid
load and gliosis; importantly, this early glial inflam-
matory response exhibited a cytotoxic profile; and 4)
in the hippocampus, at the same age, extracellular Aβ
induced a non-cytotoxic glial activation.
Though significant neuronal loss is a key feature in
AD brains, most transgenic models for this pathology
failed to undergo neurodegeneration, at least at early
ages. We have previously demonstrated a significant
(50–60%) early (6 months) loss of SOM/NPY interneu-
rons in the hippocampus of this PS1xAPP model [10].
Here, we extend our previous finding and demonstrate
that this dendritic inhibitory population was also pref-
erentially affected (46–56%) in the entorhinal cortex.
However, perisomatic PV interneurons were highly
preserved [10]. These findings were strongly consistent
with the prominent reduction of SOM and NPY neu-
ropeptides in cortical postmortem tissue from AD pa-
tients [35–42], that has been attributed to degeneration
of intrinsic neurons [24,43–47].
On the other hand, while hippocampal pyramidal
loss (30% in CA1) takes place at advanced ages (>17
months) in this model [13,14], our present results
demonstrated a patent entorhinal principal cell loss in
deep layers (27%) as early as 6 months of age. To the
best of our knowledge, this is the first report of such ear-
ly and lamina selective neurodegenerationof entorhinal
principal cells in an AD model. Our findings resemble
the selective vulnerability of distinct types of principal
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neurons reported in AD patients [2,8,9]. Therefore,
this PS1xAPP mouse could mimic the initial stages of
the pathology in humans [2,9,48], showing temporal-
and regional age-dependent vulnerability, with early
entorhinal principal cell loss previous to hippocampal
deterioration.
The molecular mechanism(s) that underlies this ear-
ly entorhinal neuronal loss remains to be elucidat-
ed, however, the Aβ peptides have been suggested as
major contributors for neurodegeneration in AD (re-
viewed in [29,49]; see also [50]). In this sense, a
correlation between intraneuronal Aβ and neuronal
death/dysfunction has been described in several trans-
genic mice [27,30,51–53]. In our model, intracel-
lular 6E10 immunostaining was found at very early
ages (2 months), prior to the appearance of amyloid
plaques [30,51,54,55]. However, besides an intense in-
tracellular immunoreactivity, no changes in the numer-
ical density of layers II and III principal neurons were
observed. On contrary, in layer V where pyramidal
loss was concentrated, few scattered neuronal somata
displayed 6E10 immunostaining, even in 2-month-old
Tg mice. Furthermore, few layer V neurons were al-
so immunopositive for AβPP-C-terminal antibody at
any age, indicating that most of the pyramidal neu-
rons in this layer did not even express the transgenic
hAβPP. The monoclonal 6E10 could also recognize
AβPP products, including full-length AβPP. Therefore,
it is possible that the observed somatic 6E10 immunos-
taining corresponded, in fact, to the precursor proteins
rather than Aβ (see Fig. 4A). Supporting this, we have
not found intraneuronal immunoreactivity using either
Aβ1−40 or Aβ1−42 antibodies in any entorhinal layer
(even using formic acid pre-treatment; see Fig. 4B).
However, robust intracellular Aβ1−42 immunoreactivi-
ty was indeed observed in motor cortex layer V neurons
and in subicular neurons from the same animals.
In sum, although we do not know the reasons that de-
termine the absence of expression of transgenic hAPP
in layer V from this particular brain area (Tg hAPPsl
was clearly expressed by layer V principal cells in oth-
er cortical regions; not shown), it seems very unlikely
that entorhinal neuronal death in our model resulted
from intracellular Aβ pathology. In agreement with
this idea, the selective loss of SOM/NPY cells was not
either associated with intracellular amyloid accumula-
tion since they do not express the mutated hAβPP [10].
A recent study [56] in another PS1xAPP model has also
found loss of neurons (monoaminergic -MAergic- cells
from raphe nuclei) that was not associated with accu-
mulation of intracellular Aβ. In fact, the loss of these
neurons was preceded by MAergic axonal degeneration
in forebrain areas that showed early Aβ deposits and
glial (astroglial/microglial) reaction.
In the entorhinal cortex, also coincident with the
amyloid plaque deposition, there was a marked glial
activation. These activated microglial cells could exert
a beneficial function, restricting plaque formation by
phagocytosis, or promote disease by causing neuronal
damage [10,14,57–59]. Moreover, microglia could dis-
play different phenotypes during disease progression
(see Fig. 8). In fact, we have recently reported an
age-dependent functional switch of microglial cells in
the hippocampus of this model [14]. At early ages (6
months), hippocampal activated microglial cells were
closely associated with amyloid deposits and displayed
an alternative phenotype with neuroprotective features.
On the other hand, at 18 months, hippocampal inter-
plaque regions also showed activated microglia, though
in this case with a classic cytotoxic phenotype (express-
ing TNFα and related factors). The interplaque acti-
vation temporally correlated with marked hippocam-
pal pyramidal loss. Similarly, entorhinal Aβ plaque-
associated microglia displayed an alternative pheno-
type (YM1 positive, TNFα negative). However, the
inter-plaque microglia, at this early age, was already
activated and displaying a classic, TNFα positive, phe-
notype. Also in consonance with our previous data, a
significant upregulation of TNFα, TRAIL, and iNOS
mRNAs were also observed at early ages. Furthermore,
we have also observed a preferential expression of iN-
OS by reactive astrocytes located in deep entorhinal
layers.
Based on these data, it is tempting to speculate that
the early cytotoxic glial response (micro- and astroglial)
observed in deep entorhinal layers might be implicat-
ed in the pyramidal cell loss at early ages. Thus, it
is possible that this early inflammatory reaction might
be also implicated in the degeneration of SOM cells in
both deep and superficial layers. In fact, iNOS expres-
sion showed a clear temporal gradient from deep (at 4
months) to superficial layers (at 6 months), and TNFα
immunostaining was spread along the whole cortical
column, probably due to diffusion of the soluble pool.
It is noteworthy that, using microdissected samples
of hippocampal stratum oriens of the same mice pop-
ulation, we have confirmed the existence of a non-
cytotoxic glial response at these early ages in the hip-
pocampus (Fig. 5C) [14]. Therefore, it is relevant to
consider that, at 6 months of age, the Aβ-associated
inflammatory response (see Fig. 8) could play different
roles in entorhinal cortex (classic proinflammatoryphe-
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Fig. 8. Schematic representation of the microglial activation by Aβ and its age-dependent neuroprotective or neurodegenerative effect in PS1xAPP
entorrinal cortex and hippocampus. At 4 months of age in both regions, Aβ deposits promote microglial activation to an alternative phenotype
(YM1-positive) that shows phagocytic capability and expression of IGF1. At the same time, reactive astrocytes, recruited by Aβ, release IL-4
that induces differentation of microglial cells to an alternative stage. This alternative microglia, only surround Aβ plaques, might contribute
to neuronal protection. However, at 6 months of age in the entorhinal cortex, and much later (18 months) in the hippocampus, extracellular
Aβ (plaques and/or oligomeric soluble forms) induce the activation of interplaque microglial cells to a classical phenotype and release of
cytotoxic molecules (TNFα, TRAIL, FASL) that are harmful for neurons. Reactive astrocytes (non-associated to plaques) probably contribute
to neurodegeneration by NO-mediated neurotoxicity. Aβ plaques might be a source of soluble oligomeric Aβ. Dashed lines indicate proposed
mechanisms. EC, entorhinal cortex; Hp, hippocampus. See also [14].
notype, probably involved in neurodegeneration) and
hippocampus (alternative phenotype, probably neuro-
protective). The existence of opposite inflammatory
reactions in the most vulnerable brain regions to AD,
at the same chronological age, might be involved in
the controversial/disappointing results of non-steroidal
anti-inflammatory drugs trials for protecting against the
development of AD [60,61].
At present, we do not know the nature of the Aβ
species implicated in the microglial activation. How-
ever, soluble Aβ oligomers are reported to be the
preferential toxic amyloid species [62–64]. Amyloid
plaques are potentially major sources of soluble and
toxic oligomeric Aβ [65]. Furthermore, we have re-
cently reported microglial activation due to oligomeric
Aβ [14]. Thus, the preferential accumulation of Aβ
plaques in deep layers (this study), that agrees with
the entorhinal connectivity and the synaptic release
of Aβ, might also locally increase the concentration
Aβ oligomers. This could, in consequence, induce
a neuroinflammatory process that might substantially
contribute to neurodegeneration by releasing cytotox-
ic agents [66–74]. We cannot discard a direct effect
of such Aβ oligomers, affecting the most vulnerable
neuronal populations.
In sum, neurodegeneration of principal neurons in
the entorhinal cortex of the PS1xAPP model occurs
earlier than in hippocampus, as also observed in AD
brains. Furthermore, there is a profound early loss
of SOM/NPY interneurons also resembling the neu-
ropathology in humans. The ubiquitous loss of SOM
cells seems to be correlated with the cytotoxic inflam-
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matory reaction whereas the deep principal cells could
be also affected by the preferential accumulation of ex-
tracellular Aβ. Therefore, simultaneously, during dis-
ease progression, the most vulnerable brain regions (en-
torhinal cortex and hippocampus) show different degree
of pathology affectation and, more importantly, differ-
ent inflammatory profiles. In addition, these findings
open the question of whether different neuronal sub-
types (even within a single brain region) could display
different vulnerability to several toxic environments,
caused by the accumulation of Aβ species.
ACKNOWLEDGMENTS
This work was supported by Spanish grants PI060556
(to AG), PI060567 (to JV), PI060781 (to DR) from Fon-
do de Investigacio´n Sanitaria (FIS) -Instituto de Salud
Carlos III-, and by Proyecto de Excelencia CVI-902
from Junta de Andalucia. IMG, DBV, and SJ were
the recipients of a contract from CIBERNED. MT and
RSV held PhD fellowships from Junta de Andalucia
and MEC of Spain, respectively.
Authors’ disclosures available online (http://www.j-
alz.com/disclosures/view.php?id=61).
REFERENCES
[1] Braak H, Braak E (1997) Diagnostic criteria for neuropatho-
logic assessment of Alzheimer’s disease. Neurobiol Aging 18,
S85-S88.
[2] Gomez-Isla T, Price JL, McKeel DW, Jr., Morris JC, Growdon
JH, Hyman BT (1996) Profound loss of layer II entorhinal
cortex neurons occurs in very mild Alzheimer’s disease. J
Neurosci 16, 4491-4500.
[3] Canto CB, Wouterlood FG, Witter MP (2008) What does the
anatomical organization of the entorhinal cortex tell us? Neu-
ral Plast 2008, 381243.
[4] Chrobak JJ, Amaral DG (2007) Entorhinal cortex of the mon-
key: VII. intrinsic connections. J Comp Neurol 500, 612-633.
[5] Insausti R, Amaral DG (2008) Entorhinal cortex of the mon-
key: IV. Topographical and laminar organization of cortical
afferents. J Comp Neurol 509, 608-641.
[6] Toledo-Morrell L, Stoub TR, Bulgakova M, Wilson RS, Ben-
nett DA, Leurgans S, Wuu J, Turner DA (2004) MRI-derived
entorhinal volume is a good predictor of conversion from MCI
to AD. Neurobiol Aging 25, 1197-1203.
[7] Stoub TR, Toledo-Morrell L, Stebbins GT, Leurgans S, Ben-
nett DA, Shah RC (2006) Hippocampal disconnection con-
tributes to memory dysfunction in individuals at risk for
Alzheimer’s disease. Proc Natl Acad Sci U S A 103, 10041-
10045.
[8] Braak H, Braak E (1991) Neuropathological stageing of
Alzheimer-related changes. Acta Neuropathol 82, 239-259.
[9] Price JL, Ko AI, Wade MJ, Tsou SK, McKeel DW, Morris JC
(2001) Neuron number in the entorhinal cortex and CA1 in
preclinical Alzheimer disease. Arch Neurol 58, 1395-1402.
[10] Ramos B, Baglietto-Vargas D, Del Rio JC, Moreno-Gonzalez
I, Santa-Maria C, Jimenez S, Caballero C, Lopez-Tellez JF,
Khan ZU, Ruano D, Gutierrez A, Vitorica J (2006) Early
neuropathology of somatostatin/NPY GABAergic cells in the
hippocampus of a PS1xAPP transgenic model of Alzheimer’s
disease. Neurobiol Aging 27, 1658-1672.
[11] Blanchard V, Moussaoui S, Czech C, Touchet N, Bonici B,
Planche M, Canton T, Jedidi I, Gohin M, Wirths O, Bayer TA,
Langui D, Duyckaerts C, Tremp G, Pradier L (2003) Time
sequence of maturation of dystrophic neurites associated with
Abeta deposits in APP/PS1 transgenic mice. Exp Neurol 184,
247-263.
[12] Caballero C, Jimenez S, Moreno-Gonzalez I, Baglietto-Vargas
D, Sanchez-Varo R, Gavilan MP, Ramos B, Del Rio JC,
Vizuete M, Gutierrez A, Ruano D, Vitorica J (2007) Inter-
individual variability in the expression of the mutated form of
hPS1M146L determined the production of Abeta peptides in
the PS1xAPP transgenic mice. J Neurosci Res 85, 787-797.
[13] Schmitz C, Rutten BP, Pielen A, Schafer S, Wirths O, Tremp
G, Czech C, Blanchard V, Multhaup G, Rezaie P, Korr H,
Steinbusch HW, Pradier L, Bayer TA (2004) Hippocampal
neuron loss exceeds amyloid plaque load in a transgenic mouse
model of Alzheimer’s disease. Am J Pathol 164, 1495-1502.
[14] Jimenez S, Baglietto-Vargas D, Caballero C, Moreno-
Gonzalez I, Torres M, Sanchez-Varo R, Ruano D, Vizuete
M, Gutierrez A, Vitorica J (2008) Inflammatory response in
the hippocampus of PS1M146L/APP751SL mouse model of
Alzheimer’s disease: age-dependent switch in the microglial
phenotype from alternative to classic. J Neurosci 28, 11650-
11661.
[15] Colton CA, Mott RT, Sharpe H, Xu Q, Van Nostrand WE,
Vitek MP (2006) Expression profiles for macrophage alterna-
tive activation genes in AD and in mouse models of AD. J
Neuroinflammation 3, 27.
[16] van GT (2001) Entorhinal cortex of the mouse: cytoarchitec-
tonical organization. Hippocampus 11, 397-407.
[17] Insausti R, Herrero MT, Witter MP (1997) Entorhinal cortex
of the rat: cytoarchitectonic subdivisions and the origin and
distribution of cortical efferents. Hippocampus 7, 146-183.
[18] Franklin K.B.J:Paxinos G (2008) The mouse brain in stereo-
taxic coordinates, Academic Press.
[19] Ruano D, Lambolez B, Rossier J, Paternain AV, Lerma J (1995)
Kainate receptor subunits expressed in single cultured hip-
pocampal neurons: molecular and functional variants by RNA
editing. Neuron 14, 1009-1017.
[20] Gundersen HJ, Jensen EB, Kieu K, Nielsen J (1999) The ef-
ficiency of systematic sampling in stereology–reconsidered. J
Microsc 193, 199-211.
[21] Vincent SR, Johansson O, Hokfelt T, Meyerson B, Sachs C,
Elde RP, Terenius L, Kimmel J (1982) Neuropeptide coexis-
tence in human cortical neurones. Nature 298, 65-67.
[22] Hendry SH, Jones EG, Emson PC (1984) Morphology, distri-
bution, and synaptic relations of somatostatin- and neuropep-
tide Y-immunoreactive neurons in rat and monkey neocortex.
J Neurosci 4, 2497-2517.
[23] Chronwall BM, Chase TN, O’Donohue TL (1984) Coexis-
tence of neuropeptide Y and somatostatin in rat and human
cortical and rat hypothalamic neurons. Neurosci Lett 52, 213-
217.
[24] Chan-Palay V (1987) Somatostatin immunoreactive neurons
in the human hippocampus and cortex shown by immuno-
gold/silver intensification on vibratome sections: coexistence
with neuropeptide Y neurons, and effects in Alzheimer-type
dementia. J Comp Neurol 260, 201-223.
I. Moreno-Gonzalez et al. / Early Entorhinal Neuron Loss in PS1xAPP Model 775
[25] Papadopoulos GC, Parnavelas JG, Cavanagh ME (1987) Ex-
tensive co-existence of neuropeptides in the rat visual cortex.
Brain Res 420, 95-99.
[26] Miyoshi G, Butt SJ, Takebayashi H, Fishell G (2007) Phys-
iologically distinct temporal cohorts of cortical interneurons
arise from telencephalic Olig2-expressing precursors. J Neu-
rosci 27, 7786-7798.
[27] Casas C, Sergeant N, Itier JM, Blanchard V, Wirths O, van
der KN, Vingtdeux V, van de SE, Ret G, Canton T, Drobecq
H, Clark A, Bonici B, Delacourte A, Benavides J, Schmitz
C, Tremp G, Bayer TA, Benoit P, Pradier L (2004) Massive
CA1/2 neuronal loss with intraneuronal and N-terminal trun-
cated Abeta42 accumulation in a novel Alzheimer transgenic
model. Am J Pathol 165, 1289-1300.
[28] Christensen DZ, Kraus SL, Flohr A, Cotel MC, Wirths O,
Bayer TA (2008) Transient intraneuronal Abeta rather than
extracellular plaque pathology correlates with neuron loss in
the frontal cortex of APP/PS1KI mice. Acta Neuropathol 116,
647-655.
[29] Laferla FM, Green KN, Oddo S (2007) Intracellular amyloid-
beta in Alzheimer’s disease. Nat Rev Neurosci 8, 499-509.
[30] Oakley H, Cole SL, Logan S, Maus E, Shao P, Craft J,
Guillozet-Bongaarts A, Ohno M, Disterhoft J, Van EL, Berry
R, Vassar R (2006) Intraneuronal beta-amyloid aggregates,
neurodegeneration, and neuron loss in transgenic mice with
five familial Alzheimer’s disease mutations: potential factors
in amyloid plaque formation. J Neurosci 26, 10129-10140.
[31] Thal DR, Rub U, Schultz C, Sassin I, Ghebremedhin E, Del
TK, Braak E, Braak H (2000) Sequence of Abeta-protein de-
position in the human medial temporal lobe. J Neuropathol
Exp Neurol 59, 733-748.
[32] Thal DR, Rub U, Orantes M, Braak H (2002) Phases of A
beta-deposition in the human brain and its relevance for the
development of AD. Neurology 58, 1791-1800.
[33] Bryan KJ, Zhu X, Harris PL, Perry G, Castellani RJ, Smith
MA, Casadesus G (2008) Expression of CD74 is increased in
neurofibrillary tangles in Alzheimer’s disease. Mol Neurode-
gener 3, 13.
[34] Edwards MM, Robinson SR (2006) TNF alpha affects the
expression of GFAP and S100B: implications for Alzheimer’s
disease. J Neural Transm 113, 1709-1715.
[35] Davies P, Katzman R, Terry RD (1980) Reduced somatostatin-
like immunoreactivity in cerebral cortex from cases of
Alzheimer disease and Alzheimer senile dementa. Nature 288,
279-280.
[36] Rossor MN, Emson PC, Mountjoy CQ, Roth M, Iversen LL
(1980) Reduced amounts of immunoreactive somatostatin in
the temporal cortex in senile dementia of Alzheimer type.
Neurosci Lett 20, 373-377.
[37] Arai H, Moroji T, Kosaka K (1984) Somatostatin and vasoac-
tive intestinal polypeptide in postmortem brains from patients
with Alzheimer-type dementia. Neurosci Lett 52, 73-78.
[38] Beal MF, Mazurek MF, Svendsen CN, Bird ED, Martin JB
(1986) Widespread reduction of somatostatin-like immunore-
activity in the cerebral cortex in Alzheimer’s disease. Ann
Neurol 20, 489-495.
[39] Beal MF, Mazurek MF, Chattha GK, Svendsen CN, Bird ED,
Martin JB (1986) Neuropeptide Y immunoreactivity is re-
duced in cerebral cortex in Alzheimer’s disease. Ann Neurol
20, 282-288.
[40] Reinikainen KJ, Riekkinen PJ, Jolkkonen J, Kosma VM,
Soininen H (1987) Decreased somatostatin-like immunoreac-
tivity in cerebral cortex and cerebrospinal fluid in Alzheimer’s
disease. Brain Res 402, 103-108.
[41] Grouselle D, Winsky-Sommerer R, David JP, Delacourte A,
Dournaud P, Epelbaum J (1998) Loss of somatostatin-like
immunoreactivity in the frontal cortex of Alzheimer patients
carrying the apolipoprotein epsilon 4 allele. Neurosci Lett 255,
21-24.
[42] Davis KL, Mohs RC, Marin DB, Purohit DP, Perl DP, Lantz M,
Austin G, Haroutunian V (1999) Neuropeptide abnormalities
in patients with early Alzheimer disease. Arch Gen Psychiatry
56, 981-987.
[43] Morrison JH, Rogers J, Scherr S, Benoit R, Bloom FE
(1985) Somatostatin immunoreactivity in neuritic plaques of
Alzheimer’s patients. Nature 314, 90-92.
[44] Beal MF, Benoit R, Mazurek MF, Bird ED, Martin JB (1986)
Somatostatin-28(1-12)-like immunoreactivity is reduced in
Alzheimer’s disease cerebral cortex. Brain Res 368, 380-383.
[45] Nakamura S, Vincent SR (1986) Somatostatin- and neuropep-
tide Y-immunoreactive neurons in the neocortex in senile de-
mentia of Alzheimer’s type. Brain Res 370, 11-20.
[46] Gaspar P, Duyckaerts C, Febvret A, Benoit R, Beck B, Berger
B (1989) Subpopulations of somatostatin 28-immunoreactive
neurons display different vulnerability in senile dementia of
the Alzheimer type. Brain Res 490, 1-13.
[47] Kumar U (2005) Expression of somatostatin receptor subtypes
(SSTR1-5) in Alzheimer’s disease brain: an immunohisto-
chemical analysis. Neuroscience 134, 525-538.
[48] Kordower JH, Chu Y, Stebbins GT, DeKosky ST, Cochran EJ,
Bennett D, Mufson EJ (2001) Loss and atrophy of layer II
entorhinal cortex neurons in elderly people with mild cognitive
impairment. Ann Neurol 49, 202-213.
[49] Li M, Chen L, Lee DH, Yu LC, Zhang Y (2007) The role of
intracellular amyloid beta in Alzheimer’s disease. Prog Neu-
robiol 83, 131-139.
[50] Castellani RJ, Zhu X, Lee HG, Moreira PI, Perry G, Smith MA
(2007) Neuropathology and treatment of Alzheimer disease:
did we lose the forest for the trees? Expert Rev Neurother 7,
473-485.
[51] Oddo S, Caccamo A, Shepherd JD, Murphy MP, Golde TE,
Kayed R, Metherate R, Mattson MP, Akbari Y, Laferla FM
(2003) Triple-transgenic model of Alzheimer’s disease with
plaques and tangles: intracellular Abeta and synaptic dysfunc-
tion. Neuron 39, 409-421.
[52] Billings LM, Oddo S, Green KN, McGaugh JL, Laferla
FM (2005) Intraneuronal Abeta causes the onset of early
Alzheimer’s disease-related cognitive deficits in transgenic
mice. Neuron 45, 675-688.
[53] Bayer TA, Wirths O (2008) [Alzheimer’s disease: Molecular
pathology, animal models, and current treatment.]. Nervenarzt
79 (Suppl 3), 117-125.
[54] Masliah E, Sisk A, Mallory M, Mucke L, Schenk D, Games D
(1996) Comparison of neurodegenerative pathology in trans-
genic mice overexpressing V717F beta-amyloid precursor pro-
tein and Alzheimer’s disease. J Neurosci 16, 5795-5811.
[55] Wirths O, Multhaup G, Czech C, Blanchard V, Moussaoui S,
Tremp G, Pradier L, Beyreuther K, Bayer TA (2001) Intraneu-
ronal Abeta accumulation precedes plaque formation in beta-
amyloid precursor protein and presenilin-1 double-transgenic
mice. Neurosci Lett 306, 116-120.
[56] Liu Y, Yoo MJ, Savonenko A, Stirling W, Price DL, Borchelt
DR, Mamounas L, Lyons WE, Blue ME, Lee MK (2008)
Amyloid pathology is associated with progressive monoamin-
ergic neurodegeneration in a transgenic mouse model of
Alzheimer’s disease. J Neurosci 28, 13805-13814.
[57] El Khoury J, Luster AD (2008) Mechanisms of microglia ac-
cumulation in Alzheimer’s disease: therapeutic implications.
776 I. Moreno-Gonzalez et al. / Early Entorhinal Neuron Loss in PS1xAPP Model
Trends Pharmacol Sci 29, 626-632.
[58] F arfara D, Lifshitz V, Frenkel D (2008) Neuroprotective and
neurotoxic properties of glial cells in the pathogenesis of
Alzheimer’s disease. J Cell Mol Med 12, 762-780.
[59] Zhu X, Su B, Wang X, Smith MA, Perry G (2007) Causes of
oxidative stress in Alzheimer disease. Cell Mol Life Sci 64,
2202-2210.
[60] McGeer PL, McGeer EG (2007) NSAIDs and Alzheimer dis-
ease: epidemiological, animal model and clinical studies. Neu-
robiol Aging 28, 639-647.
[61] Aisen PS (2008) The inflammatory hypothesis of Alzheimer
disease: dead or alive? Alzheimer Dis Assoc Disord 22, 4-5.
[62] Lambert MP, Barlow AK, Chromy BA, Edwards C, Freed R,
Liosatos M, Morgan TE, Rozovsky I, Trommer B, Viola KL,
Wals P, Zhang C, Finch CE, Krafft GA, Klein WL (1998)
Diffusible, nonfibrillar ligands derived from Abeta1-42 are
potent central nervous system neurotoxins. Proc Natl Acad Sci
U S A 95, 6448-6453.
[63] De Felice FG, Vieira MN, Saraiva LM, Figueroa-Villar JD,
Garcia-Abreu J, Liu R, Chang L, Klein WL, Ferreira ST (2004)
Targeting the neurotoxic species in Alzheimer’s disease: in-
hibitors of Abeta oligomerization. FASEB J 18, 1366-1372.
[64] Haass C, Selkoe DJ (2007) Soluble protein oligomers in neu-
rodegeneration: lessons from the Alzheimer’s amyloid beta-
peptide. Nat Rev Mol Cell Biol 8, 101-112.
[65] Martins IC, Kuperstein I, Wilkinson H, Maes E, Vanbrabant
M, Jonckheere W, Van GP, Hartmann D, D’Hooge R, De SB,
Schymkowitz J, Rousseau F (2008) Lipids revert inert Abeta
amyloid fibrils to neurotoxic protofibrils that affect learning in
mice. EMBO J 27, 224-233.
[66] Apelt J, Schliebs R (2001) Beta-amyloid-induced glial expres-
sion of both pro- and anti-inflammatory cytokines in cerebral
cortex of aged transgenic Tg2576 mice with Alzheimer plaque
pathology. Brain Res 894, 21-30.
[67] Chao CC, Hu S, Sheng WS, Bu D, Bukrinsky MI, Peter-
son PK (1996) Cytokine-stimulated astrocytes damage human
neurons via a nitric oxide mechanism. Glia 16, 276-284.
[68] Craft JM, Watterson DM, Van Eldik LJ (2006) Human amy-
loid beta-induced neuroinflammation is an early event in neu-
rodegeneration. Glia 53, 484-490.
[69] Hu J, Akama KT, Krafft GA, Chromy BA, Van Eldik LJ (1998)
Amyloid-beta peptide activates cultured astrocytes: morpho-
logical alterations, cytokine induction and nitric oxide release.
Brain Res 785, 195-206.
[70] Itagaki S, McGeer PL, Akiyama H, Zhu S, Selkoe D (1989)
Relationship of microglia and astrocytes to amyloid deposits
of Alzheimer disease. J Neuroimmunol 24, 173-182.
[71] Johnstone M, Gearing AJ, Miller KM (1999) A central role
for astrocytes in the inflammatory response to beta-amyloid;
chemokines, cytokines and reactive oxygen species are pro-
duced. J Neuroimmunol 93, 182-193.
[72] Mrak RE, Griffin WS (2005) Glia and their cytokines in pro-
gression of neurodegeneration. Neurobiol Aging 26, 349-354.
[73] Ralay RH, Craft JM, Hu W, Guo L, Wing LK, Van Eldik
LJ, Watterson DM (2006) Glia as a therapeutic target: se-
lective suppression of human amyloid-beta-induced upregula-
tion of brain proinflammatory cytokine production attenuates
neurodegeneration. J Neurosci 26, 662-670.
[74] Zipp F, Aktas O (2006) The brain as a target of inflammation:
common pathways link inflammatory and neurodegenerative
diseases. Trends Neurosci 29, 518-527.
Journal of Alzheimer’s Disease 21 (2010) 119–132 119
DOI 10.3233/JAD-2010-100066
IOS Press
Calretinin Interneurons are Early Targets of
Extracellular Amyloid-β Pathology in
PS1/AβPP Alzheimer Mice Hippocampus
David Baglietto-Vargasa,b,1, Ines Moreno-Gonzaleza,b,1, Raquel Sanchez-Varoa,b,1,
Sebastian Jimenezb,c,d, Laura Trujillo-Estradaa,b, Elisabeth Sanchez-Mejiasa,b, Manuel Torresb,c,d,
Manuel Romero-Acebalb,e, Diego Ruanob,c,d, Marisa Vizueteb,c,d, Javier Vitoricab,c,d and
Antonia Gutierreza,b,∗
aDpto. Biologı´a Celular, Gene´tica y Fisiologı´a, Facultad de Ciencias, Universidad de Ma´laga, Spain
bCentro de Investigacio´n Biome´dica en Red sobre Enfermedades Neurodegenerativas (CIBERNED), Spain
cDpto. Bioquı´mica y Biologı´a Molecular, Facultad de Farmacia Universidad de Sevilla, Spain
dInstituto de Biomedicina de Sevilla (IBiS)-Hospital Universitario Virgen del Roc ı´o/CSIC/Universidad de Sevilla,
Spain
eServicio de Neurologı´a, Hospital Universitario Virgen de la Victoria, Ma´laga, Spain
Handling Associate Editor: Justo Garcia de Yebenes
Accepted 22 February 2010
Abstract. Specific neuronal networks are preferentially affected in the early stages of Alzheimer’s disease (AD). The distinct
subpopulations of hippocampal inhibitory GABAergic system have been shown to display differential vulnerability to neurode-
generation in AD. We have previously reported a substantial loss of SOM/NPY interneurons, whereas those expressing parval-
bumin were unaltered, in the hippocampus of 6 month-old PS1/AβPP transgenic mice. In the present study, we now investigated
the pathological changes of hippocampal calretinin (CR) interneurons in this PS1/AβPP model from 2 to 12 months of age. The
total number of CR-immunoreactive inhibitory cells was determined by stereology in CA1 and CA2/3 subfields. Our findings
show a substantial decrease (35%–45%) of CR-positive interneurons in both hippocampal subfields of PS1/AβPP mice at very
early age (4 months) compared to age-matched control mice. This decrease was accompanied by a reduced CR mRNA content
as determined by quantitative RT-PCR. However, the number of another hippocampal CR-positive population (belonging to
Cajal-Retzius cells) was not affected. The selective early loss of CR-interneurons was parallel to the appearance of extracellular
Aβ deposits, preferentially in CR-axonal fields, and the formation of dystrophic neurites. This specific GABAergic subpopula-
tion plays a crucial role in the generation of synchronous rhythmic activity in hippocampus by controlling other interneurons.
Therefore, early alterations of hippocampal inhibitory functionality in AD, caused by select CR-cells neurodegeneration, could
result in cognitive impairments seen in initial stages of the disease.
Keywords: Alzheimer’s disease, amyloid, hippocampal formation, inhibitory neurons, neurodegeneration, neuropathology, trans-
genic
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INTRODUCTION
Transgenic mice overexpressing mutant familial
Alzheimer’s disease (AD) genes [amyloid-β protein
precursor (AβPP), presenilin-1 (PS1), and PS2] are
widely used to study AD-related pathology progres-
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sion and the mechanisms underlying neuronal dysfunc-
tion [1,2]. However, the pathogenesis of AD is highly
complex and these mice display some, but not all, neu-
ropathological lesions of the disease. The most rele-
vant discrepancy is the scarce or delayed neuronal loss
in AD models concomitant with the accumulation of
extracellular/intracellular amyloid-β (Aβ). We have
recently reported a significant entorhinal principal cell
loss in 6 month-old PS1M146L/AβPP751SL mice that
was induced by extracellular, not intracellular, Aβ ac-
cumulation [3]. This early principal cell neurodegen-
eration in the entorhinal cortex was previous to that
seen in hippocampus (18 months) as described in AD
patients. Moreover, both brain areas in this transgenic
mice display a prominent early reduction of SOM/NPY
interneurons of GABA system [3,4] as occurs in AD
brains [5–12]. Therefore, this PS1/AβPP mouse could
mimic the initial stages of the pathology in humans and
could be of great interest to analyze the age-dependent
vulnerability of different neuronal subpopulations to
this disease.
Neurons expressing the calcium binding protein cal-
retinin have also been reported to be affected in the
most degenerated brain regions of AD patients [13,14].
Briefly, the density of calretinin (CR) neurons, as well
as the dendritic immunostaining, was reduced in the
entorhinal cortex of severe AD cases [14]. The pres-
ence of CR-positive dystrophic neurites has been re-
ported in AD hippocampus, though the number of CR-
cells seemed to be preserved [13]. Some studies have
reported the resistance of CR neocortical neurons to
degeneration in AD [15,16], however, a layer specific
vulnerability of CR-cells associated with the presence
of neurofibrillary tangles has been shown in AD neo-
cortex [17]. So far, no study has examined the viability
of CR interneurons in an AD model. Therefore, the aim
of the current study was to extend our previous results
about interneuron vulnerability in AD by evaluating if
calretinin interneurons were also affected in the hip-
pocampal formation of our PS1/AβPP model at early
stages of Aβ pathology. This CR-positive GABAer-
gic subpopulation plays a crucial role in the hippocam-
pal activity by controlling other interneurons terminat-
ing on different dendritic and somatic compartments of
principal cells [18–20]. Here, we have quantitatively
determined, by immunohistochemistry and stereologi-
cal approaches, the number of CR immunoreactive in-
terneurons in CA1 and CA2/3 subfields of 2, 4, 6, and
12 month-old PS1/AβPP mice hippocampus compared
to wild type (WT) and single transgenic PS1 littermates.
In addition, the CR mRNA content of the hippocam-
pus was assessed by quantitative RT-PCR. As early as
4 months of age, coinciding with the onset of extra-
cellular Aβ pathology, the cell number of this specific
interneuron population, as well as the CR mRNA level,




Male transgenic mice expressing familial AD-
causing mutations in the PS1 and AβPP genes were
used in this study. The PS1M146L/AβPP751SL mice
were obtained by crossing homozygous PS1 mice (ex-
pressing human mutant PS1[M146L] under HMG-
CoA reductase promoter) to hemizygous AβPP751SL
mice (expressing human mutant AβPP751 carrying the
Swedish [KM670/671NL] and London [V717I] muta-
tions under the control of the Thy1 promoter). Trans-
genic mice were generated at the Sanofi-Aventis Cen-
tre de Recherche de Paris (Vitry sur Seine, France).
The generation and initial characterization of these
mice has been reported previously [4,21–23]. The
control group included single PS1M146L transgenic
mice and non-transgenic mice (WT) of the same ge-
netic background (C57BL/6) and age. Animals of
2-, 4-, 6-, and 12-months of age for each genotype
(PS1M146L/AβPP751SL, PS1M146L, and WT) were
used. All animal experiments were carried out in ac-
cordance with the European Union regulations (Coun-
cil Directive 86/609/EEC of 24 November 1986) and
approved by the committee of animal use for research
at Malaga University, Spain (RD 1201/2005 of 10 Oc-
tober 2005).
Tissue preparation
After deep anesthesia with sodium pentobarbital
(60 mg/kg), 2, 4, 6, and 12-month-old WT, PS1, and
PS1/AβPP transgenic mice were perfused transcardial-
ly with 0.1 M phosphate-buffered saline (PBS), pH
7.4 followed by 4% paraformaldehyde, 75 mM ly-
sine, 10 mM sodium metaperiodate in 0.1 M phosphate
buffer (PB), pH 7.4. Brains were post-fixed overnight
in the same fixative solution at 4◦C, cryoprotected in
30% sucrose, sectioned at 40 µm thickness in the coro-
nal plane on a freezing microtome and serially collected
(each series contained sections that represented 1/7th
of the total brain) in cold PBS and 0.02% sodium azide.
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Immunohistochemistry
Serial sections from PS1/AβPP, PS1, and WT mice
were assayed simultaneously for light microscopy
immunohistochemistry as previously reported [3,4].
Briefly, free-floating sections were first pretreated with
3% H2O2/3% methanol in PBS and with avidin-
biotin Blocking Kit (Vector Labs, Burlingame, CA,
USA). For single immunolabeling, sections were in-
cubated overnight at room temperature with one of
the following primary antibodies: rabbit polyclonal
anti-calretinin (1:5000 dilution; Swant), mouse mon-
oclonal anti-Aβ 6E10 (1:1500 dilution; Sigma), or
mouse monoclonal anti-reelin (1:1000 dilution;Chemi-
con). The tissue-bound primary antibody was detect-
ed by incubating with the corresponding biotinylat-
ed secondary antibody (1:500 dilution, Vector Labo-
ratories), and then followed by 1:2000 streptavidin-
conjugated horseradish peroxidase (Sigma Aldrich).
The peroxidase reaction was visualized with 0.05% 3-
3’-diaminobenzidine tetrahydrochloride (DAB), 0.03%
nickel ammonium sulphate, and 0.01% hydrogen per-
oxide in PBS. Sections were then mounted onto gelatin-
coated slides, dehydrated in graded ethanol, cleared in
xylene and coverslipped with DPX (BDH) mounting
medium. The specificity of the immune reactions was
controlled by omitting the primary antisera.
For double CR/NeuN immunoperoxidase labeling,
sections were first immunolabeled with anti-CR us-
ing DAB/nickel to visualize the reaction product (blue
end product), and then processed for NeuN immunos-
taining (anti-NeuN monoclonal antibody, 1:1000 dilu-
tion; Chemicon) using only DAB as chromogen (brown
end product). For double CR/reelin and CR/SMI312
(1:50000 dilution; Covance) immunofluorescence la-
belings, sections were sequentially incubated with
the indicated primary antibodies followed by anti-
rabbit Alexa488 secondary antibody (1:1000 dilution;
Invitrogen), anti-mouse biotinylated secondary anti-
body (1:500; Vector Laboratories), and streptavidin-
conjugated Alexa568 (1:2000 dilution; Invitrogen).
For double NeuN/Propidium iodide fluorescence label-
ing, sections were first immunolabeled for NeuN using
an anti-mouse Alexa488 (1:1000 dilution; Invitrogen)
as secondary antibody and then counterstained with
propidium iodide (4µg/ml). Sections were then mount-
ed onto gelatin-coated slides, coverslipped with 0.01M
PBS containing 50% glycerin and 2.5% triethylenedi-
amine and then examined under a confocal laser mi-
croscope (Leica TCS-NT).
Stereological analysis
Immunopositive cells for calretinin (CR-positive in-
terneurons and CR-positive Cajal-Retzius population)
belonging to the different animal groups (WT, PS1, and
PS1/AβPP) and ages (2, 4, 6, and 12 months) were
quantified (n = 5 per genotype and age; 10–12 sec-
tions per animal) in the hippocampal formation (CA1
and CA2/3 subfields) according to the optical fraction-
ator method as previously described [3,4]. Reelin-
positive Cajal-Retzius cells at the hippocampal fissure
were counted at 6 months of age (n = 5 per genotype;
10–12 sections per mouse). Double labeled CR/NeuN
cells as well as total NeuN-positive cells were quan-
tified in the stratum radiatum of 4 month-old animals
(n = 4 per genotype; 10–12 sections/mouse). In ad-
dition, total NeuN-positive cells were counted in the
stratum radiatum of 2 month-old mice (n = 4 per geno-
type; 10–12 sections/mouse). Briefly, an Olympus
BX61 microscope and the NewCAST software pack-
age (Olympus, Glostrup, Denmark) were used. The
number of neurons was quantified in every 7th section
(with a distance of 280 µm between sections) through
the entire antero-posterior extent of the hippocampus
(between−0.94 mm anterior and 3.64 mm posterior to
Bregman) according to the atlas of Franklin and Paxi-
nos [24]. CA1 and CA2-3 subfields were defined us-
ing a 10x objective and the number of neurons was
counted using a 100X/1.35 objective. The number of
counting frames varied with the hippocampal region or
subfield layer analyzed. We used a counting frame of
1874.2 µm2 with step lengths of 78.93 × 78.93 µm
for CR and reelin counting, and another of 941.42µm 2
with step lengths of 49.47 × 37.25 µm for NeuN and
double CR/NeuN counting. The total cell number was
estimated using the optical fractionator formula, N =
1/ssf.1/asf.1/hsf.
∑Q−, where ssf represents the sec-
tion sampling fraction, asf is the area sampling frac-
tion, which is calculated by dividing the area sampled
with the total area of the layer, hsf stands for the height
sampling fraction, which is calculated by dividing the
height sampled (10 µm in this study) with the section
thickness, and
∑Q− is the total count of nuclei sam-
pled for the entire layer [25–27]. The precision of the
individual estimations was expressed by the total co-
efficient of error (CE) [28] calculated using the CEs
in each individual animal. The CEs ranged between
0.01 and 0.07. An investigator who was blind to the
experimental conditions (age, genotype, and marker)
performed neuronal profile counting.
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Plaque loading
Quantification of extracellular Aβ content was per-
formed as previously reported [22]. Briefly, 6E10
immunostained PS1xAβPP sections (seven sections/
mouse; n = 5 per age) were observed under a Nikon
Eclipse 80i microscope using a 4x objective and images
acquired with a Nikon DS-5M high-resolution digital
camera. Digital images were analyzed using Visilog
6.3 analysis program (Noesis, France). Plaque loading
was defined as percentage of total hippocampal area
stained for Aβ excluding principal cell layers intracel-
lular labeling that was removed by manual editing. The
hippocampal area in each 4× image was manually out-
lined. The plaque loading (%) for each mouse was es-
timated and defined as (sum plaque area measured/sum
hippocampal area analyzed) × 100. The sums were
taken over all slides sampled and a single plaque burden
was computed for each mouse.
RNA and total protein extraction
Anaesthetized mice (n = 8 per genotype and age)
were killed by decapitation and both hippocampi were
dissected, frozen in liquid nitrogen, and stored at
−80◦C until use. Total RNA was extracted using the
TripureTM Isolation Reagent (Roche) as described pre-
viously [3,4,23]. The contaminating DNA in the RNA
samples was removed by incubation with DNAase
(Sigma-Aldrich) and confirmed by PCR analysis of
total RNA samples prior reverse transcription. After
isolation, the integrity of the RNA samples was as-
sessed by agarose gel electrophoresis. The yield of to-
tal RNA was determined by measuring the absorbance
(260/280 nm) of ethanol-precipitated aliquots of the
samples. The recovery of RNA was comparable in all
groups (1.2–1.5 µg/mg of tissue). The protein pellets,
obtained using the TripureTM Isolation Reagent, were
resuspended in 4% SDS and 8M urea in 40 mM Tris-
HCl, pH 7.4 and rotated overnight at room temperature.
Retrotranscription and real-time RT-PCR
The retrotranscription (RT) was done using random
hexamers, 3 µg of total RNA as template and High-
Capacity cDNA Archive Kit (Applied Biosystems) fol-
lowing the manufacturer recommendations [4,22,23].
For real time RT-PCR, gene product was amplified us-
ing commercial TaqmanTM probes, following the in-
struction of the manufactured (Applied Biosystems),
using an ABI Prism 7000 sequence detector (Applied
Biosystems). A standard curve was first constructed,
using increasing amounts of cDNA. The slope of the
curve indicated optimal PCR conditions (slope 3.2–
3.4). The cDNA levels of the different mice were deter-
mined using two different housekeepers (i.e., GAPDH
and β-actin). The amplification of the housekeepers
was done in parallel with the gene to be analyzed.
Similar results were obtained using both housekeep-
ers. Thus, the results were normalized using only the
GAPDH expression. Results were always expressed
using the comparative Ct method, following the Bul-
leting number 2 from Applied Biosystems. As a con-
trol condition, we selected 4-month-old WT mice. In
consequence, the expression of the tested gene, for all
ages and mice types, was referenced to the expression
levels observed in 4-month-old WT mice.
Statistical analysis
Data was expressed as mean ± SD. The compar-
isons between several groups (WT, PS1, and PS1/AβPP
mice) and ages (2, 4, 6, and 12 months) were done
by one-way ANOVA followed by Bonferroni post hoc
multiple comparisons test, and those between two mice
groups by two-tailed t-test (SigmaStat 2.03, SPSS
Inc). In both cases, the significance was set at 95% of
confidence.
RESULTS
The number of hippocampal CR-interneurons was
significantly reduced at 4 months of age coincident
with the appearance of Aβ deposits
In order to determine the number of CR interneurons
in hippocampal CA1 and CA2/3 regions of PS1/AβPP,
PS1, and WT mice at 2, 4, 6, and 12 months of age,
we have combined specific CR immunohistochemi-
cal detection with unbiased stereological cell count-
ing method. The immunohistochemical examination
of WT sections revealed CR-positive cells in all layers
(more often in principal cell layer) of CA1 regions with
multipolar and bipolar or fusiform somata as previously
described [29]. Most of these interneurons possessed
two dendrites that ran radially and transversed sever-
al hippocampal layers (Fig. 1A). Similar observations
(cell morphology and spatial location) were done in
transgenic mice sections at 2 months of age (Fig. 1B),
however, a reduced number of CR-positive cells in the
CA subfields in PS1/AβPP animals was observed since
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Fig. 1. CR-immunoreactive interneurons in hippocampal CA1 subfield. Light microscopic images of CR immunoreactivity in CA1 subfield
of WT (A-D-G-J) and PS1/AβPP (B-E-H-K) mice at 2, 4, 6, and 12 months of age. CR-cells are located in all layers. These cells have
smooth or beaded radially oriented dendrites. A decrease in the density of CR-positive cells was observed in PS1/AβPP mice compared to WT
mice since 4 months of age. The reduction of CR-positive cells was associated with the apparition of Aβ extracellular deposition (C-F-I-L).
CR-positive plexi were located at stratum oriens/alveus border and in the stratum lacunosum-moleculare (M) where extracellular Aβ deposits
(arrows) were preferentially detected since 4 months of age (N). The presence of CR-positive dystrophic neurites (arrows) was observed in the
stratum oriens/alveus (O) and stratum lacunosum-moleculare (P) CR-positive terminal fields at 4 months of age. so: stratum oriens; sp: stratum
pyramidale; slm: stratum lacunosum-moleculare; sr: stratum radiatum. Scale bars: 100 µm (A-L, M and N); 25 µm (O and P).
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Fig. 2. CR-immunoreactive interneurons in hippocampal CA3 subfield. Light microscopic images of CR-immunoreactivity in CA3 subfield of
WT (A-D-G-J) and PS1/AβPP (B-E-H-K) mice at 2, 4, 6, and 12 months of age. Most of CR-cell bodies were in strata oriens and radiatum.
The number of CR-positive cell bodies was reduced in PS1/AβPP mice compared to WT mice since 4 months of age. Parallel to the decrease of
CR-positive cells there was an increase in the number and size of Aβ deposits (C-F-I-L). so: stratum oriens; sp: stratum pyramidale; sl: stratum
lucidum sr: stratum radiatum. Scale bar: 100 µm.
4 months of age (Fig. 1E, H, and K) compared to age-
matched WT (Fig. 1D, G, and J) or PS1 (not shown)
animals. In CA2/3 subfield, the CR-immunoreactive
pattern in WT animals was also consistent with earli-
er descriptions, seeing many CR-positive cells, mainly
in strata pyramidale, lucidum, and radiatum (Fig. 2A
and D). Double transgenic mice displayed same CR-
immunoreactive pattern (Fig. 2B) though, as seen for
CA1 subfield, the number of CR-cells was reduced
since 4 months of age (Fig. 2E, H and K) in comparison
with non-transgenic (Fig. 2D, G and J) or PS1 mice
(not shown).
The stereological quantification (n = 5 per geno-
type and age; 10–12 sections/animal) showed a signifi-
cant (one-way ANOVA p < 0.001, Bonferroni post-hoc
multiple comparison test) reduction in the total num-
ber of CR-cells in CA1 (44 ± 11.45%, p < 0.001)
and CA2-3 (33.49 ± 4.48%, p < 0.01) subfields of
PS1/AβPP mice at 4 months of age compared to WT
and PS1 littermates (Fig. 3A and B). At 6 months of
age, the decrease in CA1 was 45.75 ± 14.63% (p <
0.001) and in CA2-3 of 38.79 ± 11.74% (p < 0.05).
Later, at 12 months of age, CA1 and CA2/3 displayed
38.45 ± 7.40% (p < 0.05) and 37.70 ± 2.84% (p <
0.05) reduction respectively. An age-dependent de-
crease (one-way ANOVA, Bonferroni p < 0.05) in CR-
D. Baglietto-Vargas et al. / Loss of CR Interneurons in PS1/AβPP Hippocampus 125
Fig. 3. Significant reduction of CR-interneurons in PS1/AβPP hippocampal formation at early ages. Stereological quantification of CR-positive
cells in WT-PS1 and PS1/AβPP (n = 5 per genotype and age) demonstrated a significant decrease in PS1/AβPP compared to WT-PS1 mice
since 4 months of age in both CA1 (A) and CA2/3 (B) subfields. Data (mean ± SD) was analyzed by one-way ANOVA p < 0.001 (CA1 F(7,27)
= 28.72 and CA2-3 F(7,28) = 11,69), followed by Bonferroni post-hoc multiple comparison test. Significance (**p < 0.001, *p < 0.05) was
indicated in the figure. No differences were detected between PS1 and WT animals and data were pooled. C) CR cells were quantitatively
determined in the hippocampus of PS1/AβPP and WT-PS1 mice by RT-PCR (n = 8 per genotype and age). The expression of CR mRNA was
significantly decreased in PS1/AβPP mice since 4 months of age compared to age-matched control groups. This quantification corresponded to all
hippocampal CR cells subpopulations including interneurons, Cajal-Retzius cells, mossy cells and subgranular new born CR expressing neurons.
Data (mean ± SD) was analyzed by one-way ANOVA p = 0.0001 (F(5,54) = 6.5) followed by Bonferroni post-hoc multiple comparison test.
Significance (*p < 0.05) was indicated in the figure. D) An inverse biphasic correlation was found between the number of CR-interneurons
and the extracellular Aβ content within same PS1xAβPP animals. This relationship was not linear as Aβ load progressively increased with age
whereas CR-cells reduction remained constant after 4–6 months of age.
interneurons number in CA1 region of control animals
was detected at 6 (21.09 ± 7.77%) and 12 months
(22.41± 10.59%) of age, compared to 2 months group
(Fig. 3A). In CA2/3 region this decrease in WT ani-
mals with age was also observed (Fig. 3B) though it did
not reach statistical significance. The number of CR
interneurons remained unchanged between PS1 trans-
genic mice and WT mice of same age in CA subfields
and data were pooled. Importantly, no differences be-
tween PS1/AβPP and WT-PS1 mice were observed at
2 month-old.
Furthermore, we found a similar decrease in the CR
mRNA content in PS1/AβPP hippocampus at 4 months
of age as assessed by quantitative real time RT-PCR
(Fig. 3C). This reduction was of 20.2 ± 16.7% (p <
0.05), 34.6± 15.0% (p<0.05), and 32.4± 12.3% (p <
0.05) at 4, 6, and 12 month of age, respectively (one-
way ANOVA p = 0.0001, Bonferroni post-hoc; n = 8
per genotype and age). The assessed mRNA expression
accounts for total hippocampal CR-cell populations, in-
cluding interneurons, Cajal-Retzius cells, hilar mossy
cells and subgranular newly born neurons that tran-
siently express CR. Besides this CR-cell heterogene-
ity there was not much difference between this mRNA
quantitative assays and the stereological interneuron
counts, indicating that this subpopulation is the most
affected one among CR-cells. In fact, and despite that
different groups of animals were used for stereological
counting and mRNA assays, a good correlation was
found between the decrease in both parameters in this
AD model (not shown).
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The progression of Aβ pathology was determined
by 6E10 immunostaining in adjacent sections of the
same PS1/AβPP animals (Figs 1 and 2C, F, I, and L).
This monoclonal antibody recognizes Aβ as well as
the precursor protein AβPP. Results showed intense
intracellular immunolabeling of pyramidal cell bodies
and proximal dendrites at early ages (2 and 4 months)
and then intensity diminished with age (more patent at
12 months). However, no immunoreactivity was ob-
served within interneuronal cell bodies at any age test-
ed. Thus, as expected no Aβ expression or accumu-
lation occurs in hippocampal GABAergic cells in this
model. Interestingly, extracellular Aβ deposits were
already detected at 4 months of age, coinciding with
the decrease in the number of CR-cells in CA sub-
fields. The apparition of Aβ deposits has been doc-
umented to start at 2.5–3 months of age in this trans-
genic model [21]. In the hippocampal formation the
Aβ deposits were mainly located in the CR-axonal
terminal fields such as stratum lacunosum-moleculare
and stratum oriens/alveus boundary (see Fig. 1M and
N). The presence of CR-positive dystrophic neurites in
both axonal fields was detected since 4 months of age
(Fig. 1O and P). These CR-positive dystrophic neu-
rites which were immunoreactive for SMI312 antibody
against phosphorylated neurofilaments (not shown) dis-
played a swollen/globular appearance and were pref-
erentially located around plaques (identified by Con-
go red staining). The number and size of extracellular
deposits, significantly increased with age, as previous-
ly reported [23], and this was accompanied by an in-
crease in the number of dystrophic neurites. Therefore,
the decrease in the number of CR-positive interneurons
seemed to be associated with extracellular, not intracel-
lular, Aβ accumulation. In support of this, an inverse
correlation between CR-cell number and Aβ plaque
loading was found (Fig. 3D). As also expected, the cor-
relation between both parameters was not linear, since
the Aβ loading increased with the age of the animal
whereas the CR-cell number, after the initial decrease
(from 2 to 6 months) remained practically constant. A
similar biphasic response was also observed for hip-
pocampal GABAergic SOM-positive cells in this AD
model (unpublished results).
In contrast to CR-interneurons, the CR-positive
Cajal-Retzius cells were not affected by extracellular
Aβ pathology
A CR-positive population with small round soma-
ta was found in the outer third of the molecular lay-
er and inner part of the lacunosum-moleculare at the
hippocampal fissure (Fig. 4A1-A4). These CR-cells
corresponded to Cajal-Retzius neurons which coex-
press reelin [30] (Fig. 4B1 and B2) as seen in dou-
ble CR/reelin immunofluorescence labeling (Fig. 4C).
However, not all reelin-positive Cajal-Retzius cells ex-
pressed CR (Fig. 4C). The stereological study for CR-
positive Cajal-Retzius cells (from 2 to 12 months)
showed no differences between control (WT-PS1) and
PS1/AβPP groups (n = 5 per genotype and age) at
any age tested (Fig. 4D). Moreover, the total number of
reelin-positive Cajal-Retzius cells at the hippocampal
fissure did not display any change between genotypes
either (at 6 months the values were 14672.82± 58.98
cells for PS1/AβPP mice versus 13462.13 ± 544.63
cells for the control group; n = 5 per genotype). How-
ever, a significant (one way ANOVA p < 0.001, Bon-
ferroni post-hoc) reduction during aging in the total
number of CR-positive Cajal-Retzius population was
observed in all genotypes (Fig. 4D). This reduction was
quite similar for PS1/AβPP (45.10 ± 8.54%, 57.43
± 11.13%, 80.49 ± 23.34% at 4, 6, and 12 months
respectively) and control (WT-PS1) animals (40.26 ±
8.64%, 57.77± 15.43%,80.19± 26.54% at 4,6, and 12
months respectively) compared to their corresponding
2 month-old group. No differences between PS1 and
WT mice were observed and data were pooled. Then,
CR-positive Cajal-Retzius cells were equally affected
by age in the hippocampus of WT, PS1, and PS1/AβPP
mice. These cells were not specifically affected by Aβ
pathology in PS1/AβPP animals. These findings em-
phasize the selective early vulnerability of CR-positive
interneurons compared to other CR-cells in this AD
model.
The reduced number of CR-positive interneurons was
consequence of an early neurodegenerative process
To determine whether the early reduction of CR-
positive interneurons in PS1/AβPP hippocampus re-
flects neuronal loss or an altered phenotype (loss of
CR expression), we have performed parallel stereolog-
ical counts of CR-positive cells and the total neuronal
population in the stratum radiatum of CA1 by using
double CR-NeuN peroxidase immunolabeling (Fig. 5A
and B). The immunoreaction with the antibody to CR
labeled the cytoplasm of this interneuron subpopula-
tion in dark blue color whereas the second immunos-
taining using anti-NeuN labeled all neuronal nuclei in
light brown color. All neurons in strata radiatum and
oriens are GABAergic inhibitory neurons, however, the
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Fig. 4. CR-positive Cajal-Retzius cells are not affected by Aβ pathology. A) Light microscopy images of CR-positive cells (arrows) in
hippocampal fissure of WT (A1 and A3) and PS1/AβPP (A2 and A4) mice at 2 (A1-A2) and 12 (A3-A4) months of age. B) Light microscopy
images of Cajal-Retzius cells immunoreactive for reelin (arrows) in the hippocampal fissure of WT (B1) and PS1/AβPP (B2) mice demonstrated
no qualitative differences between both genotypes at 6 months of age. C) Double immunofluorescence confocal laser scanning image for CR
(green) and reelin (red) in PS1/AβPP hippocampal fissure at 6 months of age. CR-cells also expressed reelin (open arrows), however some
reelin-positive cells were CR-negative (white arrow). D) No differences were detected between PS1/AβPP and WT-PS1 control groups (n =
5 per genotype and age) in the number of CR-positive Cajal-Retzius cells at all ages tested. However, a significant age-dependent reduction in
the number of these cells was found in both PS1 and WT-PS1 groups since 4 months when compared to 2 month-old mice. Data (mean ± SD)
were analyzed by one-way ANOVA F(7,23) = 45,33, followed by Bonferroni post-hoc multiple comparison test. Significance **p < 0.001 was
indicated in the figure. slm: stratum lacunosum-moleculare; ml: molecular layer; g: granular cell layer; Re: reelin. Scale bars: 100 µm (A1-A3,
B1 and B2); 20 µm (C).
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Fig. 5. Loss of CR-positive interneurons in PS1/AβPP hippocampus is due to a neurodegenerative process. A,B) Bright field microscopy images
of double peroxidase immunolabeling for CR (dark blue) and NeuN (brown) in CA1 stratum radiatum of 4 month-old WT (A) and PS1/AβPP
(B) mice. A reduced number of NeuN-positive cells (arrows) as well as CR-immunoreactive cells (arrowheads) was found in stratum radiatum of
PS1/AβPP mice compared to WT. C) Stereological quantification of NeuN- and CR/NeuN-positive cells in CA1 stratum radiatum demonstrated
a significant (two tailed t-test, *p < 0.05) decrease for NeuN-positive cells (22.79 ± 10.15%) and for CR-interneurons (21.89 ± 9.78%) in 4
month-old PS1/AβPP (n = 4) compared to age-matched WT-PS1 (n = 8) mice. However, the loss of CR-positive interneurons, calculated
as the difference between WT-PS1 and PS1/AβPP cell numbers, represented one third of the NeuN cell loss. so: stratum oriens; sp: stratum
pyramidale; sr: stratum radiatum; slm: stratum lacunosum-moleculare. Scale bar: 100 µm.
stratum radiatum has been reported to contain higher
proportion of CR interneurons than stratum oriens [31].
Stereological counts (Fig. 5C) showed that the loss
of CR-positive cells (21.89 ± 9.78%, two tailed t-test
p<0.005) was quite similar to the NeuN-positive neu-
rons (22.79 ± 10.15%, two tailed t-test p < 0.05) in
PS1/AβPP (n = 4) respect to age-matched WT-PS1
(n = 8) animals at 4 months of age. However, the
loss of the CR cells calculated as the difference be-
tween WT-PS1 and PS1/AβPP (Fig. 5C) represented
only one third of the NeuN-positive cell loss (289.9±
47.5 CR cells versus 989.1 ± 305.1 NeuN cells), indi-
cating that other(s) interneuronal population(s), proba-
bly SOM/NPY interneurons as previously reported by
our group [4], are also affected in this layer. To discard
the possibility of early-developmental neuronal deficits
in transgenic animals, we have performed stereological
counts in the stratum radiatum at 2 months of age. Re-
sults showed that the number of NeuN-positive cells in
the stratum radiatum (interneurons) of PS1/AβPP mice
was not significantly different from age-matched con-
trols (97.38 ± 3.16% compared to 2 month-old con-
trol group, n = 4/genotype), which further proved that
neuronal loss in 4 month-old PS1/AβPP mice was most
likely due to neurodegeneration. Moreover, to avoid
the possibility that interneuron decrease in 4 month-
old double transgenic mice reflected a loss of NeuN-
epitope, instead cell death, we have also used a non-
immunohistochemical method (fluorescent DNA mark-
er propidium iodide) for cell identification along with
NeuN-immunostaining. Although we have not per-
formed stereological count of these double fluorescent
labeled sections, the analysis of confocal images (6 sec-
tions/mouse, n = 3 mice/age) have not revealed pro-
pidium iodide-labeled neuronal nuclei (identified by
morphological criteria) which were NeuN-negative in
PS1/AβPP mice hippocampus at 2 and 4 months of age
(results not shown).
Taken together, all these data support the existence of
a neurodegenerative process in PS1/AβPP hippocam-
pus at early ages.
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DISCUSSION
Select neuronal populations display different sen-
sitivity to degeneration in aging and AD pathology.
In this study we have extended our previous results
on GABAergic interneuron vulnerability in PS1/AβPP
transgenic AD model and demonstrated: 1) a signif-
icant reduction (35–45%) in the total number of CR-
interneurons in CA1 and CA2/3 hippocampal subfields
of PS1/AβPP mice at 4 months of age which was also
reflected by a reduced CR mRNA content; 2) the neu-
rodegeneration of CR-positive interneurons was asso-
ciated to the early appearance of Aβ deposits and the
formation of axonal dystrophies; and 3) this early de-
generative process was selective for CR-interneurons
whereas another hippocampal CR cells (CR-positive
Cajal-Retzius cells) were not affected by Aβ pathology.
In the hippocampus, there is a great cellular diver-
sity of GABAergic interneurons which provide gen-
eral inhibition by contacting with distinct domains of
principal cells (for review, see [32]). The different
classes of inhibitory neurons can be recognized on the
basis of their morphological, molecular, and physio-
logical features. Among these GABA interneurons,
those expressing the calcium binding protein calretinin
represent a small percent, about 10% [31], however,
they play a crucial role regulating the activity of other
GABAergic inhibitory interneurons and subsequently
the excitatory action of principal cells [19]. The tar-
gets of CR-axons are interneurons (containing VIP, cal-
bindin, or somatostatin) which terminate on different
somatodendritic domains of principal cells. Decrease
of CR-interneurons may be then associated with func-
tional decline of inhibitory activity in hippocampus and
memory impairment. The relevance of calretinin and
other calcium binding proteins in neurodegenerative
diseases, and particularly AD, has been supported by
several studies [13,14,33–35]. Our findings of reduced
number of CR-interneurons, as well as the presence of
CR-positive dystrophic neurites, in an AD model are
then consistent with those observations seen in humans.
Supporting the existence of altered CR networks in AD
pathology, Popovic and colleagues [36] have recently
reported decreased CR-immunoreactivity in the den-
tate gyrus hilar cells (mostly excitatory mossy cells) of
another AD model.
We have demonstrated that reduction of CR-
interneurons is an early event (4 months), preceding
even SOM/NPY cells loss (6 months; see [4]) during
disease progression in the hippocampal formation of
our AD model. Our findings also show a diverse sensi-
tivity to degeneration within the CR-interneuron pop-
ulation in the hippocampal formation. In particular,
a subset (approximately 40% of total population) was
highly susceptible whereas the rest of the population
(60%) was unaffected even at late ages (there was no
progressive decline in CR-positive interneurons with
aging and increased Aβ pathology; see Fig. 3D). We
do not know the reasons that determine this differen-
tial early vulnerability to Aβ pathology, but certain-
ly it will be of great interest to identify the molec-
ular/physiological properties of both CR-positive in-
terneuronal subsets (vulnerable/resistant) to uncover
the underlying mechanisms that lead to neurodegener-
ation/survival. Nevertheless, the loss of this vulnerable
CR-interneuron subset could be responsible, in part, of
first signs of hippocampal functional abnormalities.
Supporting the selective vulnerability of CR-inter-
neurons, and the extensive heterogeneity among hip-
pocampal CR-cells, we have also shown that CR-
positive Cajal-Retzius cells, located in the hippocam-
pal fissure, were not affected by the course of disease
in this double transgenic mice. However, there was a
substantial age-dependent reduction (reaching 80% at
12 months) of this cell population in both PS1/AβPP
and control animals.
In addition, we demonstrated that the reduction of
CR-interneurons in this PS1/AβPP model is due to an
early neurodegenerative process rather than loss of CR-
expression. Stereological analysis of double CR-NeuN
immunolabeling in the stratum radiatum of CA1 sub-
field showed that the total number of interneuronal cells
(NeuN-positive) significantly decreased at very early
age (4 months). The loss of CR-cells represented 30%
of the neurodegenerative process in this layer, indicat-
ing that other GABAergic neurons could also be affect-
ed. Supporting these data, we have previously demon-
strated an early neurodegeneration of SOM/NPY cells
in this AD model [4], however, other interneuronalpop-
ulations (such as cholecystokinin positive interneurons)
could be also affected (see [37]).
The mechanism underlying this early selective death
of CR-interneurons remains to be elucidated, howev-
er, since hippocampal interneurons in this AD mod-
el do not express mutated hAβPP (see [4]), intracel-
lular Aβ accumulation is not the causative neurotoxic
agent. Instead extracellular factors should be the ma-
jor agents involved. In this sense, we have described
an association between extracellular Aβ and/or cyto-
toxic glial environment and the neurodegeneration of
hippocampal principal cells [23] in layer V pyrami-
dal cells of the entorhinal cortex in this PS1/AβPP
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mice [3]. Supporting the direct impact of extracellular
Aβ on neuronal death, Liu and colleagues [38] recently
reported a relationship between forebrain extracellular
Aβ accumulation and the progressive degeneration of
monoaminergic afferent axons and their corresponding
subcortical cell bodies. In concordance with this, we
have observed abundant Aβ deposits in the CR-axonal
plexi in stratum lacunosum moleculare and in stratum
oriens/alveus boundary of CA1-CA3 regions at early
ages in our model. Moreover, CR-positive dystrophic
neurites were seen in these axonal fields. Then, we con-
sider the possibility that extracellular Aβ could directly
affect CR axon terminals and stimulate a neurodegen-
erative process toward their cell bodies. In fact, Aβ
peptides are well established as the principal factors for
the pathological events observed in AD [39–41] and
there is compelling evidence showing that alterations
in axonal transport play critical role in the pathogenesis
of AD [42–45].
Instead of a direct neurotoxic effect of Aβ onto CR-
cells, it could be also argued that Aβ might exert an
indirect effect by eliciting a local cytotoxic inflamma-
tory reaction that may in turn produce this neuronal
death. In relation to this, our PS1/AβPP mice develop
an extensive forebrain inflammatory response since 4
months of age, with a substantial microglial and as-
troglial activation [3,23]. However, the hippocampal
glial activation at early ages, and on contrary to that in
entorhinal cortex, might be neuroprotective and only at
late ages (18 months) displayed a neurotoxic profile.
Therefore, we believe that CR-positive hippocampal
interneuron population is most likely affected by extra-
cellular Aβ directly. On the other hand, we cannot ex-
cluded that death of these CR cells could be related to
a deafferentation process. These interneurons receive
afferents from the GABAergic component of the sep-
tohippocampal pathway and from serotoninergic raphe
neurons [46]. Whether these neurons are affected in
this model and precede CR-cells degeneration still need
to be investigated.
In conclusion, this work provides the first evidence
that hippocampal CR-interneurons are preferential ear-
ly targets in a transgenic model with AD-like pathol-
ogy. The loss of these GABAergic neurons may be
influenced by the early onset of amyloid deposits in
this brain area and the induction of axonal pathology,
however, the exact molecular mechanisms responsible
for this selective neurodegeneration are still unknown.
Finally, our findings highlight the diversity within this
neurochemically identified GABAergic population and
further supports the notion that Aβ pathology affects
specific neuronal subsets.
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Age-dependent Accumulation of Soluble Amyloid  (A)
Oligomers Reverses the Neuroprotective Effect of Soluble
Amyloid Precursor Protein- (sAPP) by Modulating
Phosphatidylinositol 3-Kinase (PI3K)/Akt-GSK-3
Pathway in Alzheimer Mouse Model*□S
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Neurotrophins, activating the PI3K/Akt signaling pathway,
control neuronal survival and plasticity. Alterations in NGF,
BDNF, IGF-1, or insulin signaling are implicated in the patho-
genesis of Alzheimer disease.We have previously characterized
a bigenic PS1APP transgenic mouse displaying early hip-
pocampal A deposition (3 to 4 months) but late (17 to 18
months) neurodegeneration of pyramidal cells, paralleled to the
accumulation of soluble A oligomers. We hypothesized that
PI3K/Akt/GSK-3 signaling pathway could be involved in this
apparent age-dependent neuroprotective/neurodegenerative
status. In fact, our data demonstrated that, as compared with
age-matched nontransgenic controls, the Ser-9 phosphoryla-
tion of GSK-3 was increased in the 6-month PS1APP hip-
pocampus, whereas in aged PS1APP animals (18 months),
GSK-3 phosphorylation levels displayed a marked decrease.
UsingN2a and primary neuronal cell cultures, we demonstrated
that soluble amyloid precursor protein- (sAPP), the predom-
inant APP-derived fragment in young PS1APP mice, acting
through IGF-1 and/or insulin receptors, activated the PI3K/Akt
pathway, phosphorylated the GSK-3 activity, and in conse-
quence, exerted a neuroprotective action. On the contrary, sev-
eral oligomeric A forms, present in the soluble fractions of
aged PS1APPmice, inhibited the induced phosphorylation of
Akt/GSK-3 anddecreased theneuronal survival. Furthermore,
synthetic A oligomers blocked the effectmediated by different
neurotrophins (NGF, BDNF, insulin, and IGF-1) and sAPP,
displaying high selectivity for NGF. In conclusion, the age-de-
pendent appearance of APP-derived soluble factors modulated
the PI3K/Akt/GSK-3 signaling pathway through the major
neurotrophin receptors. sAPP stimulated and A oligomers
blocked the prosurvival signaling. Our data might provide
insights into the selective vulnerability of specific neuronal
groups in Alzheimer disease.
The molecular mechanisms underlying the selective neuro-
degeneration inAlzheimer disease (AD)5 remain unclear. Amy-
loid- (A) peptides, proteolytically excised from the amyloid
precursor protein (APP), are considered the primary patholog-
ical agents in AD. However, their precise modes of action, toxic
conformational forms, and molecular targets are still contro-
versial (for review see Ref. 1). Transgenic mouse models, over-
expressing mutated forms of human APP, are widely used to
study AD pathogenesis. These models develop extensive A
deposition in the disease-vulnerable brain regions (such as hip-
pocampus); however, neurons are well protected until late ages.
The factors and pathways maintaining neuronal integrity at
young/middle ages in theseADmodels and those inducing neu-
rodegeneration in the aged animals remains to be defined.
NGF, BDNF, IGF-1, and insulin are trophic factors critical
for neuronal survival and plasticity, underlying memory, and
learning (2–4) and could be implicated in AD development.
Changes in growth factor expression and distribution, as well in
their receptors (TrkA, TrkB, p75NTR, IGF-1R, and insulin-R),
have been reported inADandADmodels (5). In fact, it has been
suggested that the imbalance between NGF, its precursor pro-
NGF, and the high (TrkA) and low (p75NTR) affinity NGF
receptors seems to be a crucial factor underlying neurodegen-
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eration in AD (6, 7). Furthermore, defects in IGF-1R and insu-
lin-R signaling are associated with amyloid plaque and neuro-
fibrillary tangle pathology (8). In this sense, it has been reported
that insulin resistance, central to type II diabetes, was impli-
cated in the pathogenesis of AD. Alterations in IGF-1R, insu-
lin-R, and IRS-1/2 inADare implicated in insulin resistance (9).
In fact, AD has been considered as a brain-specific “type III
diabetes” (10, 11). Insulin administration facilitates memory in
patientswithAD (12), and IGF-1 is protective against the devel-
opment of A pathology (13). However, themechanisms impli-
cated in the A-mediated insulin resistance are still unknown.
Trophic factors promote neuronal survival largely through
the PI3K/Akt signaling pathway (14). After activation, phos-
pho-Akt phosphorylates and inhibits the glycogen synthase
kinase-3 (GSK-3). The “GSK3 hypothesis of AD” (15)
proposed that the overactivity of GSK-3 accounts for several
features of this pathology such as memory impairment, Tau
phosphorylation, increased amyloid production,microglia-me-
diated inflammation, and neuronal death. In fact, GSK-3
mediates the hyper-phosphorylation of Tau (16) and produces
impairments in learning and memory by preventing the induc-
tion of long term potentiation (17). GSK-3 activity also is crit-
ical for inflammatory cell differentiation, migration, and secre-
tion of pro-inflammatory cytokines (18), so it could potentially
heighten microglia-mediated inflammatory responses in the
local vicinity of A plaques. Moreover, GSK-3modulates key
steps of themajor apoptotic signaling pathways (themitochon-
drial intrinsic apoptotic and the death receptor-mediated
extrinsic apoptotic pathways) (19).
Increasing evidence suggests that the PI3K/Akt/GSK-3 sig-
naling pathway is directly impacted by A exposure and is
altered in AD brains. In this sense, soluble (or diffusible) A
oligomers (putative toxic agents in AD) (20, 21) have been asso-
ciated with Tau hyperphosphorylation (22), inhibition of long
term potentiation, disruption of memory, loss of dendritic
spine density (23), neuronal death (24, 25), and neurotoxic
inflammatory response (26). Furthermore, A oligomers have
been shown to modulate the expression and density of insulin
receptors through the modulation of the PI3K/Akt pathway
(27), and alterations in the levels of phosphorylated Akt sub-
strates have been reported in AD patients (28).
In this study, we have addressed the possible age-dependent
variations in the GSK-3 phosphorylation in our PS1APP tg
model. This model developed early A (3 to 4 months) plaques
(29–31) but late (17 to 18 months) hippocampal neuronal
degeneration, paralleled with the accumulation of soluble A
oligomers (26). Themolecular changes that drive to this appar-
ent age-dependent protective/degenerative neuronal condition
are still unresolved. We hypothesized that the PI3K/Akt/
GSK-3 signaling pathway could be involved. Using in vivo and
in vitro assays, we report that natural and synthetic A oligo-
mers, acting through growth factor receptors, inhibit the pro-
survival signaling PI3K/Akt/GSK-3. Moreover, at early ages,
despite the A plaques, soluble APP, acting through IGF-1
and insulin receptors, activated the prosurvival PI3K-Akt-
GSK-3 pathway that might account for the lack of neurode-
generation in most transgenic models at these ages.
EXPERIMENTAL PROCEDURES
Antibodies—A11 and 6E10 antibodies were purchased from
Invitrogen and Signet Laboratories, respectively. Anti-soluble
APP was provided by Immuno-Biological Laboratories. Anti-
phospho-GSK-3 (Ser-9); phospho-Akt (Ser-473); phospho-
Akt (Thr-308); phospho-IGF1 receptor  (Tyr-1135/1136);
pTrkA-B (TrkA, Tyr-674/675; TrkB, Tyr-706/707) were from
Cell Signaling Laboratory. Anti-phospho-insulin receptor
(Tyr-1150/1151) was purchased from Millipore. Monoclonal
anti-human PHF-Tau (Clone AT100) was purchased from
Innogenetics. Anti-phospho- and total -catenin antibodies
were from Cell Signaling Laboratory and Abcam, respectively.
Anti--actin was purchased from Sigma.
Transgenic Mice—The generation and initial characteriza-
tion of the PS1M146LAPP751sl (PS1APP) tg mice has been
reported previously (29). This double tg mice (C57BL/6 back-
ground) were generated by crossing homozygotic PS1M146L
mice with heterozygotic Thy1-APP751SL mice (all tg mice
were provided by Transgenic Alliance, IFFA Credo, Lyon,
France). Mice represented F10–F15 offspring of heterozygous
tg mice. Only male mice were used in this work. Age-matched
PS1M146L and nontransgenic (WT) male mice of the same
genetic background (C57BL/6) were used as controls.
For glucose determination, the anesthetized (sodium pento-
barbital; 60 mg/kg) animals were bled (50 l) from the tail. The
glucose levels were similar between ages and genotypes (inmM:
6.4 1.4, 5.4 1.2; 7.3 1.2 and 6.5 1.4, n 7, for 6 or 18
months, WT and PS1APP, respectively). After bleeding, the
mice were killed by decapitation, and both hippocampi were
dissected, frozen in liquidN2, and stored at80 °Cuntil use. All
animal experiments were performed in accordance with the
guidelines of the Committee of Animal Research of the Univer-
sity of Seville (Spain) and the European Union Regulations.
RNA and Total Protein Extraction—Total RNA was ex-
tracted using the TripureTM isolation reagent (Roche Applied
Science) as described previously (30, 31).
The contaminating DNA in the RNA samples was removed
by incubation with DNase (Sigma) and confirmed by PCR anal-
ysis of total RNA samples prior to reverse transcription (RT).
After isolation, the integrity of the RNA samples was assessed
by agarose gel electrophoresis. The yield of total RNA was
determined by measuring the absorbance (260/280 nm) of eth-
anol-precipitated aliquots of the samples. The recovery of RNA
was comparable in all groups (1.2–1.5 g/mg of tissue). The
protein pellets, obtained using the TripureTM isolation reagent,
were resuspended in 4% SDS and 8 M urea in 40 mM Tris-HCl,
pH 7.4, and rotated overnight at room temperature (30, 31).
Retrotranscription and Real Time RT-PCR—The retrotrans-
cription (RT) was done using random hexamers, and 3 g of
total RNA as template and high capacity cDNA archive kit
(Applied Biosystems) following the manufacturer recommen-
dations (30, 31). For real time RT-PCR, each specific gene
product was amplified using commercial TaqManTM probes,
following the instructions of the manufactured (Applied Bio-
systems), using an ABI Prism 7000 sequence detector (Applied
Biosystems). For each assay, a standard curve was first con-
structed, using increasing amounts of cDNA. In all cases, the
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slope of the curves indicated optimal PCR conditions (slope
3.2–3.4). The cDNA levels of the different mice were deter-
mined using two different housekeepers (i.e.GAPDHand-ac-
tin). The amplification of the housekeepers was done in parallel
with the gene to be analyzed. Similar results were obtained
using both housekeepers. Thus, the results were normalized
using only the GAPDH expression.
Independently of the gene analyzed, the results were always
expressed using the comparativeCtmethod, following Bulletin
2 fromApplied Biosystems. As a control condition, we selected
6-month-old WT mice. In consequence, the expression of all
tested genes, for all ages andmouse types, was referenced to the
expression levels observed in 6-month-old WT mice.
A42 Peptide Preparation—To prepare the A42 peptides,
we allowed synthetic lyophilized A(1–42) peptide (human
sequence, Anaspec) to equilibrate, at 20–23 °C, for 30 min
before it was resuspended and diluted to 1 mM in hexafluoro-
2-propanol. After evaporation, peptide films were dried in a
Speed vacuum and stored at40 °C. Peptide films were resus-
pended to 5 mM in dimethyl sulfoxide (DMSO) for 10 min. To
form the ADDLs (32), we diluted the 5 mM DMSO solution to
100 M in cold PBS, vortexed for 30 s, and incubated overnight
at 4 °C. Before use, the A/PBS solution was further diluted in
culture media. The presence of ADDLs was tested by Western
blots using 6E10 (data not shown).
To form the monomers, immediately before use, we diluted
the 5mMDMSOsolution in PBS (to a final concentration of 100
M), following by ultrafiltration through 5-kDa cutoff device
(Vivaspin 2, Sartorius Biolab Products). The presence of the
monomeric A42 peptide (4.5 kDa) was verified by Western
blots (data not shown).
Soluble Protein Extraction (Soluble Fractions) and Immu-
noprecipitation—The soluble fractions were obtained by ultra-
centrifugation of the homogenates as described previously (26,
33). Briefly, tissue samples were homogenized (using a Dounce
homogenizer) in cold isotonic buffer (0.32 M sucrose, 1 mM
EDTA, 1 mM EGTA, 20 mM Tris-HCl, pH 7.5, containing a
mixture of protease and phosphatase inhibitors, Sigma) and
ultracentrifuged (OptimaTMMAXPreparativeUltracentrifuge,
Beckman Coulter) at 120,000  g, 4 °C, during 60 min. Imme-
diately after centrifugation, the samples were aliquoted and
stored at 81 °C until use. The protein content in the soluble
fractions was determined by Lowry. To diminish the potential
inter-individual variability, the S1 fractions from four different
mice, for each age and genotype, were pooled.
For immunoprecipitation experiments, 50g of soluble pro-
teins were incubated, overnight at 4 °C with continuous shak-
ing, with A11 antibody, previously adsorbed to protein G-Sep-
harose or protein A-Sepharose beads (Sigma) (2 g of purified
antibody/20 g of protein G- or A-Sepharose) in the presence
of protease inhibitors (RocheApplied Science) in a final volume
of 500l of TBS. Immunobeads were isolated by centrifugation
and washed three times in cold TBS. Finally, the immunopre-
cipitated proteins were eluted using 20 l of Laemmli’s buffer
and analyzed by Western blots.
For in vitro experiments, the soluble fractions from the dif-
ferent mice and ages were thawed immediately before use,
diluted with DMEM (without FBS), sterilized by filtration
(through 0.22-m filters, Millipore), and added to cell cultures.
For each experiment, duplicate wells were stimulated under the
same experimental conditions.
The immunodepletion experiments were done basically as
described previously (26, 34). Briefly, 50 g of protein from
soluble fractions from 6- and 18-month-old PS1APP mice
(n  3/age) were subjected to three sequential incubations
(8–12 h at 4 °C) with either 6E10 (5g) proteinG-Sepharose or
A11 (5 g) protein A-Sepharose immunocomplexes. After
immunodepletion, the soluble fractions were used for in vitro
stimulation (see below). As control, the different soluble frac-
tions were sequentially incubated with either protein G-Sep-
harose or protein A-Sepharose and tested, in parallel experi-
ments, with the immunodepleted samples.
Western Blot and Dot Blot—Western blots were performed
as described previously (34). Briefly, 10–20 g of protein from
the different samples were loaded on 16% SDS-Tris-Tricine-
PAGE and transferred to nitrocellulose (Hybond-C Extra,
Amersham Biosciences). Alternatively, the immunoprecipi-
tated samples were electrophoresed on 12% SDS-Tris glycine.
After blocking, the membranes were incubated overnight, at
4 °C, with the appropriate antibody. Themembranes were then
incubated with anti-mouse horseradish peroxidase-conjugated
secondary antibody (Dako, Denmark) at a dilution of 1:8000.
The blotswere developed using the ECL-plus detectionmethod
(Amersham Biosciences).
Dot blots were done as described previously (26, 34). One g
of protein from the different soluble fractions were directly
applied to dry nitrocellulose in a final volume of 2l. Blots were
air-dried, blocked for 1 h, and incubated overnight at 4 °C, with
either Nu-1 (courtesy of Dr. W. Klein; 1 g/ml) or A11 (1:5000
dilution, BIOSOURCE) antibodies. After the incubation, the
blots were washed and visualized as described above.
For quantification, the scanned (Epson 3200) images were
analyzed using the PCBAS program. In each experiment, the
intensity of bands from WT mice and/or experimental condi-
tionswere averaged and considered as 1 relative unit. Datawere
always normalized by the specific signal observed in 6-month-
old WT group or negative control for “in vitro” experiments.
Tissue Preparation—After deep anesthesia with sodiumpen-
tobarbital (60 mg/kg), 6- and 18-month-old control (WT) and
PS1APP tg male mice (n  4/age/genotype) were perfused
transcardially with 0.1 M phosphate-buffered saline (PBS), pH
7.4, followed by 4% paraformaldehyde, 75 mM lysine, 10 mM
sodium metaperiodate in 0.1 M phosphate buffer (PB), pH 7.4.
Brains were then removed, post-fixed overnight in the same
fixative at 4 °C, cryoprotected in 30% sucrose, sectioned at 40
mthickness in the coronal plane on a freezingmicrotome, and
serially collected in wells containing cold PBS and 0.02%
sodium azide. All animal experiments were approved by the
Committee of Animal Use for Research of the Malaga Univer-
sity (Spain) and the European Union Regulations.
Immunohistochemistry—Coronal free-floating brain sec-
tions (40 m thick) from 6-and 18 month-old control (WT)
and PS1APP mice were processed simultaneously for
phospho-GSK-3 immunolabeling in the same solutions and
conditions to prevent processing variables. Sections were
first treated with 3% H2O2, 3% methanol in PBS and with
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avidin-biotin blocking kit (Vector Laboratories, Burlingame,
CA) and then incubated overnight at room temperature with
rabbit anti-GSK-3 (phospho-Ser-9) antibody (dilution
1:100, Abcam ab30619).
The tissue-bound primary antibodywas detected by incubat-
ing with the corresponding biotinylated secondary antibody
(1:500 dilution, Vector Laboratories) and then followed by
streptavidin-conjugated peroxidase (Sigma) diluted 1:2000.
The reaction was visualized with 0.05% 3,3-diaminobenzidine
tetrahydrochloride (Sigma), 0.03% nickel ammonium sulfate,
and 0.01% hydrogen peroxide in PBS. Sections were then
mounted on gelatin-coated slides, air-dried, dehydrated in
graded ethanols, cleared in xylene, and coverslipped with DPX
(BDH) mounting medium. Specificity of the immune reaction
was controlled by omitting the primary antiserum.
N2a and Primary Neuronal Cultures—N2a cells were plated
at 25,000 cells/cm2 and cultured in high glucose DMEM/
OptiMEM (50–50%) supplemented with 2 mM glutamine and
5% fetal bovine serum (PPA Co.) in the presence of penicillin
and streptomycin (100 units/ml and 0.01 mg/ml, respectively).
For stimulation experiments, the medium was change to high
glucose DMEM and serum-deprived for 12 h. The cells were
stimulated using 5% fetal bovine serum, 100 nM IGF-1 (Sigma),
100 nM insulin (Sigma), 10 nMNGF- (Sigma), or 25 nM sAPP
(Sigma) in the presence or absence of ADDLs (ranging from
0.01 to 2 M; estimated from the initial A42 concentration
used for oligomerization; we are aware that the ADDL concen-
tration could be underestimated). After stimulation, the pro-
teins were isolated and analyzed as described above.
Primary neuronal cultures were done essentially as described
previously (27). Briefly, embryonic E18–20 or postnatal P1
brains were dissected and treated, for 5 min, with trypsin/
DMEM/EDTA medium (BioWhittaker, Cambrex, Belgium).
The treatment was stopped using complete DMEM plus 10%
FBS, and the cells were mechanically dissociated. After
mechanical dissociation, the debris was eliminated by filtration
(40 m, Falcon), and the cells were seeded (at a density of
60,000 cells/ml) in Neurobasal medium plus B27 supplemental
(containing glutamine, 1% penicillin/streptomycin and genta-
mycin) on poly-D-lysine (Sigma)-treated Nunc 12- or 96-well
plates. The cells were cultured at 37 °C, in humidified 5% CO2,
95% atmosphere.Mediumwas half-replaced every 4 days. After
13–15 days in culture, the cultures were treated with different
concentrations (ranging from 0.01 to 2 M) of ADDLs (pre-
pared as described above) or different concentrations (ranging
from0.27 to 54 nM) of sAPP. The cells were then incubated for
30 min and rinsed with cold PBS, and the proteins were
extracted as above. The neuronal survival was assayed using
MTS (Promega) following the manufacturer’s indications.
Statistical Analysis—Data were expressed as means  S.D.
The comparison between two mouse groups (WT and
PS1APP tg mice) was done by two-tailed t test. For compari-
son between several age groups, we used one-way analysis of
variance followed by Tukey post hocmultiple comparisons test
(Statgraphics plus 3.1). The significance was set at 95% of
confidence.
RESULTS
Age-dependent Modifications on the GSK-3 Activity in
PS1APP Mouse Hippocampus—The GSK-3 activity could
play a central role controlling apoptosis and the development of
Alzheimer disease. Because GSK-3 activity was inhibited by
phosphorylation on Ser-9, we have first quantified, byWestern
blots, the Ser-9 phospho-GSK-3 levels in our PS1APP tg
model.Weused twodifferent ages, 6 and 18months, before and
after pyramidal neurodegeneration, respectively (26, 30).West-
ern blot analysis demonstrated the existence of a clear age-de-
pendent variation of the Ser-9 phosphorylation levels in
PS1APP mice (Fig. 1A, panels a1 and a2). As compared with
6-month-old WT mice, the levels of Ser-9 phospho-GSK-3
were elevated in young PS1APP hippocampus, whereas the
18-month-old PS1APPmice displayed a significant decrease.
In fact, the Ser-9 phosphorylation level, at 18 months, repre-
sented a decrease of 5.66  0.46 times over 6-month-old
PS1APP mice. This observation was also confirmed using
immunohistochemistry. As shown in Fig. 1B, the phospho-
Ser-9 GSK-3 immunoreactivity was mainly located in the
somata of hippocampal neuronal cells. As also shown (Fig. 1B,
panels b1 and b2), a marked increase in the immunoreactivity
was observed in the hippocampus of 6-month-old PS1APP tg
mice, as compared withWT. This increase was evident in both
pyramidal and interneuronal cell somata and their proximal
dendrites. In parallel experiments, GSK-3 phosphorylation
immunostaining was clearly decreased in aged PS1APP tg
mice (Fig. 1B, panels b3 and b4).
The GSK-3 activity could modulate the intrinsic apoptotic
pathway by modifying, directly and/or indirectly, the expres-
sion of pro- and anti-apoptotic Bcl-2 family proteins (35–37).
Thus, we have determined the possible variations in the expres-
sion of mRNAs coding for Bcl-2 proteins in 6- and 18-month-
old WT and PS1APP tg mice. According to the phosphory-
lation of the GSK-3 (38), in 6-month-old PS1APP mice the
expression of bcl-2 was increased (Fig. 1C). On the contrary, in
18- month-old PS1APP animals, the expression of bcl-2 was
not different from WT, whereas bim and bad expression
increased exclusively in transgenic animals. These data could
indirectly reflect the activation of GSK-3 in aged PS1APP
mice. Additionally, the possible age-dependent activation of
the GSK-3 was also tested by determining the protein level
and phosphorylation status of -catenin (39). Although the
phosphorylated versus total -catenin ratio was not altered in
6-month-old PS1APP mice (Fig. 1D), we did observed an
increase in the steady-state levels of both -catenin forms.
These data were consistent with a reduced GSK-3 activity.
More relevant and also consistent with the proposed age-de-
pendent increase in the GSK-3 activity, the total and phos-
phorylated -catenin contents were dramatically reduced in
18-month-old PS1APPmice (Fig. 1D). Furthermore, the ratio
of phospho/total-catenin displayed a considerable increase in
these aged PS1APPmice, suggesting a hyperphosphorylation
status of the -catenin.
These data demonstrated the existence of an age-dependent
change in the phosphorylation of the GSK-3 in our PS1APP
tg model. Whereas at early ages the GSK-3 seemed to be
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inhibited by Ser-9 phosphorylation (probably exerting a neuro-
protective action), in aged PS1APP mice the activation of
GSK-3 was increased.
Young and Aged PS1APP Hippocampus-derived Soluble
Factors Increased or Inhibited, Respectively, the Akt-dependent
Phosphorylation of GSK-3—We next investigated the possi-
bility that soluble APP-derived factors were involved in the
modulation of GSK-3 phosphorylation in both young (6
months) and aged (18 months) PS1APPmice. In this sense, it
has been recently reported thatmonomeric A42mediated the
activation of the PI3K-Akt pathway (40), whereas A oligomers
(ADDLs) induced an impairment of insulin receptors (27).
We have first determined in vitro using N2a cell cultures the
effect of soluble brain extracts, derived from 6- and 18-month-
oldWT, PS1 (data not shown), andPS1APPmice on the Ser-9
phosphorylation of GSK-3. As shown (Fig. 2A, and quantita-
tively in Fig. 2C), the addition of the soluble fractions obtained
from 6-month-old PS1APP mice produced a clear induction
in the GSK-3 phosphorylation over basal values (serum dep-
rivation). This increase was mediated by the activation of the
PI3K/Akt pathway because Akt was phosphorylated at both
Thr-308 and Ser-473 residues (Fig. 2A), and the effect was abol-
ished by the addition of LY294002 (data not shown). This acti-
vation of the PI3K/Akt pathway seemed to be mediated by at
FIGURE 1. Age-dependent decrease on GSK-3 phosphorylation (Ser-9) in PS1APP hippocampus. A, relative phosphorylation levels of Ser-9 GSK-3
(panel a1, upper panel) were determined, byWestern blots, in 6- and 18-month-oldWT and PS1APP hippocampi. TheWestern blots were then reprobed for
total GSK-3 (a1, lower panel). In these experiments, 10g of proteins fromWT and PS1APPmice were electrophoresed in parallel, using different distribu-
tions. In each gel, a minimum of three WT and three PS1APP samples were run together. The experiment was repeated three times using different sample
combinations. Quantitative analysis of the Western blots is shown in panel a2. The Western blots were scanned, and the ratio between phosphorylated/total
expression was calculated. In each experiment, the phosphorylation/total ratio was normalized by 6-month-old WT value. The total protein loading was also
tested by anti--actin antibody (data not shown). B, hippocampal (CA1) light microscopy images of phospho-Ser-9-GSK-3 immunohistochemistry from 6-
(panels b1 and b2) and 18-month-old (panels b3 and b4) WT (panels b1 and b3) and PS1APP (panels b2 and b4) mice. For these experiments, serial sections of
6- and 18 month-old WT and PS1APP brains were processed in parallel. Thus, both WT and PS1APP slices were equally developed. The image shown is
representative of four differentWT and PS1APPmice. Insets showhighermagnifications of stratumpyramidale.C, expression of different bcl-2 family protein
mRNAs was analyzed by quantitative RT-PCR. In each case, the results (n 7) were corrected by the GAPDH expression and normalized by 6-month-old WT
mice.D, total and phosphorylated-catenin levels were assessed byWestern blots (panel d1). Quantitative data are shown in panel d2. As shown, the total and
phosphorylated-catenin increased in samples from 6-month-old PS1APP, and there was a dramatic decrease in both levels in samples from 18-month-old
PS1APP mice. Furthermore, the phosphorylated/total ratio also increased at this old age. Significance difference between the different samples was deter-
mined by analysis of variance followed by Tukey test. so, stratum oriens; sp, stratum pyramidale. Scale bars, 50 m.
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least the IGF-1 and/or insulin receptors. In fact, both receptors
were activated (Tyr-phosphorylated) in the presence of these
soluble extracts. The activation of the Akt and phosphorylation
of GSK-3 were specific for the factors present in PS1APP
mice because the addition of a similar amount of soluble pro-
teins from WT or PS1 transgenic mice (data not shown) was
devoid of any effect.
In parallel experiments, we have also tested the effect of sol-
uble extracts from 18-month-old PS1APPmice (Fig. 2,A and
C). In contrast to that observed using young PS1APP,
18-month-derived soluble fraction did not induce the phos-
phorylation ofAkt-GSK-3 in serum-deprived cultures. In fact,
a small inhibition, over control values, was observed (Fig. 2C).
The soluble extracts from18-month-oldWTmice displayed no
intrinsic effect.
The possible inhibitory action of the soluble fractions from
aged transgenic mice was tested by analyzing their effect on the
serum-stimulated Akt-GSK-3 phosphorylation. As shown
(Fig. 2B), the treatment of N2a cells with fractions derived from
18-month-old PS1APPmice produced a practically complete
inhibition of the serum-induced GSK-3 phosphorylation (see
also Fig. 2C). This inhibition was paralleled by a decrease in
Akt473 and Akt308 phosphorylation and was also paralleled by
a decrease in the Tyr phosphorylation of IGF-1R and insulin
receptor. The soluble fractions from agedWT or PS1 (data not
shown) mice showed no apparent effect.
In addition, we have also examined the effect of 6- and
18-month-derived soluble fractions on neuronal survival
assays. For these experiments, primary neurons were subjected
to deprivation and supplemented with 6- or 18-month soluble
fractions. As expected (see supplemental Fig. 1), the soluble
extract from 6-month-old PS1APP avoided the decrease in
neuronal survival due to growth factor deprivation. As also
expected, the soluble fraction from 18 months did not protect
or even produce a small decrease on the neuronal survival. In
this sense, we also tested the possible neurotoxic effect of these
18-month PS1APP-soluble fractions. After 24 h of incuba-
tion, in the presence of B27 supplement, these soluble fractions
produced a significant decrease in the neuronal survival
(100.0 7.7% versus 80.19 2.6%, n 3; p 0.05). The WT-
derived soluble fractions displayed no intrinsic effect. These
data demonstrated that soluble factors present exclusively in
PS1APP-derived brain fractions modulated (positively or
negatively) theGSK-3 phosphorylation and neuronal survival.
Characterization of APP-derived Fragments from Young and
Aged PS1APPMice—Asmentioned above, APP-derived pro-
teins could modulate the GSK-3 phosphorylation. In conse-
quence, we have next analyzed, byWestern blots using themAb
6E10 (Fig. 3A), the presence of APP-derived soluble fragments
in these fractions. As shown, the soluble fractions from
6-month-old PS1APP mice exhibited a single specific (as
compared with WT) band of high apparent molecular weight
FIGURE2.Soluble fractions, derived from6-or 18-month-oldPS1APPmice, produced the stimulationor inhibitionofAkt-GSK-3phosphorylation.
A,N2a cultures were serum-deprived for 12 h and treated with 50g of soluble proteins derived from young (6months) or old (18months) WT and PS1APP
mice. After treatment, the phosphorylation levels of GSK-3 (Ser-9), Akt (Ser-473 or Thr-308), IGF-1R (phospho-Tyr-1135/1136), or IR (phospho-Tyr-1150/1151)
were determined by Western blots. As shown, the S1 fractions from 6-month-old PS1APP produced a clear induction of the phosphorylation levels of all
protein tested. B, possible inhibitory effect of 18-month-old PS1APP S1 fractions (50g of protein) was assessed in serum-stimulated Akt-GSK-3 pathways.
For each condition, two culture wells were treated in parallel, and the experiments were repeated at least three times. C, quantitative analysis of experiments
shown inA and B. The results aremean S.D. of three independent experiments. Datawere normalized by negative controls (C). Negative (C) and positive
(C) controls represented control experiments in the absence (12 h) or presence of serum, respectively. The protein loading was tested by total GSK-3 and
-actin.
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(Fig. 3A). Interestingly, no monomeric A was detected by this
assay, even after longer exposures (data not shown). Because
mAb 6E10 recognized both A peptides and sAPP, we
retested the Western blots using an anti-sAPP antibody. As
shown (Fig. 3B), a band of similar relative molecular weight
(Mr) was also observed with this antibody. Therefore, sAPP
was the predominant APP-derived fragment (detected with
6E10) in young PS1APP mouse hippocampi.
However, the analysis of the soluble fractions from
18-month-old PS1APPmouse hippocampi demonstrated the
presence of several oligomeric A forms. Based on the calcu-
lated Mr (24, 50, and 60–70 kDa), these A oligomers were
compatible with the presence of 6- and 12–16-mer, SDS-resis-
tant aggregates. As expected, these oligomers were immunopo-
sitive for A11 and Nu-1 antibodies in dot blots (data not shown
but see Ref. 26). It is also interesting the absence of monomeric
A in these fractions. It is of note that the presence of a rela-
tively abundant band localized in the high molecular weight
range. This band probably corresponded to a different highly
aggregated A oligomer because, as probed by Western blots
using anti-sAPP antibody, this soluble fragment did not
increase in aged PS1APP mice (see Fig. 2B).
To further characterize theseA oligomers, we used the con-
formation-dependent anti-oligomeric A11 antibody in immu-
noprecipitation assays. As shown (Fig. 3C), three different high
molecular weight A oligomers (50, 60–70, and 90–100 kDa)
were immunoprecipitated by A11 antibody. The 24-kDa olig-
omer was occluded by the presence of a prominent band corre-
sponding to the protein G-Sepharose. This putative 6-mer
oligomerwas clearly visualized usingA11-proteinA-Sepharose
immunocomplexes (data not shown but see below). Further-
more, as expected, A11 antibody did not immunoprecipitate
the sAPP (Fig. 3C).
To better resolve these relatively high molecular weight A
oligomers, the A11-immunoprecipitated proteins were also
analyzed in 12% Tris glycine gels (Fig. 3D). As shown, at least
five different putative A oligomers (detected by 6E10) of 24,
47, 57, 90, and 96 kDa were identified in these experiments. As
also shown, the sAPP (110-kDa band), present in the soluble
fraction, was not immunoprecipitated by A11. Therefore, the
aggregated forms presented in the soluble fractions from
18-month-old PS1APP mice were compatible with the pres-
ence of A oligomers of 6-, 10-, 12-, 20- and 22-mers.
Opposite Actions of Synthetic sAPP (Stimulation) and
ADDLs (Inhibition) on the Akt Prosurvival Pathway—Based on
the observed soluble fraction composition, we next character-
ized the effect of synthetic sAPP and A oligomers on the
Akt-GSK-3 phosphorylation (Fig. 4) using N2a cell cultures.
The soluble APP (Fig. 4A, panel a1, and quantitatively in
panel a2) produced a dose-dependent increase in the phos-
phorylation levels of Ser-9 GSK-3 and Akt (at Thr-308 and
Ser-473 residues), whereas the soluble APP, probed in parallel
experiments, produced no effect in this in vitro phosphoryla-
tion assay (Fig. 4A, panel a2). Interestingly, the sAPP dis-
played a quite high potency in the low nanomolar range
(EC50  2.30  0.93 nM, n  4; Fig. 4A, panel a2) coincident
with the estimated concentration (byWestern blots using com-
mercial sAPP as standard) of the sAPP in the soluble fraction
of the 6-month-old PS1APPmice (19.9 4.11 nM). This stim-
ulatory effectwas also replicated using primary cortical cultures
(supplemental Fig. 3A). As expected, sAPP seemed to exert its
effect acting through IGF-1R and insulin receptor (see Fig. 4A,
panel a1) and, in consequence, was inhibited by LY294002,
AG1024, and picropodophyllin (supplemental Fig. 2A).
These data indicated that in this in vitro model the sAPP
behaved like an agonist, acting at least through IGF-1R and
insulin receptors, activating the PI3K/Akt pathway and, in con-
sequence, phosphorylating and inhibiting the GSK-3 activity.
FIGURE 3. A oligomeric forms in soluble extracts from 18-month
PS1APP. A, S1 fractions from 6 month-old WT and PS1APP or 18-month
PS1APP were first analyzed by Western blot (16% SDS-Tris-Tricine-PAGE)
usingmAb 6E10. Results showed an age-dependent increase of soluble SDS-
resistant oligomeric species of approximately 24, 50, 60, and 90 kDa in
PS1APP animals. No significant amounts of mono-, di-, or trimers were
detected under these experimental conditions. B, Western blots (WB) were
re-tested using anti-sAPP antibody. Only a high molecular weight specific
band (90 kDa) was observed. No significant (NS) age-dependent changes
could be appreciated in this band. C, immunoprecipitation (I.P.) experiments
using A11 antibody were addressed for selective recognition of the A oli-
gomers in 18-month PS1APP-soluble extracts. The S1 fractions obtained
from18-month-oldWTor PS1APPwere incubatedwith A11-proteinG-Sep-
harose immunocomplexes and analyzed by 16% SDS-Tris-Tricine-PAGE and
Western blots using 6E10. As shown, the pattern of immunoisolated A oli-
gomers was similar to that observed in the crude S1 fraction. Anti-sAPP
antibody displayed no specific staining in these immunoprecipitated sam-
ples. D, A11 immunoisolated oligomers were resolved using 12%-SDS-Tris
glycine-PAGE and blotted as in C. Using this approach, at least five different
A oligomeric forms were identified. Western blots are representative of at
least four replicated experiments with similar results.
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In addition, saturating concentrations of sAPPpromotedneu-
ronal survival in a deprivation assay (supplemental Fig. 2B).
Aiming to test the possible inhibitory effect of oligomericA,
we have used synthetic A oligomers (ADDLs) (41). Similar to
natural A oligomers, the synthetic ADDLs displayed no
intrinsic effect in the absence of serum (data not shown). Also
similar to natural oligomers, in the presence of serum, ADDLs
displayed a dose-dependent inhibition of the GSK-3 phos-
phorylation (Fig. 4B, panel b1) with a calculated IC50 of 0.21
0.10 M (n 4) (Fig. 4B, panel b2). As expected from our pre-
vious data, this inhibitory effect was paralleled by an inhibition
of the serum-stimulated Akt activation (pAkt473 and -308)
(Fig. 4B, panel b1). This inhibitory effect was also replicated in
primary neuronal cultures (supplemental Fig. 3B).
In addition, we have tested the possible neuroprotective
effect of sAPP and 6-month PS1APP-soluble fractions on
ADDL (2 M) toxicity (supplemental Fig. 3C). As shown, the
sAPP and 6-month PS1APP soluble fractions avoided (par-
tially and fully, respectively) the ADDL-induced neuronal
toxicity.
Based on these observations, we postulated that if the stim-
ulation (at 6 months) or inhibition (18 months) of the Akt-
FIGURE 4. Synthetic sAPP andAoligomers (ADDLs) stimulatedor inhibited theAkt-GSK-3phosphorylation inN2a cultures.A, sAPP activated the
IGF-1R/IR Akt GSK-3 pathway. Serum-deprived N2a cultures were treated with increasing concentrations of synthetic sAPP or sAPP (data not shown), and
the phosphorylations of Ser-9 GSK-3, Akt (473 and 308), IGF-1R (Tyr-1135/1136), and IR (Tyr-1150/1151) were analyzed byWestern blots (panel a1). Panel a2,
quantitative analysis ofWesternblots normalizedbynegative control (C).B, inhibitory effect of increased concentrations of ADDLs onAkt-GSK-3phosphor-
ylation was assessed in N2a maintained in the presence of serum. Western blots (panel b1) and quantitative analysis of the data (panel b2) are illustrated.
C, immunodepletion experiments. The S1 fractions, derived from6- (panel c1) or 18-month-old (panel c2) PS1APPmice,were immunodepleted using 6E10 or
A11, and the samples were tested for stimulation experiments (as above) in the absence (panel c1) or presence of serum (panel c2). Panel c3, quantitative
analysis of the Western blots. Data were normalized by the corresponding negative control and are means S.D. of three independent experiments. Data
(mean S.D.) presented in panels a2 and b2were fitted to a logistic four-parameter equation as described previously (34, 62). The protein loading was tested
by total GSK-3 and -actin.
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GSK-3 phosphorylation was indeed mediated by sAPP, at 6
months, or A oligomers, at 18 months, their effect should be
avoided by immunodepletion using 6E10 (for sAPP) or A11
(for A oligomers). Therefore, we tested the stimulation or
inhibition of Akt-GSK-3 phosphorylation after three sequen-
tial immunodepletions of the soluble fractions with either 6E10
(for 6 months) or A11 (18 months). The results are shown in
Fig. 4C (and quantitatively in Fig. 4C, panel c3). As expected,
after immunodepletionwith 6E10, the stimulatory action of the
6-month-derived fractions was completely avoided (Fig. 4C,
panel c1). Neither GSK-3 nor Akt 473/308 was phosphory-
lated after 6E10 immunodepletion. Conversely, the inhibitory
effect of the 18-month-derived fraction was completely
reversed by A11 immunodepletion (Fig. 4C, panel c2). As
shown, the serum-induced GSK-3 and Akt473/308 phos-
phorylation was almost completely re-established after A11
treatment.
Therefore, at young ages in our PS1APP model, the pro-
duction of sAPP determined the activation of Akt and the
phosphorylation of Ser-9-GSK-3 (throughout at least IGF-1
and/or insulin receptors), whereas the age-dependent appear-
ance of soluble oligomeric forms of A determined the inhibi-
tion of this pro-survival pathway.
Synthetic A Oligomers Inhibit the Activation of Prosurvival
Receptors—Because of the relevance of the inhibition of the
pro-survival pathways in the development of AD, we have fur-
ther evaluated the inhibitory properties of the oligomeric A
using in vitro assays. It has been suggested that A oligomers
could inhibit the prosurvival Akt-GSK-3 phosphorylation by
direct interaction with at least insulin receptors (42) and/or
produced insulin resistance (27, 43). To ascertain the possible
specificity in the ADDL inhibition, we determined the effect of
two different concentrations of ADDLs (0.2 and 2 M) on the
stimulatory effect of IGF-1, insulin, BDNF, NGF, and sAPP
(Fig. 5A, panels a1 and a2). As expected, the addition of the
different factors produced the phosphorylation of the GSK-3,
demonstrating the presence of functional receptors in the N2a
cells. As also shown in Fig. 5A, ADDLs inhibited the induced
GSK-3 phosphorylation for all factors tested. Importantly, the
effect of ADDLs displayed a clear selectivity on the inhibitory
action. As shown, the NGF stimulation of GSK-3 phosphory-
lation seemed to be preferentially inhibited. In fact, 0.2 M
ADDLs completely blocked the NGF stimulation. In contrast,
BDNF stimulation displayed low sensitivity to the ADDL effect.
Only a minor inhibition could be observed at the highest dose
used (2 M). Insulin, IGF-1. and sAPP presented intermedi-
ated sensitivity.
This selectivity could indicate that ADDLs might interact
directly with the different trophic receptors. Theoretically, if
both ligands exert their action through the same receptor, the
ADDL inhibition should be reverted by increasing the trophic
factor concentration. In fact, the inhibitory effect of submaxi-
mal doses of ADDLs (20 nM) was totally reverted by increasing
concentrations of NGF (Fig. 5B, panels b2 and b2). Similar
results were observed using IGF-1 or insulin (data not shown).
Based on these data, we cannot discriminate between a direct
inhibition or a negative allosteric effect of ADDLs. However,
these data indicated that the inhibitory action of A oligomers
was, at least in part, mediated by a direct interaction with dif-
ferent prosurvival receptors. In fact, ADDLs inhibited the Tyr
phosphorylation of IGF-1, insulin, and Trk-A receptors (sup-
plemental Fig. 4). The results indicated that for all three recep-
tors the addition of ADDLs prevented the Tyr phosphorylation
and, consequently, the receptor activation. This effect was par-
ticularly evident for IGF-1R. Therefore, the ADDLs seemed to
be acting primordially at the activation level of the different
receptors tested.
DISCUSSION
Multiple APP-based transgenic mouse models have been
developed to evaluate the neurological deficiencies observed in
AD. However, none of them displayed all pathological signs of
the disease. The most relevant discrepancies between AD and
the transgenic models were the absence of Tau phosphoryla-
tion and late, if any, neuronal degeneration, even in the pres-
ence of large A accumulation since early ages. This apparent
age-dependent neuroprotective/neurodegenerative status has
not yet been fully addressed. Here, using in vivo and in vitro
assays, we demonstrated the following. 1) sAPP acting
through IGF-1R and insulin receptors activated the prosurvival
PI3K-Akt-GSK-3 pathway, which might explain the lack of
neuronal death inmost transgenicmodels at early/middle ages.
2) The age-dependent increase in solubleA oligomers blocked
the neurotrophin (including sAPP)-mediated prosurvival
pathway, explaining the observed late neuronal vulnerability.
It has been postulated that GSK-3 activity might exert a
central role in the development of AD. GSK-3 activity was
implicated in Tau phosphorylation, APP processing, A pro-
duction, and neurodegeneration (15). Overexpression of
GSK-3 in a conditional transgenic model produced Tau
hyperphosphorylation and neuronal death (16, 44). Further-
more, pharmacological inhibition of the GSK-3 activity by
lithium decreased A production and plaque accumulation
(45), improved performance in memory tests, preserved the
dendritic structure, and reduced the Tau-dependent pathology
in AD tg models (46, 47).
Therefore, in this study we have first determined the Ser-9
phosphorylation levels in young/middle (6 months) and aged
(18 months) PS1APP mice, before and after pyramidal cell
neurodegeneration in hippocampus, respectively (26). Accord-
ingly, with a putative neuroprotective environment at early/
middle ages, young PS1APP mice displayed significantly
higher levels of neuronal GSK-3 Ser-9 phosphorylation, sug-
gesting a decreased activity of this enzyme. Also, we have
observed an increased expression of the anti-apoptotic Bcl-2
protein (38) and the increase in the -catenin protein. These
data could indicate the presence of increased levels of neurotro-
phins in this tg model. However, except for IGF-1, which was
locally increased around theA plaques (although its total con-
centration decreased in 6- and 18-month PS1APP mice,
results not shown), none of the growth factors analyzed were
modified in our transgenic model (data not shown). On the
contrary, we demonstrated that soluble fractions derived from
6-month-old PS1APP, and not fromWTor PS1, activated the
IGF-1R/IR-Akt pathway, phosphorylated the GSK-3, and in
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consequence, promoted the neuronal survival in primary
cultures.
Within the different APP-derived fragments, both soluble
APP and - (data not shown) were the predominant APP pep-
tides identified in the tg-soluble fractions. Although the mono-
meric A could also produce a similar effect (data not shown)
(40), no significant amounts ofmonomeric Awere detected in
6-month-derived soluble extracts.
The implication of sAPP in the activation of the Akt pro-
survival pathway was further demonstrated in vitro, using syn-
thetic sAPP. The sAPP produced a dose-dependent activa-
tion of the Akt-GSK-3 pathway that was inhibited by
LY294002, AG1024, and picropodophyllin andmediated by the
activation of, in this in vitro assay, IGF-1 and insulin receptors.
Moreover, the effect of 6-month-old PS1APP brain-derived
fractions was completely avoided by immunodepletion experi-
ments using 6E10. Furthermore, the estimated sAPP concen-
tration in the soluble fractions (20 nM) was in the range of the
calculated EC50 for synthetic sAPP (2.3 nM). Interestingly, the
sAPP fragment displayed no intrinsic activity in this in vitro
model. To the best of our knowledge, this is the first time that
the effect of sAPP on Akt-GSK-3 pathway has been directly
demonstrated.
The present data cannot demonstrate, in vivo, a direct cause-
effect relationship between the presence of sAPP andGSK-3
phosphorylation. However, we might postulate that, in our
model, the overexpression of the tg APP produced increased
amounts of sAPP and, because of its agonist-like effect on the
prosurvival receptors, could to some extent delay the A
pathology. In fact, although the increase in GSK-3 phosphor-
ylation was not observed in all APP-based tgmodels (48, 49), all
models exhibited a considerable delay between the A deposi-
FIGURE 5. Synthetic A oligomers (ADDLs) competed with different neurotrophins for the stimulation of Ser-9 GSK-3 phosphorylation. A, for
competition experiments, the Ser-9 GSK-3 phosphorylation was stimulated by a fixed concentration of different neurotrophins and 0.2 or 2M ADDLs. After
treatment, the Ser-9 GSK-3 phosphorylation was determined by Western blots (panel a1) and quantitatively (panel a2) after normalization by negative
controls.B, inhibitory effect of ADDLs, at submaximal doses (20nM)was revertedby increasing the concentrationof different neurotrophins, such asNGF, IGF-1
or insulin. In these experiments, N2a cells were treatedwith different concentrations of each neurotrophin in the absence (data not shown) or presence (panel
b1) of ADDLs. After Western blots, the GSK-3 phosphorylation was quantitatively analyzed (panel b2) and normalized by negative controls. C, negative
control; C, positive control.
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tion and the appearance of neuronal pathology (if any). Thus,
data presented in this work add a new connection betweenAPP
metabolism andGSK-3 regulation that could explain the slow
pathological progression, observed in all transgenic models,
and also the decrease in tauopathy6 and increased survival of
somebigenicAPP-Taumodels (50).Moreover, the activation of
the-secretase activity, with a parallel increase in sAPP secre-
tion, could constitute a novel therapeutic approach in AD (51).
In addition, we have also demonstrated the inhibitory effect
of natural oligomeric forms of A on theAkt-GSK-3 pathway.
It should be noted the presence of five different soluble, SDS-
resistant A oligomers of 24, 47, 57, 90, and 96 kDa in the
18-month PS1APP brain-derived fractions. The identity of
these A oligomeric peptides was confirmed using the poly-
clonal anti-oligomeric antibody A11 in immunoprecipitation
experiments, followed by Western blots using 6E10. These
results confirmed our previous data using this tg model (26 and
also see Refs. 20, 23).
We observed a clear inhibition of Akt phosphorylation when
N2a cells were treated with soluble fractions derived from
18-month-old PS1APP tg mice (see also Ref. 52). This inhibi-
tion seemed to be mediated by a direct effect on trophic recep-
tors because activation (Tyr phosphorylation) of at least IGF-1
and insulin receptors was inhibited by the addition of these
soluble fractions. Furthermore, this inhibitory effect was exclu-
sively due to the presence of A oligomers, because the immu-
nodepletion of A oligomers, using A11, completely reversed
the inhibitory effect. Thus, the age-dependent appearance of
extracellular A oligomers could inhibit the Akt-GSK-3 pro-
survival pathway. This inhibitory effect was consistent with the
age-dependent decrease in the Ser-9-GSK-3 phosphorylation,
the increase in phosphorylatedTau (results not shown), and the
-catenin hyperphosphorylation and degradation observed in
hippocampal samples from 18-month-old PS1APP mice. In
addition, as we recently reported, the presence of extracellular
A oligomers determined the potential cytotoxic microglial
activation, coincidentally with CA1 pyramidal cell loss (26).
Those data, together with the present observations, demon-
strated that accumulation of extracellular A oligomers deter-
mined the inhibition of the prosurvival pathways coincidentally
with the activation of a potentially cytotoxic inflammatory
response. Both actions could indeed create the appropriate
environment to induce the observed neuronal death.
Our data also indicated that ADDLs could exert their inhib-
itory action by a direct effect on the different trophic receptors.
This assessment was based on the following: (i) the higher
ADDL selectivity for NGF than for BDNF, and (ii) the reversion
of the inhibitory effect by increasing concentrations of the neu-
rotrophin (NGF, insulin, or IGF-1). A possible direct effect of
A oligomers and IR has been also suggested previously (27,
42). However, we cannot discard that ADDLs might also exert
an inhibitory action by a different mechanism. In this sense, it
has been suggested that ADDLs, acting on other different
receptors such as N-methyl-D-aspartic acid or p75NTR (53–
55), could reduce or even inhibit the insulin response (27, 43)
through Akt473 phosphorylation with no activation of the
pathway. However, in our in vitro system, the phosphorylation
of Akt473 always paralleled Akt308 and GSK-3 Ser-9, even
using primary neuronal cultures (data not shown). We do not
know the origin of this disagreement; however, in our in vitro
assays, the cells were incubated with ADDLs for a short time
(20–30 min) in order to minimize the possible cellular death.
Thus, it is possible that longer ADDL treatment was required.
Concerning the possible physiological relevance of our
observations, it should be mentioned that chronic decrease in
the trophic signaling, such as NGF, could be implicated in AD
development (7, 56, 57). In this sense, the selective inhibitory
effect of A oligomers (NGF 	 IGF-1  insulin 	 BDNF)
might contribute to this decreased signal and, in consequence,
be implicated in the preferential vulnerability of the cholinergic
system observed in AD. It has also been demonstrated that A
oligomers could directly bind to p75NTR (55, 58) producing the
formation of neuritic dystrophies (also observed in our model)
(30, 59, 60) and the activation of c-Jun kinases mediating cell
degeneration (61). Thus, the appearance of A oligomers could
actively decrease the trophic support, interacting with trophic
receptors (this work), and/or increase the toxic signaling acti-
vating death receptors such as p75NTR.
In summary, our data demonstrated that the presence of sol-
uble factors in PS1APP mice modulated the GSK-3 Ser-9
phosphorylation. In young tg mice, sAPP, acting at least
through IGF-1R and IR, determined the activation of Akt-
GSK-3 phosphorylation pathway. The activation of this path-
way, classically assigned as pro-survival, could influence the
limited Tau phosphorylation and neuronal degeneration
observed in most tg models. At relatively late ages (18
months), the presence of multiple A oligomeric forms
determined the inhibition of the signal of all neurotrophins
tested. The effect of A oligomers might be mediated by
interaction with the different receptors, although a different
and more complex action cannot be discarded. This in vitro
inhibition of the prosurvival signal was also supported with
in vivo data, demonstrating a decrease in GSK-3 Ser-9
phosphorylation and an increase in AT100 immunoreactiv-
ity. Revealing the prosurvival pathways used by the different
vulnerable neuronal subsets will provide further insights
into the molecular mechanisms of AD pathogenesis.
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Abstract Dystrophic neurites associated with amyloid
plaques precede neuronal death and manifest early in
Alzheimer’s disease (AD). In this work we have charac-
terized the plaque-associated neuritic pathology in the
hippocampus of young (4- to 6-month-old) PS1M146L/
APP751SL mice model, as the initial degenerative process
underlying functional disturbance prior to neuronal loss.
Neuritic plaques accounted for almost all fibrillar deposits
and an axonal origin of the dystrophies was demonstrated.
The early induction of autophagy pathology was evidenced
by increased protein levels of the autophagosome marker
LC3 that was localized in the axonal dystrophies, and by
electron microscopic identification of numerous autophagic
vesicles filling and causing the axonal swellings. Early
neuritic cytoskeletal defects determined by the presence of
phosphorylated tau (AT8-positive) and actin–cofilin rods
along with decreased levels of kinesin-1 and dynein motor
proteins could be responsible for this extensive vesicle
accumulation within dystrophic neurites. Although micro-
somal Ab oligomers were identified, the presence of
A11-immunopositive Ab plaques also suggested a direct role
of plaque-associated Ab oligomers in defective axonal
transport and disease progression. Most importantly, pre-
synaptic terminals morphologically disrupted by abnormal
autophagic vesicle buildup were identified ultrastructurally
and further supported by synaptosome isolation. Finally,
these early abnormalities in axonal and presynaptic struc-
tures might represent the morphological substrate of
hippocampal dysfunction preceding synaptic and neuronal
loss and could significantly contribute to AD pathology in the
preclinical stages.
Keywords PS1/APP transgenic mice 
Dystrophic neurites  Electron microscopy  LC3 
Amyloid plaques  Presynaptic terminals
Introduction
Alzheimer’s disease (AD) gradually damages the function
and structure of particularly vulnerable brain areas, as those
used for memory and cognition. Accumulation of aggre-
gated proteins at the extracellular (amyloid-beta, Ab) and
intracellular (hyperphosphorylated tau) levels is one of the
major abnormalities found in the brain of AD patients
(revised in [13, 26, 50]). Another key pathological feature,
that defines this disease, is the early appearance of amyloid
R. Sanchez-Varo  L. Trujillo-Estrada  E. Sanchez-Mejias 
D. Baglietto-Vargas  I. Moreno-Gonzalez  V. De Castro 
J. C. Davila  A. J. Jimenez  A. Gutierrez (&)
Dpto. Biologı´a Celular, Gene´tica y Fisiologı´a, Facultad de
Ciencias, Universidad de Ma´laga, Campus de Teatinos,
29071 Ma´laga, Spain
e-mail: agutierrez@uma.es
M. Torres  S. Jimenez  D. Ruano  M. Vizuete  J. Vitorica
Dpto. Bioquı´mica y Biologı´a Molecular, Facultad de Farmacia,
Universidad de Sevilla, Seville, Spain
J. M. Garcia-Verdugo
Laboratorio de Morfologı´a Celular, Unidad Mixta Centro de
Investigacio´n Prı´ncipe Felipe-UVEG, Valencia, Spain
R. Sanchez-Varo  L. Trujillo-Estrada  E. Sanchez-Mejias 
M. Torres  D. Baglietto-Vargas  I. Moreno-Gonzalez 
V. De Castro  S. Jimenez  D. Ruano  M. Vizuete 
J. C. Davila  J. M. Garcia-Verdugo  J. Vitorica  A. Gutierrez
Centro de Investigacio´n Biome´dica en Red sobre Enfermedades
Neurodegenerativas (CIBERNED), Madrid, Spain
M. Torres  S. Jimenez  D. Ruano  M. Vizuete  J. Vitorica
Instituto de Biomedicina de Sevilla (IBiS)-Hospital Universitario
Virgen del Rocı´o/CSIC/Universidad de Sevilla, Seville, Spain
123
Acta Neuropathol (2012) 123:53–70
DOI 10.1007/s00401-011-0896-x
plaque-associated neuritic changes in the form of dystro-
phic neurites, together with a selective loss of connections
and neuronal groups. Dystrophic neurites, defined as
thickened or irregular neuronal processes, are considered to
be an expression of a widespread alteration of the neuronal
cytoskeleton. In AD, dystrophic axons are particularly
abundant in the hippocampal fiber systems originating
from the subiculum, CA1, and the entorhinal cortex [57].
Synaptic loss in both the neocortex and the hippocampus is,
so far, the best pathological correlate of early cognitive
decline [19, 41, 52–54, 59, 61]. The initial neuritic
degenerative changes may represent an early manifestation
of axonal damage that precede the appearance of synaptic
loss and, therefore, a promising disease-modifying mor-
phological target for early intervention strategies to reverse
the damage and rescue the deteriorating neurons. Sup-
porting the idea that these changes could be potentially
reversible, a recent study has reported that dystrophic
axons surrounding amyloid plaques remain connected
to viable neuronal bodies over a relatively long period of
time [1].
The expression of the human amyloid precursor protein
(APP) with single or double mutations in transgenic mouse
lines leads to the formation of neuritic plaques with clusters
of dystrophic neurites and glial recruitment that resembles
the amyloid pathology seen in AD brains [4, 28]. After
plaque formation, neuritic abnormalities progressively
develop as shown by in vivo multiphoton imaging in an
AD model [42]; however, the cellular dysfunction under-
lying the neuritic pathology is not well understood.
Numerous autophagic vacuoles accumulate within dystro-
phic neurites in the brains of humans with AD and AD
models [46, 47, 66] and several lines of investigation
support the notion that defects in the autophagy process, a
cellular catabolic mechanism essential for the degradation
of aggregated proteins and organelles, significantly con-
tributes to AD pathogenesis [11, 37, 46, 48]. Interestingly,
it has been reported that autophagic compartments partic-
ipate in APP processing and Ab peptides production [65,
66] suggesting a possible causal relationship between pla-
que formation and neuritic dystrophy. Remarkably,
restoring the intracellular autophagy pathway ameliorates
disease progression and cognition deficits in a transgenic
model [65] proving the potential therapeutic value of
autophagy induction in early stages of the disease for
neuronal function recovery.
Here, in this work, we have characterized the morpho-
logical and subcellular abnormalities associated with
dystrophic neurites around plaques in the hippocampus of
our PS1/APP model at 4–6 months of age. Such neuritic
abnormalities may result in defects in maintaining axonal
and synaptic terminals structure and function. As we have
reported previously, this bigenic model reproduces major
amyloid-induced pathogenic steps seen in humans. The most
relevant feature of our model is that, unlike many other
transgenic mice in which neuronal loss is not observed, the
selective neurodegenerative phenotype with specific subsets
of interneurons and pyramidal neurons is affected in hippo-
campus and entorhinal cortex, following a regional and
temporal pattern [5, 29, 44, 51]. This neuronal loss was found
to be associated with a neurotoxic inflammatory response
induced by soluble oligomeric Ab peptides [29]. A better
understanding of the pathological basis of the neuritic
changes, prior to neuronal loss in this model, will provide
valuable insights into the potential causes of early axonal
damage and synaptic dysfunction and will further improve
the accuracy of preclinical evaluation of novel therapeutic
agents intended to reverse axonal damage.
Materials and methods
Transgenic mice
The generation and characterization of PS1/APP transgenic
(tg) mice has been reported previously [5, 10, 12, 29, 30,
44, 51]. These double transgenic mice (C57BL/6 back-
ground) were obtained by crossing homozygotic
PS1M146L transgenic mice with heterozygotic Thy1-
APP751SL (Swedish: K670N, M671L and London: V717I
FAD mutations) mice (Charles River, France). Mice rep-
resented F6–F10 offspring of heterozygous transgenic
mice. Non-transgenic mice of the same genetic background
and ages were used as controls. All animal experiments
were carried out in accordance with the European Union
regulations and approved by the committee of animal use
for research at Malaga University.
Antibodies
The following primary antibodies were used in this study:
anti-human amyloid precursor protein (hAPP) rabbit
polyclonal (1:20,000, Sigma A8717); anti-Ab (clone 6E10)
mouse monoclonal (1:5,000, Sigma A1474); anti-oligomer
A11 (recognizes Ab42 oligomers but not monomers or
fibrils) rabbit polyclonal (1:500; Millipore AB9234); anti-
Ab42 rabbit polyclonal (1:40; Biosource 44-344); anti-
phospho-PHF-tau pSer202/Thr205 mouse monoclonal
(clone AT8) (1:500; Pierce MN1020); anti-cofilin rabbit
polyclonal (1:2,000, Cytoskeleton ACFLO2); anti-micro-
tubule-associated protein 1 light chain 3 (LC3) goat
polyclonal (1:1,000; Santa Cruz Biotechnology Sc16755);
anti-neurofilament 150 kDa rabbit polyclonal (1:5,000;
Millipore AB1981); anti-microtubule-associated protein 2
(MAP-2); rabbit polyclonal (1:5,000; Chemicon Ab5622);
anti-synaptophysin rabbit polyclonal (1:1,000; Abcam
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ab14692); anti-vesicular GABA transporter (VGAT) gui-
nea pig polyclonal (1:5,000; Calbiochem 676780); anti-
vesicular glutamate transporter (VGLUT1) guinea pig
polyclonal (1:10,000; Millipore AB5905); anti-human Ab,
N terminus (clone 82E1) mouse monoclonal (1:1,000, IBL
10323); anti-kinesin heavy chain (clone KN-01) mouse
monoclonal (1:1,000, Abcam AB9097); anti-dynein,
74 kDa (clone 74.1) mouse monoclonal (1:1,000, Millipore
MAB1618).
Tissue preparation
After deep anesthesia with sodium pentobarbital (60 mg/
kg), 2-, 4- and 6-month-old control (WT), PS1 and PS1/
APP tg mice were perfused transcardially with 0.1 M
phosphate buffered saline (PBS), pH 7.4 followed by 4%
paraformaldehyde, 75 mM lysine, 10 mM sodium me-
taperiodate in 0.1 M phosphate buffer (PB), pH 7.4. Brains
were then removed, post-fixed overnight in the same fixa-
tive at 4C, cryoprotected in 30% sucrose, sectioned at
40 lm thickness in the coronal plane on a freezing
microtome and serially collected in wells containing cold
PBS and 0.02% sodium azide.
For electronic microscopy, 4.5-month-old PS1/APP tg
mice were perfused transcardially with 0.1 M phosphate
buffered saline (PBS)/1% heparin, pH 7.4 followed by 2.5%
glutaraldehyde–2% paraformaldehyde in 0.1 M phosphate
buffer (PB), pH 7.4. After being removed, the brains were
post-fixed in the same fixative overnight at 4C, washed
several times with PB, sectioned at 50 or 100 lm thickness in
the coronal plane on a vibratome (Leica VT1000M) and
serially collected in wells containing cold PB and 0.02%
sodium azide. Then, the 100-lm sections were fixed in 2%
osmium tetroxide in 0.1 M PB and dehydrated, to be finally
embedded in Araldite (EMS, USA). Tissue blocks were cut
serially into semithin (1.5 lm) with a diamond knife in a
Leica ultramicrotome (EM UC6), placed on slides, stained
with 1% toluidine blue and explored with the light micro-
scope for amyloid plaques. Then, selected areas from
semithins were cut in ultrathin sections. Ultrathin sections
were placed on Formvar-coated grids and stained with uranyl
acetate and lead citrate before being examined with an
electron microscope (FEI Tecnai Spirit, OR, USA).
Light microscopy immunohistochemistry
Serial sections from control (WT) and both tg mice (PS1 and
PS1/APP) were processed in parallel for light microscopy
immunostaining using the same batches of solutions to
minimize variability in immunohistochemical labeling
conditions. Free-floating sections were first treated with 3%
H2O2/10% methanol in PBS, pH 7.4 for 20 min to inhibit
endogenous peroxidases, and with avidin–biotin Blocking
Kit (Vector Labs, Burlingame, CA, USA) for 30 min to
block endogenous avidin, biotin and biotin-binding proteins.
Sections were immunoreacted with one or two of the primary
antibodies over 24 or 48 h at room temperature. The tissue-
bound primary antibody was then detected by incubating for
1 h with the corresponding biotinylated secondary antibody
(1:500 dilution, Vector Laboratories), and then followed by
incubating for 90 min with streptavidin-conjugated horse-
radish peroxidase (Sigma–Aldrich) diluted 1:2,000. The
peroxidase reaction was visualized with 0.05% 3-3-diam-
inobenzidine tetrahydrochloride (DAB, Sigma–Aldrich),
0.03% nickel ammonium sulphate and 0.01% hydrogen
peroxide in PBS. After DAB, sections immunolabeled for
APP, MAP-2, neurofilament or synaptophysin were incu-
bated 3 min in a solution of 20% of Congo red. Sections were
then mounted on gelatine-coated slides, air dried, dehydrated
in graded ethanol, cleared in xylene and coverslipped with
DPX (BDH) mounting medium. Specificity of the immune
reactions was controlled by omitting the primary antisera.
For double immunofluorescence labelings, sections were
first sequentially incubated with the indicated primaries
antibodies followed by the corresponding Alexa488/568
secondary antibodies (1:1,000; Invitrogen). APP-immuno-
labeled sections were stained with 0.02% thioflavine-S in
50 ethanol for 5 min. Sections processed for immunoflu-
orescence were mounted onto gelatin-coated slides,
coverslipped with 0.01 M PBS containing 50% glycerin
and 3% triethylenediamine and then examined under a
confocal laser microscope (Leica SP5 II).
Immunoelectron microscopy
Sections of 50 lm from 4.5-month-old PS1/APP mice were
first washed with PBS and incubated in a 50 mM glycine
solution 10 min in order to increase the antibody-binding
efficiency. Following the standard immunohistochemical
protocol, the tissue was incubated overnight in primary
rabbit polyclonal antibodies anti-hAPP or anti-Ab42 in a
PBS 0.1 M/0.01% Tx-100/1% BSA solution at room tem-
perature. Then, they were washed in PBS, and incubated
with 1.4 nm gold-conjugated secondary antibody goat anti-
rabbit IgG (1:100; Nanoprobes) for one night at room
temperature. After postfixing with 1% glutaraldehyde and
washing with 50 mM sodium citrate, the labeling was
enhanced with the HQ Silver
TM
Kit (Nanoprobes). In neg-
ative control experiments, primary antibody was omitted.
Then, the slices were processed by the standard fixation,
dehydration and embedding steps.
Stereological analysis
Density and size of 6E10-positive amyloid plaques were
obtained by stereology-based quantification in the
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hippocampal formation of PS1/APP at 6 and 18 months of
age (n = 4/age; 5 sections per animal) according to the
optical fractionator method as previously described [44].
Briefly, an Olympus BX61 microscope and the NewCAST
software package (Olympus, Glostrup, Denmark) were
used. In order to obtain the plaque density, the number of
plaques was quantified in five sections through the antero-
posterior extent of the hippocampus and then divided
between the sampled areas. CA1 subfields were defined
using a 109 objective and the number of plaques was
counted using a 409 objective. The number of counting
frames varied with the hippocampal region or subfield
layer analyzed. We used a counting frame of 7,154.7 lm2
with step lengths of 84.58 9 84.58 lm. Neurite and plaque
sizes were estimated by the nucleator application with
isotrophic probes (n = 5 radii). The number of APP-posi-
tive dystrophic neurites per plaque was quantified over
Congo red stained Ab deposits. Each analysis was done by
a single examiner blinded to sample identities.
Total protein extraction and Western blots
The protein pellets, obtained using the TripureTM Isolation
Reagent, were resuspended in 4% SDS and 8 M urea in
40 mM Tris–HCl, pH 7.4 and rotated overnight at room
temperature. The protein content was evaluated using
Lowry.
Western blots were performed as described previously
[12, 29, 51]. Briefly, 10–20 lg of protein from the different
samples were loaded on 16% SDS-Tris-Tricine-PAGE and
transferred to nitrocellulose (Hybond-C Extra, Amersham,
Sweden). After blocking, the membranes were incubated
overnight, at 4C, with the appropriate antibody. The
membranes were then incubated with anti-mouse horse-
radish-peroxidase-conjugated secondary antibody (Dako,
Denmark) at a dilution of 1/8,000. The blots were devel-
oped using the ECL-plus detection method (Amersham,
Sweden). For quantification, the scanned (Epson 3200)
images were analyzed using PCBAS program. In each
experiment, the intensity of bands from WT mice and/or
experimental condition were averaged and considered as 1
relative unit. Data were always normalized by the specific
signal observed in 6-month-old WT group.
Synaptosomes and microsomes preparation, soluble
fractions isolation and immunoprecipitation
The synaptosomal fractions were obtained basically as
described previously [62]. Briefly, the tissue was homog-
enized (using a Dounce homogenizer) in 0.32 M Sucrose,
10 mM Tris–HCl (pH 7.4) buffer (buffer A) containing
complete protease and phosphatase inhibitor cocktails
(Sigma). After homogenization, the crude synaptosomal
fraction (synaptosomes plus mitochondria) was isolated by
two sequential centrifugations (1,5009g, 10 min followed
by 12,5009g, 20 min; at 4C). The crude synaptosomes
were resuspended in 13% (final concentration) Ficoll 400
(in buffer A) and layered on the bottom of a discontinuous
gradient, composed by buffer A and 7% Ficoll (in buffer
A). The gradients were centrifuged at 100,0009g (45 min
at 4C) and the synaptosomes were isolated at the 7.5–13%
interface. After washing (twice with buffer A), the protein
content of the synaptosomal fractions was quantified by
Lowry.
The soluble and microsomal fractions (supernatant and
pellet, respectively) from PS1/APP and WT mice were
obtained after centrifugation at 100,0009g (1 h, 4C) as
described previously [29, 30].
The A11 or 6E10 immunoprecipitation experiments
were also performed as described in detail previously [29,
30]. Since the epitope recognized by A11 was sensitive to
detergents, synaptosomes and microsomes were disturbed
by sonication (4 pulses at 100 W, 30 s at 4C). After
sonication, the synaptosomes and microsomes were cen-
trifuged (30,0009g, 30 min at 4C) and soluble proteins
were used for immunoprecipitation. A11 and 6E10
immunoprecipitation was done using 50 lg of soluble
protein.
Statistical analysis
Data was expressed as mean ± SD. The comparison
between two mice groups (WT and PS1/APP mice or PS1
and PS1/APP tg mice) was done by two-tailed t test, and
for comparing several groups (WT, PS1 and PS1/APP
mice) and ages we used one-way ANOVA, followed by
Bonferroni post hoc multiple comparison test (SigmaStat
2.03, SPSS Inc). For both tests, the significance was set at
95% of confidence.
Results
Amyloid plaque-associated dystrophic neurites display
a massive accumulation of autophagic vesicles
from early ages
This PS1/APP transgenic model exhibited extracellular Ab
deposits throughout the hippocampus from a very early age
as illustrated in Fig. 1a with Congo red staining at 4 months.
The number and size of the amyloid deposits progressively
increased with age (Fig. 1b). In young mice (4- to 6-month
old), the most abundant plaques were those less than
500 lm2 (70.53 ± 9.74%), whereas in older mice
(18 months) the vast majority of plaques (69.41 ± 11.73%)
were medium to large ([500 lm2).
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Double labeling APP/Congo red (Fig. 1a–c) and APP/
thioflavin-S (Fig. 1d) experiments demonstrated that, at
every age examined, almost all (91.61 ± 0.14%, the per-
centage was practically identical at 4, 6 and 18 months of
age) fibrillar amyloid deposits were decorated with clusters
of APP-positive dystrophic neurites (APP is a well-repor-
ted marker for dystrophies) from the time of the appearance
of amyloid plaques. The number of dystrophic neurites per
plaque increased with age in parallel with the size of the
plaque (Fig. 1e). Results showed that, in fact, the number
of these dystrophic neurites correlated with the size of the
plaque and was independent of the age of the mice. Thus,
neuronal pathology in the form of dystrophic neurites
occurred very early in this transgenic model. These path-
ological structures were not found in wild-type (WT) or
PS1 transgenic mice of the same age (data not shown).
Therefore, plaque-associated abnormal swelling of neuro-
nal processes represented an early indicator of disease
development and might compromise neuronal integrity and
hippocampal function in young PS1/APP mice. No dys-
trophic neurites were found in areas remote from Ab
plaques or in 2-month-old PS1/APP mice (before the Ab
deposition).
Transmission electron microscopy analysis of the hip-
pocampus of 4.5-month-old PS1/APP mice revealed a
close spatial association between amyloid plaques and
neuronal dystrophies (Fig. 2a, b). No dystrophic neurites
were found in areas remote from plaques. These abnormal
swollen neurites had a round/oval profile and were giant-



































Fig. 1 Early plaque-associated
neuritic dystrophy pathology in
PS1/APP hippocampus. a and
b APP-immunolabeled sections
counterstained with Congo red
for fibrillar amyloid deposits at
4 (a) and 6 (b) months of age
showing the early occurrence of
the neuritic pathology. The




glutamatergic neurons since the
human APP transgene is
exclusively expressed by
principal neurons as shown in
the inset. c A representative
neuritic plaque formed by a core
of congophilic fibrillar amyloid
surrounded by numerous APP-
positive dystrophic neurites.
d Confocal image showing
APP-positive dystrophic
neurites (red) around a plaque
stained with thioflavin-S
(green). e Stereological
quantification of the dystrophic
neurites around plaques. The
number of dystrophies/plaque
increased with the size of plaque
(lm2). Data are expressed as
mean ± SD, *p \ 0.05. Scale
bars a and b 500 lm, inset
25 lm, c and d 10 lm.
CA1–CA3 subfields of the
hippocampus proper,
DG dentate gyrus
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adjacent neuropil. Ultrastructural morphometric analysis
(100 aberrant neurites; n = 3) revealed that the predomi-
nant size of these dystrophic structures was between 10 and
50 lm2 (63.74%), followed by those ranging from 50 to
100 lm2 (20.43%). Notably, 5% of the dystrophic neurites
measured over 100 lm2, only 9.68% of neurites were in the
range 5–10 lm2 and just 1% under 5 lm2. In contrast,
normal non-dystrophic neurites had an average size of
1.42 ± 0.77 lm2.
Dystrophic neurites were massively filled with collec-
tions of vacuolar structures of putative autophagic nature
with different morphologies and heterogeneous intralumi-
nal contents (Fig. 2c, e). The most common morphology
corresponded to autophagic vesicles (AVs) consisting of
double membrane-bound vesicles with densely compacted
amorphous or multilamellar contents named as auto-
phagosomes (Fig. 2c, d). These AVs represent the initial
stages of autophagy which contain undigested compacted
organellar material. In addition, there were also single or
double membrane vesicles with translucent or amorphous
electron-dense material in some dystrophic neurites
(Fig. 2e, f), and these might presumably represent auto-
phagosomes with partially digested material and/or the
mature degradative forms of AVs (autophagolysosomes).
Overall, a substantial accumulation of early and, to a less
extent, late AVs within hippocampal aberrant neurites,
surrounding amyloid plaques, occurred at very early ages
in these PS1/APP mice.
LC3-positive autophagic vesicles within dystrophic
neurites are implicated in the amyloidogenic pathway
To corroborate the autophagic nature of the heterogeneous
vesicles accumulated within the dystrophic neurites, we
immunostained PS1/APP hippocampal sections with the
anti-LC3 antibody, a marker of autophagy (Fig. 3a, b). At
4 months (Fig. 3a), LC3 immunoreactivity was mainly
found in pyramidal somata and their apical dendrites, as
well as in punctate structures resembling dystrophic neu-
rites around plaques (see insets in Fig. 3a). At 6 months
(Fig. 3b), the immunoreactivity for LC3 around plaques
was markedly increased while, in parallel, the staining of
somata and apical dendrites decreased.
To more specifically determine the proportion of LC3
that was in the LC3-II form, which migrates faster than
LC3-I on SDS-PAGE and is the form associated (by lipi-
dation) with the autophagosomal structures, we performed
quantitative immunoblot analysis of LC3-I and LC3-II
forms in the hippocampus of 6-month-old PS1/APP and
WT mice (Fig. 3c). Significantly higher levels of LC3-II
were observed in PS1/APP mice than in age-matched WT
mice (2.15 ± 0.35 fold, n = 6, p \ 0.05).
Confocal imaging of double APP/LC3 immunolabeling
(Fig. 3d1–d3) revealed the punctate nature of the LC3
labeling (see inset in Fig. 3d2) and the colocalization of
LC3 in both APP-positive (glutamatergic) and non-APP
(likely GABAergic or cholinergic) dystrophic neurites
(Fig. 3d3). Considering the colocalization of APP and LC3
within dystrophic neurites in our AD model, we next
wanted to assess the early implication of AVs in APP
processing, and in turn likely involvement in Ab produc-






Fig. 2 Extensive accumulation of autophagic vesicles within dystro-
phic neurites around amyloid plaques. Transmission electron
microscopy images of plaque-associated aberrant neurites in young
PS1/APP hippocampus. a Low magnification image of an amyloid
plaque (asterisk) surrounded by dystrophic neurites (discontinuous
white circles). b A diversity of dystrophic neurites based on their
subcellular content can be identified. c and d Dystrophic neurite filled
with heterogeneous electrodense double-membrane vesicles (white
square magnified in d) belonging to the early degrading autophagy-
lysosomal pathway (autophagosomes); these AVs had a dense
compacted amorphous (filled white arrows) or multilamellar content
(empty white arrows). e and f Dystrophic neurite filled with
autophagic vesicles (white square magnified in f) of distinct
morphologies showing translucent (filled white arrows) or amorphous
electrodense material (empty white arrows) which might represent
late autophagic vesicles (autophagolysosomes). Scale bars a 10 lm,
b 2 lm, c and e 1 lm, d and f 500 nm
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microscopy for APP and Ab42 in 4.5-month-old PS1/APP
hippocampus. Silver-enhanced immunogold labeling
revealed that APP localized preferentially to the AVs
within plaque-associated dystrophic neurites (Fig. 3e–g),
as well as to the Golgi and endoplasmic reticulum (ER)
membranes in the neuronal cell somata (Fig. 3h). No APP-
labeling was found in other organelles or plasma mem-
brane. Immunoelectron microscopy detection of Ab was
much less stronger than of APP, since optimal intracellular
labeling with the antibodies for Ab forms in our model
requires pre-treatment with formic acid which is not
compatible with EM processing. Nevertheless, as expected
and in contrast to APP immunolabeling, Ab42 label was
mainly associated with plaques (asterisk in Fig. 3i). Inter-
estingly, some autophagic vesicles within dystrophic
neurites were also positive for the Ab42 antibody (inset in
Fig. 3i).
Dystrophic neurites represent axonal structures
with cytoskeletal abnormalities
To determine the dendritic and/or axonal nature of the
plaque-associated dystrophic neurites in our PS1/APP
model, we have performed light and electron microscopy
studies in 4- to 6-month-old mice. Immunolabeling for the
MAP-2 protein (a marker of dendritic processes) (Fig. 4a,
b) and for the postsynaptic marker a1GABAAR (not
shown) revealed no positive dystrophic neurites around
plaques at the early ages investigated. Moreover, confocal
double MAP-2/APP immunofluorescence labeling con-
firmed the lack of colocalization for the dendritic marker in
APP-positive dystrophic neurites (Fig. 4c1–c3). On the
other hand, the close spatial relationship between amyloid
plaques and axonal fibers tracts in the hippocampus, as
revealed by neurofilament (NF) immunolabeling and
Congo red staining (Fig. 4d), along with the presence of
swollen NF-positive neurites (insets in Fig. 4d) indicated a
possible axonal/synaptic origin of these dystrophic
structures.
In fact, the labeling of the dystrophic neurites was very
patent with the presynaptic marker synaptophysin
(Fig. 4e). Numerous synaptophysin-positive punctated
structures were observed around amyloid plaques. To
determine the neurochemical nature of these synapto-
physin-positive dystrophic neurites, we performed double
immunofluorescence labeling for APP and the two major
neurotransmitter vesicular transporters, VGLUT1 for glu-
tamate (Fig. 4f1–f3) and VGAT for GABA (Fig. 4g1–g3).
As shown in Fig. 4f3 most APP-positive dystrophic neu-
rites contained VGLUT1 indicating the glutamatergic
nature of the abnormal axons surrounding amyloid plaques.
Consistent with the exclusive expression of the human
mutated transgene for APP by principal cells, many
enlarged inhibitory GABAergic dystrophic neurites, im-
munonegative for APP, were also identified around the
plaques (Fig. 4g3).
In addition, electron microscopy in the hippocampus of
4.5-month-old PS1/APP mice confirmed the presence of
some dystrophic myelinated axons around/near plaques
(Fig. 4h–j). These axonal dystrophies had a severe
(Fig. 4h, i) to moderately (not shown) pathological number
of autophagic vesicles. The enlarged size of an aberrant
axon (110.22 lm2) compared to adjacent normal ones
(1.57 ± 0.63 lm2) is shown in Fig. 4j.
In order to identify possible early microtubule-associated
axonal transport deficits in the PS1/APP hippocampus,
which might lead to vesicle accumulation (autophagic,
synaptic, etc.) along axons and the consequent development
of dystrophy, we first assessed tau abnormalities by quanti-
tative Western blots experiments with the AT8 antibody
(which detects tau phosphorylated at both serine 202 and
threonine 205 residues, one of the first to be phosphorylated)
(Fig. 5a). Immunoblotting revealed a significantly higher
level of expression in young PS1/APP mice (1.75 ± 0.15
fold) compared to age-matched controls. We have also
confirmed by AT8 immunohistochemistry the presence of
phospho-tau positive neurites surrounding amyloid plaques
in 4- to 6-month-old transgenic animals (Fig. 5b). To
determine whether phospho-tau was present within APP-
positive dystrophic neurites, we performed double APP/AT8
immunofluorescence labeling (Fig. 5c1–c4 and d1–d4). The
presence of AT8 was found in some, but not all, APP-posi-
tive dystrophic neurites (Fig. 5c3 and detail in c4; Fig. 5d3
and detail in d4).
Tau could also induce changes in the organization and
stability of neuronal actin filaments, and it is known that
the formation of cofilin/actin pathological bundles occludes
neurites and vesicle transport. To assess possible early
alterations of the actin cystoskeleton in our AD model we
analyzed actin and cofilin immunolabeling in the hippo-
campus of young PS1/APP mice. Results showed
numerous rod-like inclusions around amyloid plaques as
shown for cofilin in Fig. 5e. Moreover, double APP/cofilin
labeling (Fig. 5f1–f3) showed colocalization of both
markers in some, particularly small, APP-positive neurites.
Finally, to further explore whether microtubule vesicu-
lar transport was compromised in young PS1/APP mice we
measured the levels of kinesin-1 and dynein, two micro-
tubule-associated motor proteins, in hippocampal protein
extracts prepared from 6-month-old PS1/APP and WT
mice (Fig. 5g). We found significantly lower levels of both
kinesin-1 heavy chain (-24.71 ± 11.80%, n = 8) and
dynein (-38.06 ± 14.40%, n = 8) in PS1/APP than age-
matched WT animals.
These microtubule, actin cytoskeletal and molecular
motor defects are early pathogenic events in our AD model
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and might lead to transport abnormalities and the accu-
mulation of organelles (synaptic vesicles, autophagosomes,
mitochondria, lysosomes) within axonal neurites promot-
ing the dystrophic process.
The early axonal pathology includes morphologically
disrupted presynaptic terminals
The axonal defects in our AD model could also affect
presynaptic terminals. Therefore, in order to investigate
the possible early synaptic pathology we examined the
hippocampus of 4.5-month-old PS1/APP mice using
electron microscopy (Fig. 6a–e). Our ultrastructural study
showed that, near to amyloid plaques, there were pre-
synaptic elements that displayed pathological changes
including large diameter with a considerate number of
AVs and, in contrast, fewer synaptic vesicles (Fig. 6a, b;
presynaptic terminals outlined with a white line). The
presence of presynaptic terminals, at the beginning of the
dystrophy process, with few and early stage AVs for-
mation, as well as with synaptic-like vesicles were also
detected (Fig. 6c–e; see also the presynaptic terminal
outlined with a black line in Fig. 6b). However, these
altered presynaptic elements were making synaptic
contacts with morphologically normal dendrites or den-
dritic spines with postsynaptic density (see Fig. 6a–d).
These morphologically altered presynaptic terminals may
represent the initial stages of synaptic disruption and
loss.
Moreover, we compared the LC3-II accumulation in
synaptosomal and microsomal fractions isolated from
6-month-old WT and PS1/APP animals (Fig. 6f). As
expected, a low percentage of LC3-II was observed in
isolated synaptosomes from WT mice (15.42 ± 2.25%,
n = 4, of microsomal fractions in WT mice). Further, in
agreement with our electron microscopy studies, the
amount of LC3-II in PS1/APP mice was higher in both
synaptosomal and microsomal fractions. Although the
relative abundance of LC3-II presented in PS1/APP-
derived synaptosomes was still low (22.22 ± 3.84% of
PS1/APP microsomal LC3-II), the level was consistently
higher (2.54 ± 0.54, n = 5) than in WT synaptosomes.
These data demonstrated the existence of an early
autophagy-associated axonal/synaptic pathology in the
hippocampus of this AD mouse model.
Extracellular periplaque oligomeric Ab spatially
correlates with axonal/synaptic dystrophy
Taking into account the close spatial relationship
between axonal dystrophies and Ab plaques, we next
examined the possible intracellular and/or extracellular
origin of the pathogenic Ab agent. We first investigated
the possible intracellular accumulation of oligomeric Ab
in isolated synaptosomes and microsomes by immuno-
precipitation experiments using the monoclonal antibody
6E10 (Fig. 7a). Results demonstrated the presence of a
relatively large accumulation of monomeric Ab in syn-
aptosomes, whereas lower levels were detected in
microsomes (Fig. 7a1). Furthermore, within the different
Ab peptides, the Ab42 was the major form observed in
these synaptosomal fractions (Fig. 7a2). On the other
hand, no Ab oligomers were observed with this
approach.
We have also used the anti-oligomeric Ab antibody A11
in immunohistochemistry and immunoprecipitation exper-
iments. Our results demonstrated that most Ab plaques were
immunopositive for the A11 antibody (Fig. 7b), with a
preferential immunolabeling at the plaque periphery (see
inset). Furthermore, A11-immunoprecipitation using the
soluble (S1) fractions demonstrated the presence of minute
amount of extracellular oligomeric Ab (Fig. 7c) in the
hippocampus of the PS1/APP mice at this early age
(6 months). These data were consistent with previous
experiments (see also [29, 30]). However, in spite of the
relative abundance of monomeric Ab in synaptosomes,
under the present experimental conditions, no Ab oligomers
Fig. 3 Autophagic compartments within dystrophic neurites are sites
of APP processing. a and b Immunohistochemistry for the auto-
phagosome marker LC3 in CA1 subfield of PS1/APP mice
hippocampus. At 4 months (a), immunoreactivity was concentrated
in pyramidal cell somata (stratum pyramidale) and their apical
dendrites (stratum radiatum). LC3-positive dystrophic neurites were
surrounded amyloid plaques (upper inset in a) and were punctate in
nature (the lower inset shows a high magnification image of the LC3-
positive dystrophy circled in the upper inset). At 6 months (b), the
immunoreaction was mainly associated with dystrophic neurites
around plaques (arrows) as shown here for stratum oriens (SO).
c Quantitative immunoblot analysis of LC3-II form in the hippocam-
pus of 6-month-old PS1/APP and WT mice. PS1/APP mice had
significantly higher LC3-II levels than age-matched WT mice (n = 6,
p \ 0.05). d1–d3 Confocal images of double immunofluorescence
labeling for APP (green) and LC3 (red); APP-positive dystrophic
neurites around an amyloid plaque (asterisk) displayed the LC3
marker (long arrows); some LC3-positive dystrophic neurites were
negative for APP (short arrows) indicating the non-glutamatergic
origin of these aberrant neurites. e Dystrophic neurites (encircled)
around amyloid plaques (asterisk) were APP immunopositive as
revealed by electron microscopy using silver-enhanced immunogold
labeling. f Higher magnification of a dystrophic neurite immunopos-
itive for APP; small open squares indicate mitochondria; inset shows
two autophagosomes immunogold-labeled for APP. g Higher mag-
nification image of two autophagic vesicles immunogold-labeled for
APP. h In addition to autophagic vesicles, APP immunogold labeling
was associated with the endoplasmic reticulum (ER) and Golgi
cisternae in neuronal somata. i Immunogold labeling revealed that
Ab42 peptides localize to amyloid plaques (asterisk) and autophagic
vesicles (inset). so stratum oriens, sp stratum pyramidale, sr stratum
radiatum. Scale bars a and b 100 lm (upper inset in a 50 lm, lower
inset in a 10 lm); d1–d3 100 lm (inset in d2 2.5 lm), e–h 500 nm,
inset in f 200 nm, i 2 lm and inset 400 nm
b
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were detected in this fraction (Fig. 7c). On the other hand,
in the microsomal fractions, in the A11 immunoprecipita-
tion experiments many non-specific bands were observed.
The presence of this non-specific immunoprecipitation
precluded the identification of putative oligomers. It is
possible that the relative high abundance of AVs in this
fraction could interfere with the immunoprecipitation
experiments. Aiming to overcome this problem, the pres-
ence of the possible oligomers was also assayed using
Western blots with 6E10 and 82E1 antibodies. The 6E10
antibody produced no specific signal (not shown); the 82E1
antibody, however, produced a clear specific (as compared
with age-matched WT results) identification of Ab oligo-
mers (Fig. 7d). Taken together, these data indicate the
presence of Ab monomers in synaptosomes and Ab oligo-
mers in extracellular plaques and the microsomal fractions.
Discussion
Here we report data showing that amyloid plaques are
associated with dystrophies of axonal origin (loaded with
autophagic vesicles) and constitute a very early patholog-
ical event in the hippocampus of PS1M146L/APP751SL mice.
The presence of morphologically disrupted presynaptic
terminals may be one of the initial stages for synaptic loss
and dysfunction, so far the best correlate for early symp-
toms in AD patients [3, 9, 19, 41, 45, 52, 53, 59, 61] and,
therefore, a pre-clinical manifestation of progression of the
disease.
Amyloid accumulation is considered a key event in AD
pathology by causing glial activation, neuritic alteration,
synaptic damage and neuronal death [34, 35, 42]. All the
fibrillar amyloid deposits in the hippocampus of our trans-
genic mice were identified as human-like neuritic plaques
with dystrophic neurites and reactive gliosis. Dystrophic
neurites are classically associated with compacted plaques in
AD tissue [21, 24, 25, 39, 40, 57, 58] and these neuritic
plaques have been considered to be a pathological correla-
tion of dementia in AD patients [43]. Though neuritic
dystrophy may apply to both dendritic and axonal morpho-
logical changes, in our model the predominant axonal nature
of the dystrophies was demonstrated by colocalization with
common axonal/synaptic (neurofilament, synaptophysin,
VGLUT1 and VGAT) but not dendritic (MAP-2,
a1GABAAR) markers. Furthermore, assessment of the
dystrophies using electron microscopy also confirmed their
axonal structure. Notably, a thorough examination of dys-
trophic neurites at the electron microscopic level revealed
that they were not postsynaptic to any presynaptic bouton
(not shown in results). Although we cannot rule out the
existence of dendritic alterations, in our model most dys-
trophies displayed an axonal origin. The presence of axonal
dystrophies has been reported in AD patients in both early
and late stages of the disease [7, 21, 22, 57] and also in
another AD models [1, 8, 14, 20, 49, 64].
As found in the brains of people with AD [47, 66]
and in other transgenic models [65, 66], in our PS1/APP
model the axonal dystrophies were seen to have a large
accumulation of a great variety of vesicles in the process
of autophagy. Autophagy, an efficient cellular degrada-
tion and maintenance pathway for multiple components,
is not usually observed in normal brains. Recently, it has
been demonstrated that PS1 mutations accelerate the
pathogenesis of AD by impairing autophagy and orga-
nelle turnover, since PS1 is essential for autolysosome
acidification and maturation [37]. The critical contribu-
tion of defective autophagy proteolytic clearance to the
Ab pathology has been recently demonstrated in
TgCRND8 transgenic mice [65]. Restoring the autoph-
agy-lysosomal pathway by deletion of cystatinB in these
AD mice reduced intracellular and extracellular amyloid
load, and rescued memory performance. The existence of
autophagic pathology in hippocampal dystrophic neurites
in our PS1/APP model was evidenced at early ages
Fig. 4 Dystrophic neurites are of axonal origin. a MAP-2 (dendritic
marker) and Congo red staining in the hippocampus of 6-month-old
PS1/APP mice (arrows indicate amyloid plaques). b No dystrophic
neurites immunopositive for MAP-2 were seen around amyloid
plaques, as illustrated here for a Congo red stained amyloid plaque
(asterisk) embedded in a MAP2-positive neuropil in the radiatum
layer. c1–c3 Confocal double immunofluorescence labeling for MAP-
2 (red) and APP (green) revealed no colocalization of the two
markers (asterisk indicates an amyloid plaque). d Strong overlapping
in the location of hippocampal axonal pathways and amyloid plaques
as shown here using neurofilament (NF) immunolabeling and Congo
red staining. Axonal dystrophies were observed around congophilic
plaques as shown in the larger inset, and a detail of an axonal
swelling is shown in the smaller inset. e Neuritic dystrophies around
plaques (asterisk) were immunopositive for synaptophysin (arrows).
f1–f3 Confocal laser double immunofluorescence labeling for APP
(red) and VGLUT1 (green) shows extensive colocalization (arrows)
of the two markers indicating the axonal glutamatergic nature of APP-
positive dystrophic neurites around plaques (asterisk). g1–g3 Double-
label immunofluorescence confocal laser microscopy for APP (red)
and VGAT (green) shows the existence of GABAergic axonal
dystrophies (VGAT-positive and APP-negative; arrows) around
amyloid plaques (asterisk). h–j Transmission electron microscopy
images. h Low magnification image of an amyloid plaque (asterisk)
surrounded by dystrophic neurites. i At a higher magnification, detail
of the dystrophic myelinated axon circled in h; the inset shows the
autophagic vesicle content of this axonal swelling and the myelin
sheath. j Another representative image of a myelinated axonal
swelling, filled with autophagic vesicles. The giant size of this
dystrophy could be estimated by comparison with the adjacent normal
myelinated axonal profiles; inset shows a detail of this axonal
dystrophy. CA1–CA3 subfields of the hippocampus proper. DG
dentate gyrus, sp stratum pyramidale, sl stratum lucidum. Scale bars
a 250 lm, b 25 lm, c1–c3 15 lm, d 500 lm (larger inset 50 lm and
smaller inset 5 lm), e 20 lm, f1–f3 and g1–g3 10 lm, h 20 lm,
i 2 lm (inset 200 nm), j 2 lm (inset 500 nm)
b



































































Fig. 5 Cytoskeletal pathology in young PS1/APP hippocampus.
a Quantitative Western blotting using AT8 antibody in the hippo-
campus of 6-month-old PS1/APP and WT mice; PS1/APP mice had
significantly higher AT8 levels than to age-matched WT mice (n = 6,
p \ 0.05). b The presence of AT8-positive structures around plaques
(asterisk) was observed from 4 months of age. c1–c4 and d1–d4.
Double-label immunofluorescence confocal laser microscopy of APP
(green) and AT8 (red) in 6-month-old transgenic mice showing the
presence of phospho-tau in some APP-positive dystrophic neurites.
e Immunohistochemistry for cofilin revealed the presence of actin–
cofilin rods around plaques (asterisk) from 4 months of age. A higher
magnification detail of a rod is shown in the inset. f1–f3 Confocal
laser microscopy with double APP/cofilin labeling revealed the
presence of cofilin within some APP-positive neurites. g Quantitative
Western blotting for heavy chain kinesin-1 and dynein in 6-month-old
PS1/APP and WT mice hippocampus. PS1/APP mice were found to
have significantly lower kinesin-1 and dynein levels than age-
matched WT mice (n = 8, p \ 0.05). Scale bars b 100 lm, c1–c3
5 lm, c4 2.5 lm, d1–d3 7.5 lm, d4 2.5 lm, e 50 lm (inset 7 lm),
f1–f3 7.5 lm
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(4–6 months) by increased protein levels of the marker
of autophagosome formation LC3-II, by specific immu-
nolocalization of LC3 in the axonal dystrophies,
surrounding plaques, and by electron microscopy mor-
phological identification of the AVs that were completely
filling the axon and causing the local axonal swelling.
f
LC3-II
































































Fig. 6 Autophagy pathology correlates with aberrant presynaptic
terminals. a–e Transmission electron microscopy images of aberrant
axon terminals (outlined with white lines) containing autophagic
vesicles and making asymmetric contact with normal postsynaptic
elements (asterisks the postsynaptic densities are indicated with black
arrows). a and b Severely disrupted presynaptic terminals (white
lines) containing numerous autophagic vesicles and apparently no
synaptic vesicles. A presynaptic element (outlined with black lines)
that contains one autophagy vesicle (indicated with white arrow), near
to the active zone is shown in b. c and d Presynaptic terminals in a
probable initial stage of the dystrophy development, were character-
ized by the accumulation of relatively few autophagic vesicles (white
arrows) and many synaptic vesicles. e Presynaptic terminal showing a
putative phagophore (PA) engulfing synaptic-like vesicles, as well as
an autophagosome containing mitochondria (open arrow) and few
autophagic vesicles containing degraded material (white arrows).
f Quantitative immunoblot analyses of the LC3-II form in micro-
somes and synaptosomes from 6-month-old PS1/APP and WT mice.
LC3-II accumulated in both microsomal and synaptosomal fractions
of WT and PS1/APP hippocampus, though a predominant localization
was found in the microsomal fraction. The levels of LC3-II in WT
synaptosomes were extremely low, as compared with microsomes
(please note the different scale bars). Although in PS1/APP most
LC3-II was also present in microsomes, the relative accumulation was
more patent in synaptosomes (as compared with WT). The relative
abundance of LC3-II in each fraction was normalized by the values
for WT microsomal fractions. ATPsynthase and b-actin were used as
markers of purity in the isolation procedure and protein loading,
respectively. m mitochondria. Scale bars a 1 lm, b–e 500 nm
Acta Neuropathol (2012) 123:53–70 65
123
This agreement between different mice models and AD
cases strongly support the involvement of autophagy in
the development of AD.
Intact microtubules are needed for AVs transport and
their clearance, facilitating fusion between autophago-















































































Fig. 7 Monomeric Ab
accumulates in isolated
synaptosomes whereas Ab
oligomers are present in the
plaque periphery and
microsomes. a The Ab content





fractions from 6-month-old WT
and PS1/APP mice (a1) or by
82E1 Western blots after urea-
SDS-PAGE (16%) in PS1/APP
synaptosomal fractions (a2). As
shown, the monomeric Ab was
predominantly enriched in the
synaptosomal fractions (a1).
From the different Ab peptides,
the Ab42 was the predominant
form found in synaptosomes
(a2). b Oligomeric Ab peptides
were localized at the periphery
of the plaques by
immunohistochemistry with the
A11 antibody. Inset shows a
higher magnification of an
immunostained amyloid plaque.
c The presence of oligomeric
Ab in extracellular soluble
fractions (S1), synaptosomes
and microsomes was assessed
by immunoprecipitation
experiments, using the A11
antibody, and Western blots
(6E10) using 12%-Tris-Glycine-
SDS-PAGE. In agreement with
a putative plaque origin, Ab
oligomers (57, 90 and 96 kDa)
were identified in S1 fractions.
d Representative Western blot
of WT and PS1/APP
microsomal fractions using the
mAb 82E1. As shown, Ab
oligomers (ranging Mr
30–60 kDa) were clearly
identified using this antibody.
CA1–CA3 subfields of the
hippocampus proper, DG
dentate gyrus. Scale bars
b 250 lm (inset 25 lm)
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thus preventing the accumulation of immature AVs in
neurites [11, 33, 36]. Supporting the possible involvement
of microtubule destabilization in AD pathogenesis, it has
been recently reported [31] that natural oligomeric Ab,
isolated from AD patients, disrupted the microtubule
cytoskeleton and caused neuritic dystrophy (see also [67]).
This effect seemed to be mediated by tau hyperphosph-
orylation at Ser202/Ser205 (AT8 epitope). In fact, tau
reduction prevents Ab-induced impairment of axonal
transport [63]. Interestingly, it has been just reported that
disease-associated changes in tau conformation inhibit
kinesin-dependent axonal transport by modulating axonal
phosphotransferases [32]. In line with this our data indi-
cated the existence of early defective axonal transport
within dystrophic axons in our transgenic model. These
dystrophic neurites displayed tau phosphorylation (AT8-
positive) and actin–cofilin rods, and both alterations are
known to alter cytoskeletal dynamics in neurons (revised in
[6]). Moreover, both the kinesin-1 and dynein levels were
significantly reduced and, although non-significantly at
6 months of age, neurofilaments (H and M chains) were
phosphorylated (not shown). Taken together, our current
results suggest that early tau phosphorylation produced
axonal transport defects leading to AV accumulation and
neurite pathology.
A relevant issue is the pathogenic signal behind this tau
and transport dysregulation. The density and size of the
neuritic plaques in our transgenic model increased in an age-
dependent manner while the number of the associated dys-
trophic neurites was strongly related to the plaque size. The
relationship between formation of extracellular amyloid
deposits and their associated dystrophies remains elusive.
Whereas some authors have proposed that the appearance of
dystrophic neurites precedes plaque formation [2, 23, 27,
56], a recent study using in vivo multiphoton imaging
showed that dystrophies develop following amyloid depo-
sition [42]. Supporting the later notion, in our AD model the
onset of dystrophic neurites occurred in parallel to the for-
mation of amyloid plaques, and most (if not all) dystrophic
neurites were associated with Ab plaques. Furthermore, we
have also observed plaque-associated axonal dystrophies in
GABAergic and cholinergic neurons ([5, 44, 51]; this work,
see Fig. 4g, and unpublished results). These neurons did not
express the transgenic APP and, consequently, did not
accumulate intracellular Ab [5, 44, 51]. Thus, the formation
of the dystrophic neurites in these neurons might be induced
by extracellular Ab, in close proximity to plaques. In con-
trast, the high content of APP within the dystrophic neurites
suggests a possible direct role of such malformations in
plaque formation. Increasing evidence implicates axons as
an important source of extracellular amyloid deposits [68]
and synaptic activation promotes amyloid secretion, whereas
chronic reduction of synaptic activity was found to reduce
plaque loading in an AD transgenic mouse model [15, 16,
60]. Interestingly, in our transgenic model, hippocampal
plaque deposition is tightly linked to axonal pathways, as
seen by simultaneous Congo red staining and neurofilament
immunostaining. This agrees with the idea of Ab released by
axonal terminals and the consequent formation of extracel-
lular deposits. In any case, the two processes, plaque
induction of neuritic changes and a contribution of dystro-
phic neurites to Ab deposition are not mutually exclusive and
could occur concomitantly.
The soluble forms of oligomeric amyloid peptides are of
special interest to play a significant role in AD pathology.
Soluble Ab oligomers have been shown to induce an
increase in tau hyperphosphorylation [17, 31] as well as
severe axonal transport failure and disruption of organelle
trafficking through GSK3-beta signalling (manuscript in
preparation;[18, 31]). Furthermore, we have recently
reported [30] the involvement of natural and synthetic Ab
oligomers in the activation of GSK3-beta and tau phos-
phorylation. Thus, it is tempting to speculate that Ab
oligomers, acting through a yet unidentified mediator,
caused the interruption of axonal transport, accumulation
of vesicles and axonal dystrophy.
The extracellular or intracellular origin of these soluble
amyloid oligomers has not yet been well defined. In
relation to this, as recently reported in AD cases [55], the
results we report here demonstrate that PS1/APP synap-
tosomes accumulate Ab peptides (Ab42 the most
abundant). However, these Ab peptides were in mono-
meric form and no oligomers were detected at this age.
On the other hand, we also identified, by immunogold
labeling, the presence of APP and Ab42 in AVs which
agrees with the participation of the autophagic compart-
ments in APP processing and Ab production, as described
by others [65, 66]. We also found that AVs were mainly
accumulated in the microsomal fractions and, although
the Ab seemed to be produced principally in the synap-
tosomes, Ab oligomers were identified in these
microsomal fractions. These results provide evidence for
the idea that the AVs, within the axonal dystrophies, are a
possible compartment for Ab oligomerization. On the
other hand, taken together, the close temporal and spatial
association between amyloid plaques and dystrophic
neurites, the presence of A11-positive Ab oligomers in
the plaque periphery and the Ab oligomers in the soluble
fractions suggested that plaques also might be a source of
the Ab oligomers that could induce neuritic damage. In
support of this idea, amyloid fibrils, major component of
amyloid plaques, can be destabilized and easily reverted
to soluble and highly toxic Ab aggregates by biological
lipids that are present in the brain [38] and, as mentioned
above, GABAergic cells (that did not express hAPP and
did not accumulated Ab peptides) also displayed axonal
Acta Neuropathol (2012) 123:53–70 67
123
dystrophies. In any case, further experiments are needed
to clarify this point.
A further significant result was the identification by
electron microscopy of dystrophic axon terminals that were
making contact with morphologically normal postsynaptic
elements. These abnormal presynaptic boutons contained
numerous AVs and were observed to have a low content in
synaptic vesicles. These results were confirmed by LC3-II
Western blots using synaptosomes isolated from the hippo-
campus of 6-month-old PS1/APP mice. Although we cannot
rule out a direct effect of soluble Ab on these presynaptic
terminals, their relative distance from Ab plaques (between
10 and 30 lm) together with the low soluble Ab content at
this age, suggested that AV accumulation might reflect the
axonal transport defects at dystrophies. These altered syn-
aptic terminals may represent one of the initial pathogenic
steps of synaptic loss leading to early deficits in synaptic
transmission and plasticity.
As early memory loss in AD is increasingly attributed to
synaptic failure, we can conclude that this PS1/APP
transgenic model shows, at young ages and in absence of
pyramidal degeneration, a presynaptic pathology progres-
sion that may closely resemble the pre-clinical or early
stages of human AD.
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transport are early pathogenic events that worsen
with age leading to increased APP metabolism and
synaptic Abeta in transgenic APP/PS1 hippocampus
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Background: Axonal pathology might constitute one of the earliest manifestations of Alzheimer disease. Axonal
dystrophies were observed in Alzheimer’s patients and transgenic models at early ages. These axonal dystrophies
could reflect the disruption of axonal transport and the accumulation of multiple vesicles at local points. It has
been also proposed that dystrophies might interfere with normal intracellular proteolysis. In this work, we have
investigated the progression of the hippocampal pathology and the possible implication in Abeta production in
young (6 months) and aged (18 months) PS1(M146L)/APP(751sl) transgenic mice.
Results: Our data demonstrated the existence of a progressive, age-dependent, formation of axonal dystrophies,
mainly located in contact with congophilic Abeta deposition, which exhibited tau and neurofilament
hyperphosphorylation. This progressive pathology was paralleled with decreased expression of the motor proteins
kinesin and dynein. Furthermore, we also observed an early decrease in the activity of cathepsins B and D,
progressing to a deep inhibition of these lysosomal proteases at late ages. This lysosomal impairment could be
responsible for the accumulation of LC3-II and ubiquitinated proteins within axonal dystrophies. We have also
investigated the repercussion of these deficiencies on the APP metabolism. Our data demonstrated the existence of
an increase in the amyloidogenic pathway, which was reflected by the accumulation of hAPPfl, C99 fragment,
intracellular Abeta in parallel with an increase in BACE and gamma-secretase activities. In vitro experiments, using
APPswe transfected N2a cells, demonstrated that any imbalance on the proteolytic systems reproduced the in vivo
alterations in APP metabolism. Finally, our data also demonstrated that Abeta peptides were preferentially
accumulated in isolated synaptosomes.
Conclusion: A progressive age-dependent cytoskeletal pathology along with a reduction of lysosomal and, in
minor extent, proteasomal activity could be directly implicated in the progressive accumulation of APP derived
fragments (and Abeta peptides) in parallel with the increase of BACE-1 and gamma-secretase activities. This retard
in the APP metabolism seemed to be directly implicated in the synaptic Abeta accumulation and, in consequence,
in the pathology progression between synaptically connected regions.
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Alzheimer´s disease (AD) is a proteinopathy character-
ized by the accumulation of aggregated extracellular
amyloid-beta (Abeta, Aβ) peptides and intracellular
hyperphosphorylated tau (revised in [1]). Concomitant
with appearance of extracellular Abeta deposits, another
central pathological feature of the disease is the early
formation of amyloid plaque-associated neuritic changes
in the form of dystrophic neurites, together with a se-
lective loss of connections and neuronal groups. Dys-
trophic neurites, defined as thickened or irregular
neuronal processes, are considered to be expression of a
widespread alteration of the neuronal cytoskeleton. In
AD, dystrophic axons are particularly abundant in the
hippocampal fiber systems originating from the subicu-
lum, CA1, and the entorhinal cortex [2]. However the
exact molecular mechanisms underlying the pathogen-
esis of AD remain to be elucidated.
Dystrophic neurites were characterized by the pres-
ence of numerous vesicles of multiple origins [3,4]. Sev-
eral lines of investigation support the notion that
defective autophagy process, a cellular catabolic mech-
anism essential for degradation of aggregated proteins
and organelles, significantly contributes to AD patho-
genesis [5-8]. Interestingly, autophagic compartments
have been reported to participate in APP processing and
Aβ peptides production [9].
Abeta peptides, cytotoxic in their oligomeric state [10-13]
derive from the sequential cleavage of APP by beta- and
gamma-secretases [14,15]. Although the exact intracel-
lular localization of APP processing is unknown, the
autophagic and endocytic pathways could be both
involved in precursor protein (APP) processing and
Abeta generation. In this sense, BACE-1 and gamma-
secretase complex have been detected in many cellular
locations, including early and late endosomes [16],
autophagic vacuoles [17-19] and lysosomes [20]. On the
other hand, the Abeta degradation, in vivo, could be
mediated by several proteases, as neprilysin, IDE, and
several cathepsins as B, D and E [21]. Abnormal proces-
sing of APP or Abeta accumulation in AD could be
related to several mechanisms, including excessive pro-
duction, abnormalities in transport, alteration of autop-
hagic and endosomal pathways, and deficits in its
degradation through the lysosome or the ubiquitin-
proteasome system (UPS) [22-24]. In fact, accumulation
of autophagic vacuoles (AVs) has been observed in
brains from AD patients [3,19] and in PS1/APP mice
after Abeta deposition [17,19,25]. Moreover, the AVs
were principally accumulated within dystrophies and
could reflect impairment in AVs clearance in AD brains
[5]. In this sense it has been reported that enhancing
lysosomal cathepsin activity ameliorates Abeta toxicity
[26] and restoring the autophagy-lysosomal pathway (bydeletion of cystatin B) reduced amyloid load and res-
cued memory performance [9].
In the present work we investigated how the possible
age-related relationship between aberrant Abeta gener-
ation and dysfunctions in axonal cytoskeleton as well as
in lysosomal and proteasomal systems, manifested in
our PS1/APP AD model. We proposed that the decrease
in lysosomal proteolytic activities was implicated in
increased Abeta production. Abnormal accumulation of
Abeta could aggravate the axonal and cytoskeleton ab-
normalities linked to the pathology of AD.
Results
The age-dependent increase of neuritic dystrophies was
paralleled by phosphorylation of cytoskeletal proteins
and decrease in motor proteins
APP-positive dystrophic neurites represented an early
pathology in our PS1/APP model [17]. These dystro-
phies were of axonal origin and, at early ages, were
located exclusively surrounding congophilic Abeta pla-
ques. It was also known that Abeta load increased with
aging in this and most AD models [27]. Thus, we have
first evaluated the progression of the APP-positive
dystrophy formation from early (4–6 months) to late
(12–18 months) ages. As expected, the number of
APP-positive dystrophies, surrounding Abeta plaques,
increased significantly in 12–18 month cohort (Figure 1A),
paralleling the increase in plaque size and number
(Figure 1A and [17]). Furthermore, according with pre-
vious data, the dystrophic neurites were predominantly
concentrated surrounding the congophilic Abeta plaques
at all ages.
The presence of aberrant hyperphosphorylated cyto-
skeletal proteins is one of the major pathological hall-
marks of AD [28]. Furthermore, hyperphosphorylated
neurofilaments and tau seemed to overlap with senile
plaques in AD patients and models (unpublished data,
see also [17,28,29]). Thus, hyperphosphorylated cytoskel-
etal proteins could also be implicated in the progression
of the pathology in our PS1/APP model. To determine
this possibility, we tested the neurofilaments (using SMI
antibodies) and tau phosphorylation (AT8 and AT100
epitopes) in 6- and 18 months PS1/APP. As we
described previously [17], 6-month-old PS1/APP mice
displayed only minor modifications. In fact, as compared
with age-matched WT mice, neurofilament (heavy and
medium chains; H, M) phosphorylation (calculated as
ratio between phospho and non-phosphorylated neurofi-
lament) exhibited no apparent modifications at this age
(see Figure 1B). Only the levels of AT8 epitope were
slightly but significantly increased. However, 18-month-
old PS1/APP mice displayed advance cytoskeletal path-
ology. As shown (Figure 1B), neurofilament heavy and
medium chains were hyperphosphorylated (mostly due
Figure 1 Aged-dependent increase of the hippocampal axonal pathology in PS1/APP mice. A) APP-immunolabeled CA1 sections with
Congo red at 6 (left) and 18 (right) months of age showing the age-dependent increase in the dystrophic neurite pathology. Dystrophies were
concentrated surrounding Abeta plaques (insets in a1 and a2 show higher magnifications). The quantitative analysis of plaque-associated
dystrophies demonstrated a significant increase in aged mice. B) Representative western blots (n=5/age/group) for phosphorylated (upper panel)
and non-phosphorylated (lower panel) neurofilament (SMI antibodies). Bands corresponding to high (H) and medium (M) chains were indicated.
Quantitative analysis revealed an increase in the phosphorylated vs non-phosphorylated H and M neurofilaments in aged PS1/APP mice. No
changes were observed in 6 month-old PS1/APP or WT mice. C) Tau phosphorylation was determined by western blots using AT8 (upper panel),
AT100 (medium panel) and tau (lower panel) antibodies at 6 and 18 months of age (n=5/age/group). Graph showed the quantitative analysis of
AT8 western blots. Due to the lack of immunoreactivity in WT and 6 months PS1/APP mice, the AT100 signal could not be quantified. A
prominent increase in AT100 epitope (absent in other conditions) was observed in 18 month-old transgenic mice. D) AT8 immunostaining
revealed that phospho-tau concentrated principally in dystrophies around congophilic plaques. E) Western blots and quantitative analysis (n=5/
age/group) of kinesin (upper panel) and dynein (lower panel) expression. Both motor proteins decreased in PS1/APP mice. So, stratum oriens; sp,
stratum pyramidale; sr, stratum radiatum. Scale bars: 200 μm (a1/a2), 10 μm (inset a1), 20 μm (inset a2), 20 μm (D).
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agreement with this observation, both AT8 and, more
prominently, AT100 tau phosphoepitopes (Figure 1C)
were increased in 18 month-old PS1/APP. The presence
of hyperphosphorylated tau was further confirmed by
immunohistochemistry. Tau-reactive (AT8) dystrophic
neurites, localized surrounding amyloid plaques, were
detected since early ages (Figure 1D).
To further evaluate whether microtubule vesicular
transport might be compromised in PS1/APP mice, wehave assessed the levels of kinesin-1 and dynein motor
proteins. As previously reported [17], 6 month-old PS1/
APP mice showed a modest reduction on both proteins
and, in accordance with the advance pathology, the
levels of both motor proteins were dramatically reduced
in 18 months PS1/APP mice (Figure 1E).
These data confirmed and extended our previous ob-
servation in this model, at early ages, and demonstrated
the existence of a clear age-dependent axonal pathology
implicating cytoskeletal and motor proteins.
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was associated to an impairment of proteolysis
mechanisms
It has been reported that axonal dystrophy could be pro-
duced by inhibition of the lysosomal proteolysis [30,31]
or by axonal transport deficiencies [32]. However, axonal
transport was also essential for the correct lysosomal
maturation and intracellular protein degradation [33].
Thus, the formation and the age-dependent increase in
neuritic dystrophies could be cause or consequence of a
progressive reduction of the intracellular proteolytic pro-
cesses. Theoretically, an impairment on either proteaso-
mal and/or autophagic/lysosomal route, in the PS1/APP
model, should be reflected by the accumulation of ubi-
quitinated proteins and/or the autophagic maker LC3-II.
In fact, our data (Figures 2A and B) clearly demonstrated
the existence of a marked and early accumulation of
both ubiquitinated proteins and LC3-II in hippocampal
samples from PS1/APP mice. This accumulation was
observed since early ages (6 months of age), increased
significantly in aged PS1/APP mice (18 months) and was
not observed at 2 months of age, before plaque depos-
ition (not shown). On the contrary, WT mice displayed
absolutely no changes at these ages. These data were fur-
ther confirmed by immunohistochemistry experiments.
As shown, (Figure 2C, c1 to c6), the LC3 immunoreac-
tivity was principally located in the somata and apical
dendrites of principal neurons whereas ubiquitin immu-
nostaining (Figure 2D, d1 to d6) was mainly located at
the cell bodies (see Figure 2D, d2 inset). Furthermore,
most (if not all) Abeta plaques (stained with Congo Red)
were surrounded by dystrophies, LC3 or ubiquitin
immunopositive, both at 6 months and more patently at
18 months of age.
Although the accumulation of LC3-II could reflect
both, induction in the autophagy route or decrease in
the autophagosome degradation, the presence of ubiqui-
tinated proteins in a similar localization of LC3, surround-
ing Abeta plaques, strongly suggested the existence of a
decrease in autophagosome degradation. Among differ-
ent causes, the decrease in autophagosome degradation
could reflect a decrease in the lysosomal activity. Thus,
we next evaluated the lysosomal and proteasomal activ-
ity by determining the cathepsins, B and D, activities
and the proteasomal chymotrypsin-like activity. As
shown (Figure 2E), both cathepsin B and D activities
decreased since relatively early ages. Young (6 months)
PS1/APP displayed a consistent (−39.21±18.84%; n= 5,
p<0.05; -44.15±13.51%, n=3, p<0.05; for cathepsin B
and D, respectively) decrease (as compared with age
matched WT) whereas 18 month-old PS1/APP mice
displayed a further diminution (−72.50±4.2%; n=4,
p<0.05; -55.45±6.7, n=3, p<0.05, respectively). No changes
were observed before plaque deposition (at 2 month-old,not shown). On the other hand, the proteasomal activity
(Figure 2F) also displayed a slight, and not significant
diminution at 6-months (−20.4±12.3%, n=4) followed by
a more pronounced inhibition in aged PS1/APP mice
(−45.5±15.6%; n=4; p<0.05). No differences between WT
and PS1/APP were observed before the plaque deposition
(2 months of age, not shown) and no inhibition was
observed in 18 months WT mice.
Consistent with the decrease in lysosomal activity, we
also observed a significant reduction in the mature
forms of both cathepsins B and D in PS1/APP mice
(Figures 3A and B) and an accumulation of the lyso-
somal protein lamp 1 (Figures 3C),at 6 and 18 months.
Furthermore, this accumulation of lysosomal proteins
seemed to be localized in dystrophies surrounding Abeta
plaques, as demonstrated by immunohistochemistry ana-
lysis of lamp 2 protein (Figure 3D). These data revealed
the existence of a lysosomal dysfunction in PS1/APP
mice after plaque deposition. In this sense, it has been
recently reported [6] that PS1 mutations affected the
correct maturation of the V0a1 subunit of the vATP-ase
and the lysosomal acidification. However, in our model,
we observed an accumulation of the mature form of
V0a1 protein (Figure 3E), similar to lamp 1 protein
(compare Figures 3C and E). Furthermore, 6-month-old
homozygous PS1M146L transgenic mice displayed no
alterations on cathepsin B activity (not shown).
The amyloidogenic APP processing and both BACE-1 and
gamma-secretase activities were increased in aged PS1/
APP mice
Data so far demonstrated the existence of a progressive
age-dependent neuritic (probably axonal) pathology in
the PS1/APP model that affected the intracellular pro-
teolytic systems. We next evaluated whether this pro-
gressive pathology could affect the amyloidogenic APP
processing. As shown (Figure 4A), the mature hAPPfl
(visualized as two bands, corresponding with the mature
and immature forms of the transgenic hAPP) signifi-
cantly increased in the hippocampus of 18 month tg
mice, as compared with 6 month-old animals (2.01±0.04;
n=6; p<0.05), Also, a significant increase in the ratio
mature/immature form of the hAPP was observed (data
not shown). However, no differences in mRNA expres-
sion of the transgenic hAPP were detected between 2
and 18 months (data were normalized to the expression
levels observed in 6 months PS1/APP, n=6 for each age,
1.12±0.15, 1.0±0.27, 1.33±0.29 and 1.23±0.48 for 2, 6,
12 and 18 month PS1/APP, respectively).
The APP proteolytic fragments C83 (alpha-CTF) and
C99 (beta-CTF) are products from alpha- or beta-
secretase processing, respectively, and substrates for
gamma-secretase complex. As also shown in Figure 4A,
the levels of C99 showed a clear age-dependent increase,
Figure 2 Impairment of lysosomal and proteasomal protein-degradation in PS1/APP mice. A and B; Representative western blots and
quantitative analysis (n=5 for each age and animal group) of the autophagic vesicle marker LC3 (A) and ubiquitinated proteins (B) performed
using the same protein samples. An age-dependent accumulation of both LC3-II and ubiquitinated proteins were observed exclusively in PS1/
APP samples. (C-D) Three different magnifications of LC3- (C) or ubiquitin- (D) immunolabeled hippocampal sections (counterstained with Congo
red for Abeta plaques) of 6 and 18 months of age PS1/APP mice corroborated the age-dependent accumulation of both markers, associated with
dystrophic neurites surrounding amyloid plaques (c1, c4, d1 and d4, panoramic views of immunostained hippocampus; c2, c5, d2 and d5, CA1
region, arrows indicate plaques covered by immunopositive dystrophies and inset in d2 shows immunolabeling in the pyramidal layer somata;
c3, c6, d3 and d6, representative image of a congophilic plaque surrounded by dystrophic neurites, arrows point to positive dystrophies around a
congophilic plaque indicated by an asterisk). Assays of lysosomal cathepsin B or D (E) and proteasomal chymotrypsin-like (F) enzymatic activities
demonstrated the existence of a pronounced decrease in cathepsin B and D activities (since early ages in PS1/APP), whereas proteasome was
affected only in aged tg mice. CA1, hippocampal subfield; DG, dentate gyrus; so, stratum oriens; sp, stratum pyramidale; sr, stratum radiatum; slm,
stratum lacunoso-moleculare. Scale bars: 500 μm (c1/c4, d1/d4), 100 μm (c2/c5, d2/d5), 10 μm (c3/c5, d3/d5); 50 μm (d2, inset).
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were low (respect to C99) and remained practically un-
altered during aging (see also Figure 5). Together with
the accumulation of APP and APP-fragments, we also
observed an increase in the levels of both BACE-1 and
PS1 proteins. As shown, Figure 4B, the mature (and im-
mature) form of BACE-1 was increased in 18-month-old
PS1/APP mice (as compared with 6 months) whereas no
differences in mRNA levels were observed (data werenormalized by the expression of 6-month-old WT mice,
n=5 for each age and genotype: 6 months: 1.00±0.08
vs 0.88±0.24; 12 months: 1.39±.19 vs 1.10±0.12; 18
months: 1.29±0.20 vs 1.33±0.27; for WT and PS1/APP,
respectively). As expected, BACE-1 was preferentially
accumulated within dystrophies, surrounding Abeta
plaques (Figure 4C). Furthermore, this alteration in
BACE-1 level was also reflected by a higher BACE-1
enzymatic activity (Figure 4E). In parallel with these
Figure 3 The mature forms of cathepsin B and D decreased whereas Lamp1, Lamp2 and V0a1 proton pump subunit accumulated in
PS1/APP mice hippocampus. (A-B) Western blots and quantitative analysis (n=5 for each age and animal group) of cathepsin B (A) and D (B)
showed the existence of a significant decrease in the mature forms of both proteins. This decrease was observed exclusively in PS1/APP
transgenic mice at both ages tested (6 and 18 months). C-D) Same mice model accumulated Lamp1 (tested by western blot, C, n=3) or Lamp2
(tested by immunohistochemistry at 6 and 18 months of age). Lamp2 immunolabeled sections of 6 (d1) and 18 (d2) month-old PS1/APP mice
counterstained with Congo red for fibrillar amyloid plaques revealed Lamp2 labeling associated to dystrophic neurites surrounding amyloid
plaques (arrows) at both ages that increased with age. In WT mice (d3 and d4, for 6 and 18 months respectively) Lamp-2 immunostaining was
associated to cell somata and neuropile. No dystrophies were detected in control samples. E) Representative western blot and quantitative
analysis (n=5 for each age and animal group) of V0a1 proton pump subunit in samples from 6 and 18 month-old WT and PS1/APP mice. Both,
the mature and immature forms of V0a1 seemed to be accumulated, although not significantly, in 6 and 18 months of age PS1/APP mice. CA1,
hippocampal subfield; DG, dentate gyrus; so, stratum oriens; sp, stratum pyramidale; sr, stratum radiatum. Scale bars: 500 μm (D), 25 μm
(insets in d1 and d2).
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undetectable in WT and at early ages in PS1/APP mice,
Figure 4D) were also accumulated in aged PS1/APP
mice (Figure 4D), in absence of variation in the trans-
gene expression (data were normalized to expression
levels detected in 6 months PS1/APP, n=6 for each age,
1.06±0.45, 1.0±0.69, 1.33±0.62 and 1.03±0.82 for 2, 6, 12
and 18 month PS1/APP, respectively). Although gamma-
secretase is a multimeric protein and the increase in a
single subunit could not directly reflect a parallel incre-
ment in the mature complex, it is of note that PS1-
terminal fragments were exclusively generated when
PS1fl was incorporated into the mature complex (see[34]). Thus, these data were consistent with an age-
dependent increase in gamma-secretase. In fact, the
gamma-secretase activity, determined as the rate of AICD
production using fresh membranes isolated from different
ages (in consequence, the substrate was the endogenous
APP-CTF fragments, presented at each age) displayed a
consistent increase in the aged PS1/APP samples
(Figure 4F). It should be noted that, under these experi-
mental conditions, we cannot discriminate if the increase
in gamma-secretase activity was reflecting the accumula-
tion of PS1-ctf or just an increase in substrate (C99 frag-
ment, predominantly). Independently, the aged PS1/APP
mice displayed an increased C99 processing capacity.
Figure 4 Increased amyloidogenic processing of APP in aged PS1/APP hippocampus. A) Representative western blots (n=4 for each age
and animal group) for full-length APP (hAPPfl) (upper panel) and, APP-C terminal fragments (C99 and C83; middle panel) in 6, 12 and 18 month-
old PS1/APP hippocampal samples. Quantitative analysis showed a significant increase in C99 from 6 to 18 months. APPfl also displayed a
moderate (but significant) accumulation at 18 month-old. The amyloidogenic route was evaluated by testing the expression of BACE-1 (by
western (B), n=5; and immunohistochermistry (C), n=3) and PS1 (n=6) (D) proteins. Dystrophic neurites surrounding plaques were positive for
BACE-1 antibody. The enzymatic activities of BACE-1 (n=3) (E) and gamma-secretase (n=6) (F) were also assayed. Inset in panel F showed the
accumulation of soluble AICD after 2 hours of incubation (at 37°C), in absence (minus) and in presence (plus) of 100 μM of the gamma-secretase
inhibitor L-685-458, demonstrating that AICD production was dependent of the gamma-secretase activity. As shown, 18 month-old PS1/APP mice
displayed an accumulation of both BACE-1 and PS1 (CTF fragment and full length) proteins paralleled by an increase in the corresponding
enzymatic activities. Scale bar: 50 μm.
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Abeta accumulation in N2aAPPswe cells
We next evaluated, in vitro using APPSwedish trans-
fected N2a cells [35], whether the APP metabolism was
indeed affected by the inhibition of the intracellular pro-
teolysis. For these experiments, the lysosomal or protea-
somal/lysosomal activities were inhibited by the addition
of Chloroquine (10 μM) or MG132 (5 μM). As expected,
both lysosomal and/or proteasomal inhibition produced
the accumulation of ubiquitinated proteins and the
autophagosomal marker LC3-II (Figure 5A). Using thesame protein extracts, we next tested whether the inhib-
ition of proteasomes and/or lysosomes was reflected by
alterations of the APP metabolism. As shown, both inhi-
bitors produced a clear accumulation of APP-CTFs in
APP N2a cells. In fact, C99 fragment and, more relevant,
intracellular monomeric Abeta were accumulated after
either treatment (Figure 5B). Furthermore, we also
observed a parallel accumulation of BACE-1 and PS1-cft
protein (Figure 5C). Therefore, these in vitro experi-
ments demonstrated that the inhibition of lysosomal
or proteasomal degradation processes produced the
Figure 5 In vitro inhibition of either lysosomal and/or proteasomal activities induced the amyloidogenic APP processing in N2a-
APPswe cultures. A) The inhibition of proteasomal/lysosomal (MG132) or lysosomal (Chloroquine) activities produced the accumulation of both
ubiquitinated proteins (upper panel) and LC3-II autophagosomal marker (middle panel). Graphs showed the quantitative data of three different
experiments using three different N2aAPPswe cultures. B) Using the same protein samples as in (A), we analyzed the effect of either inhibitor on
the APP-CTF processing (upper western) and intracellular Abeta accumulation (lower western). As also shown quantitatively in graphs, either
treatment produced the increase in the APP processing and the intracellular Abeta accumulation. C) In parallel, the expression of BACE-1 and
PS1-ctf was also tested. As showed quantitatively, after 24h of treatment, both BACE-1 and PS1-cft were significantly accumulated in N2aAPPswe cells.
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in parallel with BACE-1 and PS1-ctf proteins. These data
demonstrated that any misbalance in the correct intra-
cellular proteolysis could induce the accumulation of
APP products and, in consequence, increased the pro-
duction of Abeta peptide.
Age-dependent increase in Abeta accumulation in
isolated presynaptic terminals (synaptosomes)
Finally, we also tested whether the observed age-
dependent deficiencies in cytoskeletal proteins, lyso-
somal activity and APP-metabolism were reflected by
modification of the APP fragment distribution inisolated synaptosomes. If the neuritic pathology in this
model was predominantly, although not exclusive, of
axonal origin, the observed modifications should pro-
duce the accumulation of APP-derived peptides (includ-
ing Abeta) at the presynaptic terminals. In fact, we have
recently reported the existence of presynaptic terminals
containing multiple autophagic vesicles in PS1/APP mice
[17]. To test this possibility, the homogenates were frac-
tionated into microsomal and synaptosomal fractions.
The microsomal fraction contained a heterogeneous
population of vesicles of different origins whereas synap-
tosomes were principally enriched in presynaptic
terminals.
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as a marker of autophagosomes, between microsomes
and synaptosomes. As shown (Figure 6A, a1), in WT
mice the LC3-II was abundant in microsomes whereas it
was scarce in synaptosomes at any age tested (see also
[17]). As expected, the LC3-II levels were higher in PS1/
APP mice, as compared with WT, and increased with
age in both fractions (Figures 6A and B). Thus, these
data indicated the accumulation of autophagic vesicles
at the presynapses [17] and also corroborated the exist-
ence of transport defects in PS1/APP mice.
We next analyzed the distribution of APP CTFs (C99
and C83) and Abeta between both fractions (Figure 6A,
a2-4). Although the level of C99 increased clearly with
age (in agreement with our previous data), the C99 con-
tent was patently higher in microsomes than in the
synapsomal fraction. This preferential distribution wasFigure 6 Monomeric Abeta was preferentially accumulated in isolated
C99 fragment preferentially localized in microsomes. A) Microsomal an
and PS1/APP mice. Using these samples, we tested the distribution of LC3-
monomeric Abeta peptide (a3 and a4 for a longer exposure). ATP-synthase
loading. Quantitative analysis of western blots demonstrated the age-depe
6 month WT mice) (B) and C99 (as compared with 6-month-old PS1/APP m
preferentially accumulated in the synaptosomal fractions (D). These experim
the intrasynaptosomal origin of the monomeric Abeta. The tissue from a 1
(control) or in presence of 0.5% CHAPS + 0.5% DOC, and synaptosomes we
membranes avoided the Abeta flotation on gradients (upper panels). On th
in absence (minus) of presence (plus) of synthetic Abeta42 and the synapto
homogenization.in agreement with the accumulation of BACE-1 in dys-
trophic neurites (Figure 4C) and the relative abundance
of BACE-1 in microsomes (vs synaptosomes, data not
shown). However, in spite of the large C99 accumula-
tion, the monomeric Abeta peptide was scarce in micro-
somes and was preferentially accumulated at the
synaptosomal fractions. It is noteworthy that, at early ages,
synaptosomes accumulated low amount of monomeric
Abeta (see Figures 6 a3, a4, D and E), whereas, at late ages,
the monomeric Abeta peptide was highly concentrated at
the synaptosomal fractions (63.6±7.5 fold as compared
with 6 months, n=4; Figure 5D).
It could be argued that synaptosomal Abeta were of
extracellular origin, due to contamination with plaques or
by internalization during homogenization. To ascertain
the intrasynaptosomal origin we have first tested whether
the Abeta in the synaptosomal fractions was due to plaquesynaptosomal fraction, from aged PS1/APP mice, whereas APP-
d synaptosomal fractions were isolated from 6, 12 and 18 months WT
II autophagosomal marker (a1), the APP-CTF fragments (a2) and the
and b-actin were used as control of synapsomal integrity and protein
ndent accumulation of LC3-II (compared with the respective fraction in
icrosomes) (C) in microsomal fractions. The monomeric Abeta was
ents were repeated four times. E) Control experiments demonstrating
2 month-old PS1/APP mice was divided, homogenized in absence
re isolated by Ficoll gradients. As shown, the disruption of cell
e other hand, tissue from 6 month-old WT mice were homogenized
somes were isolated. No Abeta were compartmentalized during
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disruption of cellular membranes and the formation of
synaptosomes, by homogenization of the tissue in presence
of mild detergents (CHAPS plus deoxycholate), completely
avoided the presence of Abeta on the synaptosomal frac-
tions of the Ficoll-gradients. Second, the possible extracel-
lular origin of Abeta, due to its compartmentalization on
synaptosomes during homogenization, was tested by add-
ing synthetic monomeric Abeta42 to WT samples in the
homogenization buffer. As shown, Figure 6E lower panel,
the synthetic Abeta was not recovered on the synaptoso-
mal fractions of WT mice whereas it was clearly detectable
on the soluble fractions. These control experiments
demonstrated the intrasynaptosomal origin of Abeta.
Discussion
In this work, we studied the progression of hippocampal
neuronal pathology, in the PS1M146L/APP751SL model,
that connects cytoskeleton and protein degradation dys-
function with dystrophy formation and synaptic Abeta
production. As we reported previously, this model dis-
played the formation of axonal dystrophies, associated to
extracellular Abeta deposition since early ages [17].
These dystrophies accumulated numerous vesicles of,
among different origins, autophagic/lysosomal nature.
Also, the axonal pathology was associated with the pres-
ence of aberrant presynaptic terminals in close proximity
to Abeta plaques. In agreement with others [36-38] we
observed that extracellular Abeta, probably by increasing
the local calcium concentration, might produce cytoskel-
etal abnormalities that could induce transport defects
(see also [39-43]). In fact, data presented in this work
demonstrated the existence of a progressive increase in
neurofilaments and tau hyperphosphorylation (SMI31,
AT8 and AT100 epitopes). This increase was prevalently
observed in dystrophies, surrounding the Abeta plaques.
In conjunction with this apparent cytoskeletal dysfunc-
tion, we also observed a decrease in the levels of kinesin
and dynein motor proteins. Taken together, these data
strongly suggest the existence of a progressive, age-
dependent, disorganization of the axonal cytoskeleton,
which could impair the normal axonal transport, at local
points in contact with extracellular Abeta deposits, (see
also [25,43]). Furthermore, our data also demonstrated
the accumulation of LC3-II and ubiquitinated proteins,
principally at dystrophies. Whereas these observations
could be interpreted as a simple accumulation of autop-
hagosomes/lysosomes due to transport defects, our data
also demonstrated the existence of a marked inhibition
of the intracellular proteolytic activities. In fact, we
observed a profound decrease in the cathepsin B and D
activities and, in a minor extent, the proteasomal
chymotrypsin activity. In parallel, we also observed a re-
duction in the mature forms of both cathepsins B and Din PS1/APP samples. The reasons that determined this
marked and early proteolytic inhibition are unknown. It
has been proposed that FAD mutations in PS1 impaired
the maturation of V0a1 subunit of the vATP-ase [6].
However, as mentioned (see results), in our model, the
V0a1 subunit displayed no apparent defects on its mat-
uration. Furthermore, 6-month-old PS1M146L trans-
genic mice displayed no variations on cathepsin B
activity. Thus, the observed decrease in cathepsin B
and D activities seemed to be independent of the pro-
ton pump maturation (see also [44]). Nevertheless, our
data were indeed compatible with defects on lyso-
somal acidification and/or maturation. In this sense, it
has been also proposed that axonal transport was cru-
cial for lysosomal maturation and function [33]. Thus,
in our AD model, the cytoskeletal disorganization
(probably mediated by extracellular Abeta and calcium
misbalance) could also impair the lysosomal matur-
ation (reflected by a decrease in the mature forms
of both cathepsins tested) and, in consequence, the
proteolytic function (decrease in the cathepsin activ-
ities). Further experiments should be done to ascertain
this point.
We also analyzed the consequences of this neuritic
pathology on APP processing and Abeta generation.
In this sense, the overexpression of cathepsin B [45],
the enhancement of cathepsin activities [9] or the
positive lysosomal modulation [26] reduced the Abeta
accumulation, the synaptic deficiencies and restored
the cognitive function in transgenic mice. Thus, the
progressive decrease of cathepsin activities and, in a
minor extent, proteasomal activity, observed in our
model, could be paralleled by an increase in the amy-
loidogenic APP processing. In fact, the observed age-
dependent accumulation of hAPPfl and C99, together
with the increase in BACE-1 and PS1-ctf proteins and
their enzymatic activities, confirmed this proposition.
Furthermore, our in vitro experiments also corrobo-
rated the rapid and progressive accumulation of APP
derived C-terminal fragments, intracellular Abeta and
both BACE-1 and PS1-ctf proteins after lysosomal
and/or proteasomal inhibition (see also [46,47]).
Therefore, based on these data, it is tempting to
speculate that the formation of axonal dystrophies,
probably due to the presence of extracellular Abeta
[48], might produce a decrease in the intracellular
proteolysis. This was paralleled by the accumulation
of APP derived fragments inducing, in consequence,
the production of higher amount of Abeta peptides
(see also [49]). This self-progressing pathological sce-
nario could be implicated in the progressive increase
of Abeta and BACE-1 observed in AD patients (data
not shown; see also [50]) and in the expansion of the
pathology (see below).
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preferential accumulation of Abeta peptides in isolated
synaptosomal fractions. Whereas this preferential accu-
mulation could reflect the high gamma-secretase activity
at the presynaptic terminals (data not shown but see
[51]), these data also indicated that Abeta peptides were
produced in compartment(s) different to, or in addition
to, the autophagic vesicles [52]. This proposition was
based on the observation that LC3-II, an autophagic
marker, was preferentially concentrated in the micro-
somal fractions and it was scarce in synaptosomes. Al-
though autophagic vesicles were indeed concentrated in
pathological presynaptic terminals [17], the clear dispro-
portion between LC3-II and Abeta in microsomes and
synaptosomes, at all ages tested, strongly indicated a dif-
ferent compartmentalization. In this sense, it has been
recently proposed that Abeta was synaptically produced
and secreted from endosomal compartment [53]. Inde-
pendently of the intracellular compartment, the synaptic
production of Abeta peptides, observed in this work,
could be implicated in the synaptic dysfunction in AD
patients and in the pathological progression between
synaptically connected areas. In this sense, it is widely
accepted that the severity of the disease correlated better
with the synaptic dysfunction rather than the plaque
load. Thus, the age-dependent accumulation and, prob-
ably, release of Abeta peptides by presynapses could be
directly implicated in the dendritic spine alterations
observed in AD patients and in AD models. Further-
more, recent publications have been highlight the pro-
gression of Abeta [54,55] and tau [56,57] pathology
between synaptically connected regions. In this sense,
we have also reported the existence of a preferential
Abeta deposition, microglial activation and neurodegen-
eration of principal neurons in layers V-VI of the entorh-
inal cortex [58]. However, these particular pyramidal
cells did not express the transgenic hAPP and, in conse-
quence, did not produce Abeta peptides. Thus, the pre-
synaptic accumulation of Abeta peptides, reported here,
might be implicated in the Abeta deposition and patho-
logical spreading from Abeta producing region/layer into
other brain regions.
In sum, our data demonstrated the existence of a pro-
gressive, age-dependent, cytoskeletal pathology (probably
due to the extracellular Abeta deposition) that could be
implicated in a reduction of the intracellular proteolyti-
cal processes. This impairment was associated to a pro-
gressive accumulation of APP derived fragments (and
Abeta peptides) according with the increase of BACE-1
and gamma-secretase activities. This retard in the APP
metabolism seemed to be directly implicated in the syn-
aptic Abeta accumulation and, in consequence, in the
pathology progression between synaptically connected
regions.Methods
Transgenic mice
Generation and initial characterization of PS1M146L/
APP751sl (PS1/APP) tg mice has been reported previo-
usly [10,58,59]. Heterozygous PS1/APP double tg mice
(C57BL:6 background) were generated by crossing homo-
zygous PS1 tg mice with heterozygous Thy1-APP751SL
mice. Only male mice were used in this work. Age-
matched non-transgenic male mice (WT) of the same
genetic background (C57BL:6) were used as controls.
Mice were first anesthetized with sodium pentobarbital
(60 mg/kg), the hippocampi were dissected and immedi-
ately frozen and stored at −80°C until use. For immunohis-
tochemistry, anesthetized mice were perfused transcardially
with a paraformaldehyde-based solution (see details below).
All animal experiments were performed in accordance with
the guidelines of the Committee of Animal Research of the
University of Seville (Spain) and the European Union
Regulations.
RNA and total protein extraction
Total RNA from mice hippocampi or cultured cells was
extracted using Tripure Isolation Reagent (Roche) as
described previously [10,11,27,58,59]. After isolation, RNA
integrity was assessed by agarose gel electrophoresis. The
yield of total RNA was determined by measuring the ab-
sorbance (260:280 nm) of isopropanol-precipitated ali-
quots of the samples. The recovery of RNA was
comparable in all studied groups (1.2-1.5 μg/mg of tissue).
The protein pellets, obtained using the Tripure Isola-
tion Reagent and isopropanol-mediated precipitation,
were resuspended in 4% SDS and 8M urea in 40 mM
Tris–HCl, pH 7.4 and rotated overnight at room
temperature to get complete protein solubilization.
Reverse transcription and real-time RT-PCR
Retrotranscription (RT) was performed using random
hexamers, 4 μg of total RNA as template and High-
Capacity cDNA Archive Kit (Applied Biosystems) fol-
lowing the manufacturer recommendations [10,27]. For
real time RT-PCR, commercial Taqman™ probes (Ap-
plied Biosystems) were used for amplification. Alterna-
tively, SYBRgreen dye and designed specific primers
were used for amplification of human APP751 (forw-
ard: 5´-GGATATGAAGTTCATCATCA-3´; reverse: 5´-
TCACTGTCGCTATGACAACA-3´), and human PS1
(forward: 5´-TGGCTCATCTTGGCTGTG-3´; reverse:
5´-ACCAGCATACGAAGTGG-3´). PCR reactions were
carried out using either ABI Prism 7000 or 7900HT se-
quence detector systems (Applied Biosystems). A stand-
ard curve was first constructed for every assay, using
increasing amounts of cDNA. In all cases, the slope of the
curves indicated optimal PCR conditions (slope 3.2-3.4).
The cDNA levels of the different mice were determined
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fication was done in parallel with the gene to be analyzed,
and this dada used to normalize target gene results.
Independent of the analyzed gene, results were always
expressed using the comparative Ct method, following
the Bulletin number 2 from Applied Biosystems. As a
control condition, we selected 6-month-old WT mice. In
consequence, the expression of all tested genes, for all
ages and mouse strains, was referenced to the expression
levels observed in 6-month-old WT mice.
Western blot
Western blots were performed as described [60]. Briefly,
5–20 μg of proteins from the different samples were
loaded on 16%-SDS-tris-tricine-PAGE or 12%-SDS-tris-
glycine-PAGE and transferred to nitrocellulose (Hybond-
C Extra; Amersham).
After blocking, using 5% non-fat milk, membranes
were incubated overnight, at 4°C, with the appropriate
antibody: phospho-neurofilament (clone SMI-31; 1:1,000;
Abcam), total-neurofilament (clone SMI-32; 1:1000;
Abcam), phospho-Ser199:202-Thr205-PHF-tau (clone
AT8; 1:1000; Pierce), phospho-Thr212-Ser214-PHF-tau
(clone AT100; 1:1,000; Innogenetics), kinesin-1 heavy
chain (1:1,000; Abcam), dynein-1 intermediate chain
(1:1000; Millipore), ATP-synthetase-Beta (1:1000; BD
Transduction Laboratories), Abeta peptide (clone 6E10;
1:5000; Signet), APP C-terminal (1:6000; Calbiochem),
PS1 C-terminal (1:2000; Millipore), BACE-1 (1:1000;
Abcam), V0a1-proton-pump subunit (1:1000; Synaptic
Systems), LC3B (1:1000; Cell Signaling), cathepsin B
(1:1000, Santa Cruz); cathepsin-D (1:5000; ABFrontier
Co. Ltd), Lamp-1 (1:1000; Developmental Studies
Hybridoma Bank; University of Iowa), ubiquitin (1:1000;
Sigma-Aldrich) and Beta-actin (1:5000; Sigma-Aldrich).
Membranes were then incubated with the correspond-
ing horseradish-peroxidase-conjugated secondary anti-
body (Dako, Denmark) at a dilution of 1:8000. Each
blot was developed using the ECL-plus detection
method (Amersham).
For quantification, the scanned (Epson 3200) images
were analyzed using PCBAS program. For normalization
purposes, proteins were first estimated by Lowry and
protein loading corrected by beta-actin. The intensity of
bands from 6-month-old WT or PS1/APP (Figures 4A,
E and F; Figures 5C and D) mice were averaged and con-
sidered as 1 relative unit. All other data were then nor-
malized by the specific signal observed in 6-month-old
WT or PS1/APP group or negative control for “in vitro”
experiments.
Enzymatic activity determination
BACE-1, Cathepsin B and D activities were determi-
ned using commercial kits (R&D Systems, Germany;Calbiochem, Germany and Sigma-Aldrich, respect-
ively) following the manufacturer instructions. Briefly,
fresh hippocampal samples were homogenized in the
buffer supplied by the manufacturer or in PBS (for
proteasome activity), centrifuged at 10,000xg (15 min
at 4°C) and the supernatant (100–200 μg of protein
per assay) was used. BACE-1 and cathepsin B and D
activities were determined using substrates provided
by the manufacturer
Proteasome chymotrypsin-like activity was determined
as described [61]. Briefly, soluble fractions (30–50 μg
of protein per assay) were diluted in 50 μM reaction
substrate Suc-Leu-Leu-Val-Tyr-aminomethylcoumarin
(AMC) (Sigma-aldrich), 0.1mM EDTA, 5mM DTT,
0.01% (w:v) CHAPS; 100mM NaCl; 1% (v:v) Glycerol,
50mM HEPES-KOH pH 7.5. Duplicated reactions
were placed in a 96-well black polystyrene microplate (BD
Transduction Labs.) and incubated at 37°C. Fluorescence
was determined at excitation 360-380nm and emission
460-480 nm.
For each enzymatic assay, the fluorescence intensity
was determined every 15 minutes (starting by the
addition of the substrate) for a 1–2 hours final incuba-
tion time, using a Synergy HT Multi-mode microplate
reader (Biotek). The activities were calculated from the
maximal slope of the fluorescence intensity vs time
curves and corrected by the amount of protein added.
The results were then normalized by the activity
observed in 6 months WT mice or 6 months PS1/APP
mice (for BACE-1).
Also for each enzymatic activity, a reaction without
substrate, a reaction without sample, and reaction with
an inhibitor were used as negative controls. The inhibi-
tors used were: Cathepsin B, Inhibitor Ref. 219385 (Call-
biochem); Cathepsin D, pepstatin A Solution Ref. P3749
(Sigma-Aldrich); Proteasome 10 μM MG-132 (Sigma-
Aldrich). Independently of the enzymatic activity assay,
each experiment was repeated, at least, three times for
each age and genotype.
Gamma-secretase activity was determined following
previously described protocols with some modifications
[62]. Briefly, membrane pellets from PS1/APP animals
(n=6 per age) were thawed and resuspended (at 3 mg of
protein per ml) in 150 mM Citrate Buffer, pH 6.4, con-
taining protease inhibitors (Roche). Aliquots (150 μg of
proteins) were used for each assay. As negative control,
100 μM L-685-458 gamma-secretase inhibitor (Calbio-
chem) was added prior assay. Samples were then incu-
bated, at 37°C with orbital shaking at 400 rpm, for 2
hours. After incubation, membranes were sonicated (at 80
W for 30 seconds) and centrifuged at 30,000xg (30 min-
utes, 4°C). Supernatants were used to determine AICD
production by western blot using anti-APP C-terminal as
primary antibody.
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After anesthesia with sodium pentobarbital (60 mg/kg),
6, 12, and 18-month-old control (WT) and PS1/APP tg
male mice (n=4/age/genotype) were perfused transcar-
dially with 0.1 M phosphate-buffered saline (PBS), pH
7.4 followed by 4% paraformaldehyde, 75 mM lysine, 10
mM sodium metaperiodate in 0.1 M phosphate buffer
(PB), pH 7.4. Brains were then removed, post-fixed over-
night in the same fixative at 4°C, cryoprotected in 30%
sucrose, sectioned at 40 μm thickness in the coronal
plane on a freezing microtome and serially collected in
wells containing cold PBS and 0.02% sodium azide. All
animal experiments were approved by the Committee of
Animal Use for Research of the Malaga University
(Spain) and the European Union Regulations.
Immunohistochemistry
Coronal free-floating brain sections (40 μm thick) from 6
and 12–18 month-old control (WT) and PS1/APP mice
were processed simultaneously in the same solutions and
conditions to prevent processing variables. Sections were
first treated with 3% H2O2/3% methanol in PBS and with
avidin-biotin Blocking Kit (Vector Labs, Burlingame, CA,
USA), and then incubated overnight at room temperature
with one of the following antibodies: anti-APP-C-terminal
rabbit polyclonal (1:20,000; Sigma-Aldrich), anti-phospho-
Ser199:202:Thr205-PHF-tau mouse monoclonal (clone
AT8; 1:500; Pierce) anti-ubiquitin rabbit polyclonal (1:2,000,
Dako), anti-LC3 goat polyclonal (1:1,000, Santa Cruz
Biotechnology), anti-BACE-1 rabbit polyclonal (1:1,000,
Abcam) or anti-Lamp2 rabbit polyclonal (1:500, Abcam).
The tissue-bound primary antibody was detected by
incubating with the corresponding biotinylated second-
ary antibody (1:500 dilution, Vector Laboratories), and
then followed by streptavidin-conjugated peroxidase
(Sigma Aldrich) diluted 1:2000. The reaction was visua-
lized with 0.05% 3-3’-diaminobenzidine tetrahydrochlor-
ide (DAB, Sigma Aldrich), 0.03% nickel ammonium
sulphate and 0.01% hydrogen peroxide in PBS. When
required, immunolabeled sections were then incubated
for 3 minutes in a solution of 20% Congo red. Sections
were then mounted on gelatin-coated slides, air dried,
dehydrated in graded ethanols, cleared in xylene and
coverslipped with DPX (BDH) mounting medium. Speci-
ficity of the immune reactions was controlled by omit-
ting the primary antiserum.
Quantitative analysis of Abeta plaques-associated
dystrophic neurites
The number of APP-immunopositive dystrophic neurites
per plaque was quantified over Congo red stained Abeta
deposits in sections from PS1/APP animals at young
(4 and 6 month-old group) and old (12 and 18 months-
old group) ages (n= 6/group; 5 sections per animalthrough the antero-posterior extent of the hippocam-
pus). Quantification was done in CA1 subfield which
was defined using a 10x objective and the number of
dystrophic neurites was counted using a 100x objective
in an Olympus BX61 microscope equiped with New-
CAST software package (Olympus, Glostrup, Denmark).
All plaques present in the CA1 region of each section
were quantified. The number of dystrophic neurites per
plaque was normalized to the mean plaque area to allow
comparisons between groups.
Synaptosome and microsome fractions isolation
Synaptosomal fractions were obtained basically as
described previously [17,63]) with some modifications.
Briefly, one mouse hemicortex was gently homogenized
with a glass Dounce homogenizer in cold Buffer A (0.32
M sucrose, 1 mM EDTA, 1mM EGTA in 20 mM Tris–
HCl pH 7.5, plus 1mM sodium orthovanadate, 50 mM
sodium floride and a complete protease inhibitor cock-
tail (Roche) at a ratio of 40-50 mg of tissue per ml of
buffer. This homogenate was first centrifuged at 1500 g
and the post-nuclear supernatant was again centrifuged
at 12,600 g for 20 minutes at 4°C to get the crude synap-
tosomes fraction. This pellet was resuspended in 13%
(w:v) (final concentration) Ficoll PM400 (in buffer A)
and layered on the bottom of a discontinuous gradient,
composed by buffer A and 7% Ficoll (in buffer A). The
gradient was centrifuged at 100,000g (45 minutes, 4°C)
in a TLS-55 swimming bucket rotor (Beckman-Coulter),
and synaptosomes were isolated at the 7.5–13% inter-
face. After washing (twice with buffer A), the pellet of
synaptosomes was resuspended in Buffer A. The possible
contamination with vacuolated postsynapses was evalu-
ated by testing the presence of tau (presynaptic) and
MAP2 (postsynaptic) proteins. Results (not shown) indi-
cated the existence of a minimal contamination with
vacuolated postsynapses.
On the other hand, the microsomal fraction was
obtained after additional centrifugation of the 12,600 g
supernatant at 100,000 g (1 hour, 4°C) in a TLA-110
rotor (Beckman-Coulter). The pellet of microsomes was
also resuspended in Buffer A. The protein content of the
both synaptosomal and microsomal fractions was deter-
mined by Lowry.
APPswe-expressing N2a cultures
APPswe-stably transfected Neuroblastoma cells were gen-
erously donated by Dr. Gopal Thinakaran (University of
Chicago) [35]. N2aAPPswe cells were cultured in high
glucose DMEM-Optimem (50%-50%) supplemented with
2 mM glutamine and 5% fetal bovine serum (PPA
Company), in presence of Penicillin and Streptomycin
(100 units/ml and 0.01 mg/ml respectively) and G418
(PPA Company) as clonal selection antibiotic (0.2 μg/ml)
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tion of Chloroquine diphosphate salt (Sigma-Aldrich) or
MG132 (Sigma-Aldrich) were diluted in the same media
at a final concentration of 10 or 5 μM, respectively. This
media was kept for 6 or 24 hours before collecting the
cells and isolating RNA and protein as described above.
Statistical analysis
Data were expressed as mean ± SD. The comparison be-
tween two mice groups (WT and PS1/APP mice) was
done by t test. For comparison between several age
groups, we used one-way ANOVA followed by Tukey
post hoc multiple comparisons test (Statgraphics plus
3.1). As stated above, for most experiments, the different
xgroups were compared with 6-month-old WT mice. In
some cases (Figures 4A, E and F; Figure 5C and D)
6-month-old PS1/APP mice were used as reference. The
significance was set at 95% of confidence.
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Smoking exacerbates amyloid pathology
in a mouse model of Alzheimer’s disease
Ines Moreno-Gonzalez1,*, Lisbell D. Estrada2,*, Elisabeth Sanchez-Mejias3 & Claudio Soto1
Several epidemiological studies have shown that cigarette smoking might alter the incidence
of Alzheimer’s disease. However, inconsistent results have been reported regarding the risk of
Alzheimer’s disease among smokers. Previous studies in experimental animal models have
reported that administration of some cigarette components (for example, nicotine) alters
amyloid-b aggregation, providing a possible link. However, extrapolation of these ﬁndings
towards the in vivo scenario is not straightforward as smoke inhalation involves a number of
other components. Here, we analysed the effect of smoking under more relevant conditions.
We exposed transgenic mouse models of Alzheimer’s disease to cigarette smoke and ana-
lysed the neuropathological alterations in comparison with animals not subjected to smoke
inhalation. Our results showed that smoking increases the severity of some abnormalities
typical of Alzheimer’s disease, including amyloidogenesis, neuroinﬂammation and tau
phosphorylation. Our ﬁndings suggest that cigarette smoking may increase Alzheimer’s
disease onset and exacerbate its features and thus, may constitute an important environ-
mental risk factor for Alzheimer’s disease.
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A
lzheimer’s disease (AD) is the most common type of
senile dementia in the elderly population. Histopatholo-
gically, AD is characterized by the extracellular accumula-
tion of misfolded amyloid-b (Ab) into senile plaques and the
formation of neuroﬁbrillary tangles, which are ﬁlamentous
intracellular inclusions formed by hyperphosphorylated tau.
Other AD lesions include a massive inﬂammatory response,
characterized by activated microglia and reactive astrocytes,
synaptic impairment and neuronal loss in selective areas of the
brain1,2. The aetiology of sporadic AD is not well known, but
several risk factors have been shown to increase the probability of
developing the disease3. Although the main risk factor for AD is
aging, various others factors have also been proposed, including
gender, ApoE polymorphism, the coexistence of other disorders
(such as cardiovascular diseases, brain injury, diabetes and Down
syndrome) and several lifestyle conditions, including physical
activity, education, diet or smoking4,5.
The effects of smoking on AD remain unclear. For many years,
smoking was considered to be protective for the development of
AD6,7. It was proposed that acute stimulation of neuronal
nicotinic receptors may have beneﬁcial effects on people with
AD8 and that prolonged treatment may have further beneﬁts by
increasing neuronal survival9. Furthermore, it was reported that
nicotine can decrease amyloid precursor protein (APP) secretion
in animal models10,11, inhibit acquisition of b-sheet conformation
by Ab peptide12, diminish its aggregation13, reduce b-
amyloidosis14 and prevent memory impairment15. In fact,
cotinine, the main metabolite of nicotine, is able to reduce Ab
deposition by inhibiting its oligomerization and decrease memory
impairment in transgenic AD mice16. Moreover, some studies
have found that smoking is able to reduce Ab42 levels both in
control and AD patients17. However, more recent epidemiological
studies have demonstrated that smoking could increase the risk of
AD18–21. A detailed risk assessment study concluded that B14%
of AD cases are potentially attributable to smoking, and thus a
25% reduction in smoking frequency could potentially lower AD
prevalence by many hundred thousand cases worldwide3.
Moreover, histopathological studies showed that smokers have
more severe neuropathological alterations than those who have
never smoked, including neuroﬁbrillary changes and neuritic
plaques22,23. To explain the discrepancy in the results, it was
proposed that the deleterious effect of smoking on AD may have
been masked by the fact that subjects who would have
subsequently developed AD had either died or left the study
due to other co-morbidities24,25. From the mechanistic viewpoint,
it has been reported that nicotine exacerbates tau
phosphorylation both in mouse and rat models of AD26,27. In
addition, it has also been described that smoking can directly
induce cognitive impairment28,29.
In the present study, we investigated the effects of smoking on
amyloid burden, inﬂammatory response, tau phosphorylation and
neurodegeneration in the hippocampus and cortical area in a
double-transgenic mouse model of AD. We found that smoking
exacerbates Alzheimer’s-like pathology in this in vivomodel of AD.
Results
Cigarette smoke in APP/PS1 increases blood cotinine levels.
APP/PS1 transgenic mice were exposed to both mainstream
(smoke inhaled by an active smoker) and sidestream smoke
(smoke from the burning end of a cigarette) in a non-ventilated
exposure chamber, using a peristaltic pump that sucked the smoke
from the cigarette with an airﬂow rate of 80mlmin 1 (Fig. 1).
Smoke from a commercially available cigarette was administrated
5 days per week in two different doses for 4 months. Treatment
started when the animals were 3 months of age and they were
sacriﬁced at the age of 7 months for analysis. The high-dose group
received the smoke of one cigarette during 60min, whereas low
dose group received half of a cigarette during 30min. Control
transgenic animals were exposed to room air only. To measure the
amount of smoke taken by the mice, we analysed the levels of
cotinine in plasma during the treatment. Cotinine, the primary
metabolite of nicotine, is used as a biomarker for cigarette smokers
and those exposed to environmental tobacco smoke due to its
longer half-life compared with that of nicotine30. In passive
smokers, cotinine level in plasma is B4.4 ngml 1, whereas for
active smokers, it is 410 ngml 1 (ref. 31), even after the
administration of low-nicotine cigarettes32. Cotinine levels in
plasma could reach up to 500ngml 1 in heavy smokers. As
cotinine is completely cleared from the system after 3 days of
smoke exposure, we quantiﬁed cotinine levels in plasma after 1, 2
and 3 days of treatment in low-dose and high-dose groups to
check the exposure level to tobacco smoke (Fig. 2). The high dose
group reaches the cotinine levels of a light active smoker
(410 ngml 1) 3 days after starting smoke administration,
whereas the low dose group displays a cotinine concentration of
o5 ngml 1 (Fig. 2). These cotinine values suggest that mice
receiving low dose of cigarette smoke uptake a similar amount of
smoke as passive smokers, whereas mice treated under the high
dose of cigarette smoke receive a similar exposure as light active
smokers.
Cigarette smoking exacerbates amyloid load and plaque
density. Amyloid beta (Ab) extracellular accumulation is one of
the main neuropathological features of AD. To determine whether
smoking affects Ab deposition, we analysed Ab burden, density
and size of amyloid deposits in 7-month-old control transgenic
animals and those treated with different doses of cigarette smoke.
We focused on the hippocampus and cortex because these regions
are the most affected by amyloid deposition in AD in both
humans and transgenic animals. Histological analysis of immu-
nostained slides with a speciﬁc antibody against Ab (4G8, which
recognizes amino acid residues 17–24 of Ab) was performed in
exposed and unexposed mice (Fig. 3). APP/PS1 animals start to
develop amyloid plaques around 5–6 months-old33,34. At 7
months of age, the control animals and those exposed to a low
dose of cigarette smoke, display a small amount of Ab plaques
Smoking chamber Cigarette Pump
Smoke flow
Figure 1 | Diagram of the smoking chamber and smoke ﬂow. A peristaltic
pump was used to suck the smoke from the cigarette and redirect it into the
chamber again. Both mainstream and sidestream smoke was put into the
chamber. The smoking chamber has nine compartments connected by
holed panels. During the treatment, the animals were rotated for a more
homogeneous cigarette-smoke exposure. No animals were placed on the
compartments that directly received the smoke (either from the cigarette or
from the pump). Control animals were exposed only to room air in a similar
chamber.
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in cortical (Fig. 3a) and hippocampal (Fig. 3b) regions.
Quantiﬁcation of Ab burden, expressed as percentage of stained
area per total area analysed, showed a signiﬁcant increase (433%)
in amyloid load in high-dose-treated animals compared with the
low-dose group or the control unexposed animals in the cerebral
cortex (n¼ 5–6 animals/group, four sections per animal; P¼ 0.016
by one-way one-way analysis of variance (ANOVA); Po0.05 by
post-hoc Tukey’s multiple comparisons test) (Fig. 3c). However,
despite a trend, amyloid burden was not signiﬁcantly increased in
the hippocampal region by smoke exposure (Fig. 3d). The increase
of amyloid load could be related with an increase in the number of
plaques, the size of the amyloid deposits, or both. To address this
question, we next quantiﬁed the density of amyloid plaques and
expressed this measurement as the number of amyloid plaques per
mm2. In this case, we found signiﬁcant differences in plaque
density in both cortex (Fig. 3e) and hippocampus (Fig. 3f)
(þ 39.7% and þ 48.6%, respectively). These results indicate that
smoke exposure exacerbates the pathology by increasing the
amount of amyloid plaques, possibly by promoting the formation
of new plaques. To further investigate this issue, we studied
the size distribution of amyloid deposits, classifying them into
four different size ranges: plaqueso200mm2, 200–500mm2, 500–
1,000mm2 and 41,000mm2. In both cortex (Fig. 3g) and
hippocampus (Fig. 3h), we observed a signiﬁcant increase in the
number of small plaques (þ 53.0% and þ 60.5% respectively) in
the high-dose group compared with that in the low-dose and
control groups (n¼ 5–6 animals/group, four sections per animal;
P¼ 0.035 by two-way ANOVA; Po0.05 and Po0.01 by post-hoc
test, respectively). This result suggests that the primary effect of
tobacco smoke on amyloid is to promote the formation of new Ab
deposits.
To evaluate the inﬂuence of smoking in the formation of
ﬁbrillar amyloid deposits, Thioﬂavin-S (ThS) staining was done in
sections corresponding to the cortical area (Fig. 4a), hippocampus
(Fig. 4b) and subiculum (Fig. 4c). Quantiﬁcation of ThS-positive
ﬁbrillar amyloid shows that high-dose-treated animals display a
larger amount of these structures in both cortex (þ 58.1%)
and hippocampus (þ 103.0%) (Fig. 4d and e) compared with
low-dose-treated animals and controls (n¼ 5–6 animals/group,
four sections per animal; P¼ 0.021 and P¼ 0.041 respectively by
one-way ANOVA; Po0.05 by post-hoc test). However, the
ThS-positive amyloid burden in the subicular area was not
signiﬁcantly different among groups after smoke exposure
(Fig. 4f). These results indicate that smoking can also enhance
the maturation of amyloid plaques. Alternatively, it is also possible
that smoking can stimulate the earlier deposition of plaques,
giving them more time to mature. Therefore, exposure to high-
dose cigarette smoke induces an increase in the number, burden
and maturation of amyloid plaques in hippocampus and cortex.
No signiﬁcant effect on any of these parameters was observed
when the animals were subjected to low doses of cigarette smoke,
comparable to those received by passive smokers.
Enhancement of neuroinﬂammation by cigarette smoking.
Another important hallmark of AD pathology is a chronic
inﬂammatory response in the brain associated with amyloid
deposition. This neuroinﬂammatory process manifests as an
increase of reactive astrocytes and activated microglia35. To
determine the effect of cigarette smoke in AD-associated
microglial activation, we immunostained microglial cells using
Iba1 antibody (Fig. 5a-d) and quantiﬁed the labelled area in
relation to the total area analysed. Iba1 is a protein speciﬁcally
expressed in microglial cells with macrophage activity and is
upregulated during their activation36. As noticed in the
representative pictures, both cortex (Fig. 5a) and hippocampus
(Fig. 5b) display lower Iba1-inmmunoreactivity in control
animals and low-dose-treated animals compared with the high
dose group. Activated microglial cells in the control group (arrow
in Fig. 5c) are scattered and less abundant than in the high-dose
group, where enlargement of the cell body and swelling of
microglial processes is highly prominent (arrows in Fig. 5d). Most
of the microglial cells are arranged in clusters, probably
surrounding the plaques. The densitometric analysis of light
microscopic images showed an enhanced microglial activation in
high-dose-treated animals compared with low-dose and control
groups in both cortex (þ 50.0%) and hippocampus (þ 85.7%)
(n¼ 5–6 animals/group, four sections per animal; P¼ 0.032 and
P¼ 0.028 respectively by one-way ANOVA; Po0.05 by post-hoc
test) (Fig. 5e and f). To evaluate whether microglial activation was
due to amyloid deposition, we analysed the correlation between
microglial and amyloid staining in all the studied groups. The
Pearson correlation coefﬁcient value was 0.72 (Po0.0001),
indicating a signiﬁcant positive correlation between amyloid
burden and microglial activation.
We also wanted to determine the effect of cigarette smoke
exposure in astrogliosis. Astroglial cells were immunostained
using GFAP antibody (Fig. 6a–d), which recognizes an
intermediate ﬁlament protein (glial ﬁbrillary acidic protein)
expressed mainly in astrocytes. GFAP immunostaining was
highly increased in the high-dose-exposed group compared
with that in the control and low dose groups, as shown in
representative pictures of the cortical (Fig. 6a) and hippocampal
(Fig. 6b) areas. Higher magniﬁcation of reactive astrocytes in the
cortex is shown for the control (Fig. 6c) and high-dose group
(Fig. 6d). Numerous reactive astrocytes with cell body
hypertrophy and thickened processes were seen in the high-
dose-treated group (arrows in Fig. 6d) compared with that in the
control group. Results of densitometric analysis showed a
signiﬁcant increase in the area occupied by reactive astrocytes
in cortex (þ 105.0%) and hippocampus (þ 71.1%) of high-dose-
treated animals compared with low-dose and control animals


















Figure 2 | Mice exposed to high dose of cigarette smoke contain
comparable amounts of cotinine in serum as light active smokers. The
level of cotinine in blood provides a direct quantiﬁcation of the nicotine
intake and is thus, a valuable indicator of tobacco smoke exposure31. Low-
dose-treated animals showed a low cotinine blood level, which is in the
range observed for passive smokers (o10 ngml 1); whereas in high-dose-
treated animals, cotinine blood levels were similar to light active smokers
(410 ngml 1). The signiﬁcance of the differences was evaluated by two-
way ANOVA, followed by individual comparison using Bonferroni post test.
Data are shown as mean (±s.e.m.). n¼ 3 animals/group; *Po0.05;
**Po0.01.
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P¼ 0.014 and P¼ 0.009 respectively by one-way ANOVA;
Po0.05 by post-hoc tests). The correlation between astroglial
immunostaining and amyloid deposition was determined by
linear regression. The Pearson correlation coefﬁcient value was
0.67 (Po0.0001), indicating a signiﬁcant positive correlation
between the two variables including all studied groups. These
results indicate that animals exposed to high doses of tobacco
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Figure 3 | Smoking signiﬁcantly increases Ab load and amyloid plaque density in animals exposed to high-dose cigarette smoke. Light microscopic
images of 4G8-immunoreactivity counterstained with hematoxylin in cortex (a) and hippocampus (b) of control, low-dose and high-dose cigarette smoke-
treated mice. Image analysis was done to estimate the amyloid burden in cortex (c) and hippocampus (d), which is expressed as the percentage of the area
reactive with anti-Ab antibody in relation to the total area analysed. The amyloid plaque density (number of plaques per area) was also calculated in both
cortex (e) and hippocampus (f). The size distribution of plaques in cortex (g) and hippocampus (h) was determined to investigate whether smoke
exposure has a differential effect on plaque formation or growth. I–VI: cortical layers; cc: corpus callosum; so: stratum oriens; sp: stratum pyramidale; sr:
stratum radiatum; slm: stratum lacunosum moleculare. Data (mean±s.e.m.) was analysed by one-way (c–f) or two-way (g–h) ANOVA followed by Tukey’s
multiple comparisons post test. Signiﬁcance (*Po0.05; **Po0.01) was indicated in the ﬁgure. n¼ 5–6 animals/group, four sections per animal. Scale bar:
50mm.
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and cortex, and that this neuroinﬂammatory process is likely the
result of higher amyloid deposition induced by smoking.
Tau phosphorylation is increased in smoke-treated animals. It
is well known that the presence of amyloid deposits produces an
increase in cellular oxidative stress, which leads to a dysregulation
in the activity of serine/threonine kinases, among others37. These
kinases are involved in tau phosphorylation, inducing its
hyperphosphorylation, which presumably leads to tangle
formation38. To determine whether smoke exposure modulates
tau phosphorylation, we analysed tau hyperphosphorylation by
using a phospho-speciﬁc anti-tau antibody, AT8, which
recognizes phosphorylation in Ser-202 and Thr-205 (ref. 39),
costained with ThS to label amyloid plaques (Fig. 7).
Representative pictures of cortical plaques are shown. Whereas
in non-treated animals, no signiﬁcant AT8-positive staining was
found (Fig. 7a); small punctuated AT8-positive staining, similar
to dystrophic neurites, appear in the low- and high-dose groups
both in cortex and hippocampal areas, mainly surrounding
amyloid plaques (Fig. 7b and c). Although the low dose group
demonstrated very little AT8-immunoreactivity (arrow in
Fig. 7b2), AT8-positive staining was evident in high-dose-

















































































Figure 4 | Fibrillar Ab load is signiﬁcantly increased in high-dose smoke treated-animals. Epiﬂuorescent microscopic images of ThS staining shown in
cortex (a), hippocampus (b), and subiculum (c) of control, low-dose and high-dose cigarette smoke-treated mice. The burden of ThS-positive amyloid
plaques was increased in high-dose-treated mice in both cortical areas (d) and hippocampus (e) compared with control and low-dose age-matched mice.
However, no signiﬁcant changes were observed in the subicular area (f). I–VI: cortical layers; cc: corpus callosum; so: stratum oriens; sp: stratum
pyramidale; sr: stratum radiatum; slm: stratum lacunosum molecular; spm: stratum polymorphic; pcl: pyramidal cell layer; sm: stratum moleculare. Data
(mean±s.e.m.) was analysed by one-way ANOVA followed by Tukey’s multiple comparison test (n¼ 5–6 animals/group, four sections per animal). Scale
bar: 50mm. *Po0.05.
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surrounding most of the amyloid plaques (arrows in Fig. 7c2). At
this point, we cannot determine if this increase in tau
phosphorylation is due to a direct effect of smoking treatment
or due to the higher amount of amyloid plaques. It is important
to highlight that the observed tau alterations are far from the
neuritic tau pathology seen in AD brain. However, it is widely
known in the ﬁeld that bona-ﬁde tau pathology is not seen in
mice, unless animals express human mutant tau.
Neurodegeneration is not affected by cigarette smoke. Neuronal
death is a common feature during aging and in neurodegenerative
diseases, such as AD. Several transgenic models of AD recapitulate
some of the neuropathological alterations observed in AD
patients, but they scarcely show any evidence of neuronal death40.
To evaluate whether neurodegeneration is also enhanced by
exposure to cigarette smoke, we analysed neuronal loss by
quantifying the number of neurons in cortex, hippocampus and
subiculum after staining with NeuN antibody, which recognizes a
neuron-speciﬁc protein in mature neurons (Fig. 8a–c). No
signiﬁcant differences were found in neuronal density among
the three groups in the cortical area (Fig. 8d), CA1–CA3
hippocampal areas (Fig. 8e) or subiculum (Fig. 8f). The lack of
differences in neurodegeneration among the groups was also
conﬁrmed by Fluoro-Jade C staining, which labels speciﬁcally
degenerating neurons (data not shown). Nevertheless, it is still
possible that some particular subsets of neurons could be
speciﬁcally vulnerable to cigarette-smoke exposure.
Discussion
Sporadic, late-onset AD is the most common form of the disease,
which is likely associated with a complex set of environmental
and genetic risk factors. Based on epidemiological studies and
in vitro and in vivo experiments with nicotine administration, it
was initially proposed that smoking might be protective against
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Figure 5 | Microglial activation is signiﬁcantly increased in high-dose smoke-treated animals. Light microscopic images of Iba1-immunoreactivity
(speciﬁc for microglial cells) shown in cortex (a) and hippocampus (b) of control, low-dose and high-dose cigarette smoke-treated mice. Higher
magniﬁcation images of Iba1-staining show the increased number of hypertrophied activated microglial cells (arrows in d) that appear in the cortex of the
high-dose-treated animals compared with the control group (c). Activated microglial cells were statistically increased in high-dose-treated mice in both
cortical (e) and hippocampal (f) areas compared with low-dose and untreated age-matched mice. I–VI: cortical layers; cc: corpus callosum; so: stratum
oriens; sp: stratum pyramidale; sr: stratum radiatum; slm: stratum lacunosum moleculare. Data (mean±s.e.m.) was analysed by one-way ANOVA followed
by Tukey’s multiple comparisons test. n¼ 5–6 animals/group, four sections per animal. Scale bar: 50mm (a–b), 25mm (c–d). *Po0.05.
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AD6,7,12–14. However, more recent and complete demographic
studies have shown that smoking represents one of the largest risk
factors for AD3,19–22. To study the effect of cigarette smoking on
the onset of brain alterations typical of AD, we exposed mice,
genetically engineered to develop some of the neuropathological
features of AD, to complete tobacco smoke, under similar
conditions in which smokers are exposed to this material. Double
transgenic APP/PS1 mice expressing two of the human genes
associated with AD were exposed to different doses of cigarette
smoke, 5 days per week, during 4 consecutive months. The
pathological features of AD were measured and compared with
the untreated control counterparts. Our results suggest that
smoking increases amyloid deposition in a dose-dependent
manner, by promoting the formation of new plaques and
contributing to the maturation of amyloid deposits. Smoking
also exacerbates gliosis, inducing microglial activation and
reactive astrogliosis in the mice exposed to high doses of
smoke. Neuroinﬂammatory response was exacerbated after
smoke exposure and correlated with the increase of amyloid
lesions. Exposure to smoke also induced alterations in tau
phosphorylation around the amyloid plaques, which are
considered a precursor of tangle formation. However, we could
not ﬁnd a decrease in neuronal density in smoke-exposed animals.
Our ﬁndings provide direct evidence that cigarette smoking
exacerbates some of the typical neuropathological alterations
associated with AD in vivo. The mechanisms by which smoking
increases the risk of AD abnormalities remain unclear. There are
several possible pathways by which smoking may have this
deleterious effect, including direct induction of protein misfolding
and aggregation due to some of the smoking components, increase
of oxidative stress, impairments of the proteostasis machinery,
cerebrovascular damage, brain inﬂammation and so on. Further
studies are needed to elucidate which of these different
mechanisms operate and whether the same effect is also
observed in humans. Our results suggest that cigarette smoking
may contribute to the accumulation of cerebral protein aggregates
and, thus, may constitute an important environmental risk factor
for AD and other protein misfolding diseases.
Control
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Figure 6 | Reactive astrogliosis is augmented in high-dose smoke-treated animals. Light microscopic images of GFAP-immunoreactivity (speciﬁc for
astroglial cells) shown in cortex (a) and hippocampus (b) of control, low-dose and high-dose cigarette smoke-treated mice. High magniﬁcation images of
GFAP-stained reactive astroglial cells (arrows) in the cortical area of control (c) and high-dose groups (d). Immunostained astrocytes were increased in
high-dose-treated mice in both cortical area (e) and hippocampus (f) compared with control and low-dose age-matched mice. I–VI: cortical layers;
cc: corpus callosum; so: stratum oriens; sp: stratum pyramidale; sr: stratum radiatum; slm: stratum lacunosum moleculare. Data (mean±s.e.m.) was
analysed by one-way ANOVA followed by Tukey’s multiple comparisons test. n¼ 5–6 animals/group, four sections per animal. Scale bar: 50mm
(a–b), 25 mm (c–d). **Po0.01; *Po0.05.
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Methods
Transgenic mice. APPswe/PS1dE9 (B6C3-Tg (APPswe, PSEN1dE9) 85Dbo/J, The
Jackson Laboratory) double transgenic mice express a chimeric mouse/human
amyloid precursor protein containing the Swedish mutation (Mo/HuAPP695swe)
and a mutant human presenilin 1 (PS1dE9) gene. The generation and initial
characterization of these mice has been reported previously34. APP/PS1 animals
develop amyloid deposits by 5–6 months old mostly located in the hippocampus,
cortex and subiculum and display behavioural impairment by 13 months of age.
Animals were housed in groups of up to ﬁve in individually ventilated cages under
standard conditions (22 C, 12 h light–dark cycle) receiving food and water ad
libitum. All animal experiments were carried out in accordance with the NIH
regulations.
Cigarette smoke exposure. Two groups of male and female APP/PS1 transgenic
animals (n¼ 5–6/group) were each subjected to two separate smoking exposure
conditions during 4 months. Transgenic mice were subjected to both mainstream
and sidestream smoke obtained from a commercial brand using a specially
designed non-ventilated chamber containing a peristaltic pump that sucked the
smoke from the cigarette with an airﬂow rate of 80mlmin 1 (Fig. 1). In the high-
dose treatment, transgenic mice were exposed daily (5 days per week) for 60min to
the smoke generated from one cigarette. A second group of mice received a low
dose of smoke deﬁned as 30min in the smoking chamber containing the smoke of
half a cigarette. Control animals were exposed to room air in an identical chamber.
Treatment started at the age of 3 months, and animals were sacriﬁced at 7 months
of age, when amyloid plaques started to appear in this model.
Cotinine determination in blood. Exposure to tobacco smoke can be detected by
measuring nicotine metabolites (for example, cotinine) in blood, as cotinine has a
longer half-life than nicotine. Cotinine plasma levels were measured by using a
competitive mouse/rat cotinine ELISA kit (Calbiotech). Blood samples were
obtained via tail venipuncture 1 h before, and 1, 2 and 3 days after smoke exposure
(immediately after exposure). To obtain plasma samples, blood was collected in
EDTA-coated tubes and centrifuged at 2,000 g for 20min. Plasma was separated
and stored at  80 C until use. Proteins from the plasma fraction were loaded
directly onto ELISA plates and treated according to the manufacturer’s recom-
mendations. Samples were loaded in duplicate, and absorbance was read at 450 nm
on an ELISA plate reader (EL800, BioTek).
Immunohistochemistry. The mice were killed by CO2 inhalation and perfused
transcardially with PBS. Brains were removed, post-ﬁxed into ﬁxative solution
(10% neutral buffered formalin) and embedded in parafﬁn. Serial sections (1 out of
10 sections) from all animal groups (n¼ 5–6 per group; four sections per stain per
animal) were processed in parallel for immunostaining using the same solutions to
minimize variability in staining conditions. Deparafﬁnized 10-mm-thick sections
were used for immunohistochemical staining. After blocking the endogenous
peroxidase activity with 3% H2O2–10% methanol in PBS, pH 7.4 for 20min, the
sections were incubated overnight at room temperature in one of the primary
antibodies: mouse anti-4G8 (1:1,000 Covance); rabbit anti-Iba1 (1:1,000 Wako);
rabbit anti-GFAP (1:1,000 Abcam); mouse anti-ptau (1:100 AT8, Pierce); or rabbit
anti-NeuN (1:1,000 Millipore). Primary antibody was detected by incubating 1 h
with the corresponding HRP-linked secondary antibody: sheep anti-mouse or
donkey anti-rabbit (1:1,000 GE Healthcare). Peroxidase reaction was visualized
using DAB Kit (Vector) following the manufacturer’s instructions. For counter-
staining, the sections were incubated in Harris hematoxylin for 1min (Fisher).
Finally, the sections were dehydrated in graded ethanol, cleared in xylene and
coverslipped with DPX mounting medium and examined under a bright ﬁeld
microscope (DMI6000B, Leica).
Fluorescent staining. For ThS (Sigma) staining, the sections were incubated in
ThS solution (0.025% in 50% ethanol) for 5min after deparafﬁnization, rinsed,
coverslipped with mounting medium for ﬂuorescence (Vector) and immediately
visualized using a ﬂuorescence microscope. For double AT8/Thioﬂavin-S
ﬂuorescent labelling, the sections were ﬁrst incubated with the primary antibody
followed by Alexa594-conjugated secondary antibody. Then, the sections were
washed and processed for Thioﬂavin-S staining and coverslipped with mounting
medium for ﬂuorescence to avoid photobleaching. Fluoro-Jade C (FJC) (Millipore)
staining was done to detect degenerating neurons. The sections were deparafﬁnized
and immersed in basic alcohol (1% sodium hydroxide in 80% ethanol) for
5min. After rinsing in 70% ethanol and distilled water, the slides were incubated in
0.06% potassium permanganate solution for 10min, washed and incubated for
10min in 0.0001% FJC solution and dissolved in 0.1% acetic acid. Finally, the
sections were dehydrated and covered with DPX mounting medium and examined
under an epiﬂuorescent microscope (DMI6000B, Leica).
Plaque size morphometric analysis and burden quantiﬁcation. Four sagittal
serial sections stained with 4G8 antibody from each group were analysed using
ImageJ 1.45s software for plaque size morphometry. Burden quantiﬁcation was














Figure 7 | Abnormally phosphorylated tau is enhanced in smoke-treated animals. Representative epiﬂuorescent microscopic images of ThS staining
(green) and anti-AT8 phosphorylated tau antibody (red) seen in control (a1–a3), low-dose (b1–b3) and high-dose (c1–c3) cigarette smoke-treated mice
in the motor cortex. High-dose smoking induces tau hyperphosphorylation (arrows in c2) compared with control and low-dose age-matched mice, in which
little or no AT8-positive staining was found. Abnormally phosphorylated tau accumulates mainly around amyloid plaques (c3). Scale bar: 25 mm.
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done through the lateromedial extent of the cortical and hippocampal areas in the
sagittal plane (between 0.70 and 1.60 mm lateral to the midline), being the ﬁrst
section of each animal randomly collected. Quantiﬁcation was assessed in every
tenth section (with a distance of 100mm among them), and four 10 mm sections
were measured in each animal (n¼ 5–6/group). Brain boundaries were deﬁned
according a standard mouse stereotaxic brain atlas, and 10 objective was used for
individual plaque measurement. Number of plaques per mm2 falling into four
surface categories (ranging from o200 mm2 to 42,000 mm2) was calculated.
Photomicrographs were taken by using a DFC310 FX Leica digital camera (Leica),
imported into ImageJ 1.45s software (NIH) and converted to black and white
images. The threshold intensity was manually set and kept constant, and the
number of pixels was determined for 4G8-, ThS-, Iba1- and GFAP stained
sections to quantify amyloid load, ﬁbrillar burden, microglial activation and
reactive astrogliosis in hippocampal (CA1, CA2, CA3 and dentate gyrus), sub-
iculum and cortical areas (including motor, somatosensory, visual, frontal, parietal
and retrosplenial cortex). Amyloid plaque density was performed manually using
the same software by calculating the area and the number of plaques per total
analysed area. Each analysis was done by a single examiner blinded to sample
identities.
Neuronal density analysis. The number of NeuN-immunopositive cells was
counted using a bright ﬁeld microscope (DMI6000B, Leica) 20 objective.
Photomicrographs were taken by using a DFC310 FX Leica digital camera and
imported into ImageJ 1.45 s software (NIH). Quantiﬁcation was done semi-
automatically. The images were converted to black and white images, threshold
intensity was set, and the number of particles was analysed by circularity. Cell
counting was done through the lateromedial extent of the cortical and hippocampal
areas in the sagittal plane (between 0.70 and 1.60mm lateral to the midline),
including CA1, CA2 and CA3 areas of the hippocampus, subiculum and cortical
areas (motor, somatosensory, visual, frontal, parietal and retrosplenial cortex). As




























































































Figure 8 | Neurodegeneration is not modiﬁed by smoking exposure. Neuronal density (number of neurons per mm2) was estimated by quantifying the
number of neurons after NeuN staining (a-c). Neuronal density is similar in control and smoke-exposed animals (P40.5) in cortical region (d), CA1–CA3
hippocampal areas (e) and subiculum (f) positing that cigarette smoke does not increase the rate of neuronal death. I–VI: cortical layers; so: stratum oriens;
sp: stratum pyramidale; sr: stratum radiatum; spm: stratum polymorphic; pcl: pyramidal cell layer; sm: stratum moleculare. Data (mean±s.e.m.) was
analysed by one-way ANOVA test. n¼ 5–6 animals/group. Scale bar: 50mm.
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10mm sections were measured in each animal (n¼ 5–6/group). Brain boundaries
were deﬁned according a standard mouse stereotaxic brain atlas. The numerical
density is expressed as neurons per mm2. An investigator who was blind to the
experiment performed neuronal proﬁle counting.
Statistical analysis. Graphs are expressed as means±s.e.m. After conﬁrming
normal distribution with skewness and kurtosis statistic test, ANOVA followed by
a post-hoc Tukey’s multiple comparisons test were used to analyse differences
among groups. For the size distribution analysis of plaques, we applied two-way
ANOVA followed by Bonferroni test. Statistical analyses were performed using
GraphPad Prism 5.0 software (GraphPad Software). For linear correlation, Pearson
correlation coefﬁcient was used. Statistical differences for all tests were considered
signiﬁcant at the Po0.05 level.
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novel neuroprotective lithium-mediated therapy
for Alzheimer’s disease pathology
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Elisabeth Sanchez-Mejias1,3, Jose Carlos Davila1,3, Marisa Vizuete2,3,4, Antonia Gutierrez1,3* and Javier Vitorica2,3,4*Abstract
Background: Alzheimer’s disease (AD) is characterized by the abnormal accumulation of extracellular beta-amyloid
(Abeta) plaques, intracellular hyperphosphorylated tau, progressive synaptic alterations, axonal dystrophies, neuronal
loss and the deterioration of cognitive capabilities of patients. However, no effective disease-modifying treatment
has been yet developed. In this work we have evaluated whether chronic lithium treatment could ameliorate the
neuropathology evolution of our well characterized PS1M146LxAPPSwe-London mice model.
Results: Though beneficial effects of lithium have been previously described in different AD models, here we
report a novel in vivo action of this compound that efficiently ameliorated AD-like pathology progression and
rescued memory impairments by reducing the toxicity of Abeta plaques. Transgenic PS1M146LxAPPSwe-London
mice, treated before the pathology onset, developed smaller plaques characterized by higher Abeta compaction,
reduced oligomeric-positive halo and therefore with attenuated capacity to induce neuronal damage. Importantly,
neuronal loss in hippocampus and entorhinal cortex was fully prevented. Our data also demonstrated that the axonal
dystrophic area associated with lithium-modified plaques was highly reduced. Moreover, a significant lower accumulation
of phospho-tau, LC3-II and ubiquitinated proteins was detected in treated mice. Our study highlights that this switch
of plaque quality by lithium could be mediated by astrocyte activation and the release of heat shock proteins, which
concentrate in the core of the plaques.
Conclusions: Our data demonstrate that the pharmacological in vivo modulation of the extracellular Abeta
plaque compaction/toxicity is indeed possible and, in addition, might constitute a novel promising and
innovative approach to develop a disease-modifying therapeutic intervention against AD.
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In Alzheimer’s disease (AD), the abnormal accumulation of
extracellular beta-amyloid (Abeta) plaques and intracellular
hyperphosphorylated tau induces progressive synaptic
alterations, axonal dystrophies, neuronal loss and the
deterioration of cognitive capabilities of patients [1,2].
In spite to the relatively large information about the AD
pathology, no effective disease-modifying treatment has
been yet developed. Within the different compounds tested,
lithium, a primary drug to treat bipolar disorder, has also
been suggested as a potential treatment against AD [3-6].
In fact, clinical studies indicated that lithium could be
preventive in patients with MCI, whereas no beneficial
effects were observed in mild to moderate AD [4]. In
addition, epidemiological studies also reported a reducing
risk of AD in patients with bipolar disorders treated with
Li [5]. Thus, lithium may indeed constitute a useful
preventive treatment for individuals at high risk of AD
and/or preclinical stages of the disease.
The neuroprotective mechanisms of lithium are not com-
pletely understood. In AD models, lithium could reduce
the AD pathology inhibiting (directly and/or indirectly)
the activity of the tau kinase GSK-3beta. Whereas this
inhibition would preclude tau phosphorylation [7,8],
dystrophy formation and neuronal degeneration [9,10], the
therapeutic benefits of this treatment have been questioned
[11]. On the other hand, lithium also mediated the inhibition
of inositol monophosphatase and the induction of
mTOR-independent autophagic process [12,13]. This
induction may be important in the prevention or attenuation
of neurodegeneration associated with aggregated proteins.
Moreover, since the accumulation of autophagic vesicles
could also be implicated in the formation of axonal
dystrophies in AD models [14-17], lithium should alleviate
the progression of these pathological features. However,
while several studies have shown beneficial effects in
lowering Abeta load [18-20], others reported no effect or
even increased Abeta production [11,21,22].
The origin of these controversies is currently un-
known. Among other factors, the different AD models,
the different protocols of lithium administration or dos-
age and, perhaps more relevant, the partial neuropathol-
ogy displayed for most of the AD models, could explain
the discrepancies between the different effects of lith-
ium treatment in transgenic models.
In this work we have evaluated the effect of chronic oral
lithium treatment using the bigenic PS1M146LxAPPSwe-
London mice. This model displayed early degeneration
of O-LM and HIPP interneurons (SOM/NPY-positive),
in hippocampus and entorhinal cortex [23,24]. These
GABAergic cells are implicated in memory/learning
processes and degenerate in AD patients [25,26]. Our data
demonstrated that chronic (from 3- to 9-month-old) orallithium administration, initiated before the onset of
Abeta deposits, efficiently prevented most of the early
neuropathological manifestations of our PS1xAPP model.
Lithium prevented the neuronal loss (at both hippocampus
and entorhinal cortex), reduced the tau phosphorylation and
the formation of axonal dystrophies and, in consequence,
ameliorated behavioral/memory deficits observed at this age.
These effects were mediated by increasing the compaction of
Abeta plaques and lowering their toxic oligomeric
halo. This modification on Abeta deposits toxicity is a novel
disease-modifying effect of lithium, acting through the
astrocytes and the release of heat shock proteins (Hsps).Methods
Transgenic mice and lithium treatment
Generation of PS1M146LxAPP751Swe-London (PS1xAPP)
mice has been reported previously [27]. Heterozygous
PS1xAPP double transgenic mice (C57BL:6 background)
were generated by crossing homozygous PS1 transgenic mice
with heterozygous Thy1-APP751SL mice. Only male mice
were used in this work.
As controls, we used age-matched non-transgenic
(C57BL:6) male mice (WT) or hemizygous PS1M146L
littermates (PS1). The PS1 mice displayed no apparent
differences with WT mice, at the age used in this work
[24] (see also Figures 1 and 2A). Only PS1xAPP mice
model accumulated Abeta plaques. Thus, to specifically
assess the potential therapeutic effect of lithium on the
Abeta pathology, we reasoned that PS1 mice would be a
better control than WT mice. An additional lithium
treated PS1 group was also used as control for lithium
treatment.
For lithium treatment, PS1 and PS1xAPP mice (3 month
old at the beginning of treatment) were randomly divided
into two groups (n = 25 each). Mice were fed, ad libitum,
with standard mice diet (2014 Teklad Global 14% Protein
Rodent Maintenance Diet, Harlan, Spain) or standard
mice diet supplemented with lithium carbonate (1.2 g/kg
2014 diet, Harlan, Spain). The lithium group received an
additional drinking bottle containing NaCl (0.7%). The
treatment was continued for 6 months. The control and
treated mice were weighted weekly and no significant
weight loss was detected (29.20 ± 1.09 g vs 27.5 ± 2.2 g for
control and Li-treated PS1xAPP mice, respectively). For
the plasmatic Li content, mice were bled (100 μl) from the
ocular artery. The plasmatic lithium levels were stable
during the treatment and also were within the therapeutic
range: 0.44 ± 0.07 mEquiv/L (n = 10) after 71 days of
treatment or 0.38 ± 0.05 mEquiv/L (n = 10) at the end
of treatment. This treatment was well tolerated with a low
mortality during this period. (PS1 control 0%; PS1 lithium,
0%; PS1xAPP control, 20%; PS1xAPP lithium, 7.4%).
Figure 1 Lithium treatment improved the behavioral/memory deficiencies of PS1xAPP mice. (A) Open-field test. One-way ANOVA revealed
significant differences between groups in both distance (F(3,24) = 6.33; p = 0.006) and velocity F(3,24) = 8.02, p = 0.002). Post-hoc analysis showed
significant differences in PS1xAPP control compared with WT/PS1 and PS1xAPP lithium (p < 0.05). (B) Behavioral protocol and memory measures.
Sixty min after habituation to the open-field, animals received three samples trials with 120 min inter-trial as depicted. Each symbol (triangle and star)
represents one type of object. One-way ANOVA F(3,24) = 21.15 p = 0.0001) revealed significant differences between groups in place memory index.
Post-hoc analysis showed significant difference in PS1xAPP control compared with WT/PS1 controls and PS1xAPP lithium.
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mice were anesthetized with sodium pentobarbital
(60 mg/kg), and transcardially perfused with 0.1 M
phosphate buffered saline (PBS). Then, mice brain
was quickly removed and one hemibrain dissected
(cortex and hippocampus), frozen and stored at −80°
C while the other hemibrain was fixed by immersionwith 4% paraformaldehyde, 75 mM lysine, 10 mM
sodium metaperiodate in 0.1 M phosphate buffer
(PB), pH 7.4 for 5 days at 4°C. Fixed hemibrains
were cryoprotected in 30% sucrose, sectioned at 40
μm thickness in the coronal plane on a freezing
microtome and serially collected in wells containing
cold PBS and 0.02% sodium azide.
Figure 2 Lithium treatment avoided neuronal loss in the hippocampus of PS1xAPP mice. (A) The expression of SOM and NPY
(n= 20 mice per group) was significantly lower in PS1xAPP control group (ANOVA F(4,96) = 49.63, p = 0.00001. Tukey p < 0.05 or F(4,96) = 27.24,
p = 0.0001, Tukey p < 0.05 for SOM and NPY respectively). WT, PS1 (control or lithium) and PS1xAPP lithium displayed no differences. B) SOM
(b1-b3) or NPY (b4-b6) immunolabeled sections through CA1 subfield of PS1 control or PS1xAPP control and lithium groups. C) Total SOM or
NPY cell number in hippocampus proper and dentate gyrus was assessed by stereology (n = 5 per genotype and treatment). WT and PS1 groups
displayed no differences and data were pooled. Only control PS1xAPP displayed a significant reduction in SOM (ANOVA F(2,22) = 14.57, p = 0.00002
or F(2.22) = 11.84, p = 0.0008 for hippocampus proper and dentate gyrus, respectively) and NPY (ANOVA F(2,22) = 17.02, p = 0.0001 or F(2,22) = 6.87,
p = 0.008 for hippocampus proper and dentate gyrus, respectively) cell number. D) NPY-positive dystrophies (black arrows) in CA1 subfield of PS1xAPP
control (d1) and lithium mice (d2) (open arrows: NPY cell bodies). (d3) Quantitative analysis (n = 4 mice per group; 6 sections per animal) demonstrated
the existence of a significant reduction of NPY-positive dystrophic area (μm2) in PS1xAPP lithium. E) Co-localization of SOM (green) and AT8 (red) in
dystrophies assessed using confocal microscopy. In PS1xAPP control mice (e1 to e3), SOM positive dystrophies (arrows), surrounding Abeta plaque
(asterisk), were positive for AT8. Lithium produced a reduction in both SOM (e4) and AT8 (e5) positive dystrophies and in the co-localization between
SOM and AT8 in dystrophies (e6). Scale bars: b1-b6 100 μm; d1 and d2 100 μm; e1-e6 20 μm.
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with the animal research regulations (RD53/2013 and
2010/63/UE) from Spain and European Union, and with
the approval of the Committees of Animal Research
from the University of Seville (Spain) and the University
of Malaga (Spain).
Behavioral studies
All experiments were conducted on age-matched male
WT (n = 10), PS1 (n = 10), PS1xAPP control (n = 9) and
PS1xAPP lithium-treated (n = 9) mice. Mice were tested at
9 month of age, two days previous to sacrifice. All testing
were performed in the light period of the light/dark
cycle and the experimenter was blind to the genotypes andtreatment of mice. Animals were adapted to the experimen-
tal conditions for 6 days before behavioral testing. All mice
were moved to the testing room in their home-cage and
kept in the room during 1 hour to habituate to the new lo-
cation; then, they were handled gently each day briefly in
order to minimize non-specific stress. The behavioral
experiment protocol was conducted as shown in Figure 1.
Open-field test
Besides the use of the open-field to habituate animals to
the cage before the object recognition test, we examined
motor function by means of spontaneous locomotor
activity [28]. In this test, mice were placed in the centre of a
square-shape arena (45 cm × 45 cm) and were allowed
Trujillo-Estrada et al. Acta Neuropathologica Communications 2013, 1:73 Page 5 of 16
http://www.actaneurocomms.org/content/1/1/73to explore the arena for 5 minutes. The arena was
thoroughly cleaned with 70% ethanol solution after
each trial. The locomotor activity was measured by
an automated monitoring system (Ethovision, Noldus,
The Netherlands). Distance travelled and velocity was
quantified.
Object recognition test
The object recognition test is based in the natural tendency
of rodents to explore objects (spontaneous exploratory
behavior). In the present study, we used a modified
protocol [29] based in the preference for the “old familiar
object” over the “recent familiar object” and the preference
for a novel location. Sixty minutes after habituation to the
open-field, animals were first exposed to four identical
objects arranged in a triangle shaped configuration and
allowed to explore them for 10 minutes (Sample 1). After a
delay of 2 hours, the mice received a second sample trial
identical to the first, except that a novel set of four identical
objects were present (Sample 2). The test trial started after
2 hours interval and lasted for 5 minutes. In the test trial,
two objects from both samples 1 and 2 (“old familiar” and
“recent familiar” objects, respectively) were arranged in a
quadratic shape configuration, so one old object and one
recent object were present in a familiar position while the
other two were displaced to a new position (see Figure 1B
for details). The type of object used as “old” and “recent”
was counterbalanced across mice. All objects were made of
plastic to prevent material preference and for an easier
cleaning to prevent odor cues. The two sets of objects were
different in size, form and color. The arena and objects
were thoroughly cleaned with 70% ethanol solution after
each trial. The time spent by the mice exploring each
object was analyzed observationally. Indeed, the basic
measure was the time spent by the mice exploring objects
during the sample phases and during the test trial.
Additionally, two discrimination indexes were calculated
for the test trial: an object recognition ratio (total time
exploring “old familiar” objects/total time exploration) and
a location recognition ratio (total time exploring displaced
objects/total time exploration). The time was recorded
only when the mice touched the object with its nose or
forepaws. Turning around, walking over the object, rearing
above the object or resting close to the object was not
deemed to be exploration. Moreover, locomotor activity
was also measured with the software Ethovision XT 7.0
(Noldus, The Netherlands).
RNA and total protein extraction
Total RNA from mice hippocampi was extracted using
Tripure Isolation Reagent (Roche) as described previously
[23,24,30,31]. After isolation, RNA integrity was assessed
by agarose gel electrophoresis. The yield of total RNA was
determined by measuring the absorbance (260:280 nm)of isopropanol-precipitated aliquots of the samples.
The recovery of RNA was comparable in all studied
groups (1.2-1.5 μg/ mg of tissue). The protein pellets,
obtained using the Tripure Isolation Reagent and
isopropanol-mediated precipitation, were resuspended
in 4% SDS and 8 M urea in 40 mM Tris–HCl, pH 7.4
and rotated overnight at room temperature to get com-
plete protein solubilization.
Retrotranscription and real-time RT-PCR
Retrotranscription (RT) was performed using random
hexamers, 4 μg of total RNA as template and High-
Capacity cDNA Archive Kit (Applied Biosystems) follow-
ing the manufacturer recommendations [24,30]. For real
time RT-PCR, commercial TaqmanTM probes (Applied
Biosystems) were used for amplification. PCR reactions
were carried out using either ABI Prism 7000 or 7900HT
sequence detector systems (Applied Biosystems). A standard
curve was first constructed for every assay, using increasing
amounts of cDNA. In all cases, the slope of the curves indi-
cated optimal PCR conditions (slope 3.2-3.4). The cDNA
levels of the different mice were determined using GAPDH
as housekeeper. Therefore, GAPDH amplification was done
in parallel with the gene to be analyzed, and this dada used
to normalize target gene results.
Independently of the analyzed gene, results were always
expressed using the comparative Ct method, following the
Bulletin number 2 from Applied Biosystems. As a control
condition, we selected 9 month-old WT mice with control
diet. In consequence, the expression of all tested genes, for
all ages and mice types, was referenced to the expression
levels observed in this group.
Antibodies
For this study the following primary antibodies were used:
anti-Neuropeptide Y (NPY) rabbit polyclonal (1:5000, Sigma);
anti-Somatostatin (SOM) goat polyclonal (1:1000, Santa Cruz
Biotechnology); anti-Abeta (clone 6E10) mouse monoclonal
(1:5000, Signet); anti-oligomeric amyloid-beta OC rabbit
polyclonal (1:5000, Millipore); anti-Abeta42 rabbit polyclonal
(1:5000, Abcam); anti-phospho-tau pSer202/Thr205 mouse
monoclonal (clone AT8) (1:250, Pierce); anti-microtubule-
associated protein 1 light chain 3 (LC3) rabbit polyclonal
(1:500, Cell Signaling); anti-GFAP rabbit polyclonal (1:10000,
Dako); anti-ubiquitin rabbit polyclonal (1:5000, Dako);
anti-Hsp70 rabbit polyclonal (1:5000, Neomarkers) anti-Hsp60
mouse monoclonal (1:1000, Santa Cruz, Biotechnology),
anti-Hsp27 rabbit polyclonal (1:1000, Sigma).
Western blot
Western blots were performed as described [32]. Briefly,
5–20 μg of proteins from the different samples were
loaded on 16%-SDS-tris-tricine-PAGE or 12%-SDS-tris-
glycine-PAGE and transferred to nitrocellulose (Hybond-C
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membranes were incubated overnight, at 4°C, with the
appropriate antibody Membranes were then incubated
with the corresponding horseradish-peroxidase-conjugated
secondary antibody (Dako, Denmark) at a dilution of
1:8000. Each blot was developed using the ECL-plus
detection method (Amersham) and quantified using Image-
Quant Las 4000 mini gold (GE Healthcare Bio-Sicences).
For normalization purposes, proteins were first estimated
by Lowry and protein loading corrected by beta-actin. In
each experiment, the intensity of bands from PS1 control
fed were averaged and considered as 1 relative unit. Data
were always normalized by the specific signal observed in
PS1 control group.
Immunohistochemistry
Serial sections from control and lithium-treated transgenic
mice (n = 6 per group) were processed in parallel for
immunostaining using the same batches of solutions to
minimize variability in the immunohistochemical labeling
conditions. Free-floating sections were first treated with
3% H2O2/10% methanol in PBS, pH 7.4 for 20 min to
inhibit endogenous peroxidases, and with avidin-biotin
Blocking Kit (Vector Labs, Burlingame, CA, USA) for
30 min to block endogenous avidin, biotin and biotin
binding proteins. Sections were immunoreacted with the
primary antibody over 24 or 48 h at room temperature.
The tissue bound primary antibody was then detected by
incubating for 1 h with the corresponding biotinylated
secondary antibody (1:500 dilution, Vector Laboratories), and
then followed by incubating for 90 min with streptavidin-
conjugated horseradish peroxidase (Sigma-Aldrich)
diluted 1:2000. The peroxidase reaction was visualized
with 0.05% 3-3-diaminobenzidine tetrahydrochloride
(DAB, Sigma-Aldrich) and 0.01% hydrogen peroxide in
PBS. Except for Abeta42 immunolabeling, the chromogen
solution contained 0.03% nickel ammonium sulphate for a
blue reaction product. For double NPY-6E10 immunohisto-
chemical labeling sections were first incubated with anti-
NPY as described above. After the DAB-nickel reaction
(dark blue end product), sections were the incubated with
anti-6E10 antibody. The second immunoperoxidase
reaction was developed with DAB only (brown reaction
end product). After DAB, sections immunolabeled for
Ubiquitin or LC3 antibodies were incubated 3 min in a
solution of 20% of Congo red. Sections were then mounted
on gelatin-coated slides, air dried, dehydrated in graded
ethanol, cleared in xylene and coverslipped with DPX (BDH)
mounting medium. Specificity of the immune reactions was
controlled by omitting the primary antisera.
For double or triple immunofluorescence labelings,
sections were first sequentially incubated with the
indicated primaries antibodies followed by the cor-
responding Alexa 488/568//405 secondary antibodies(1:1000; Invitrogen). GFAP- and OC-immunolabeled sec-
tions were stained with 0.02% thioflavin-S in 50° ethanol
for 5 min. Sections processed for immunofluorescence
were mounted onto gelatin-coated slides, coverslipped with
0.01M PBS containing 50% glycerin and then examined
under a confocal laser microscope (Leica SP5 II).
Stereological analysis
Immunopositive cells for SOM or NPY belonging to
control and lithium-treated animal groups (n = 5 per group)
were stereologically quantified in hippocampus proper and
dentate gyrus of hippocampus according to the optical
fractionator method. Briefly, the quantitative analyses were
performed using an Olympus BX61 microscope interfaced
with a computer and an Olympus DP71 digital camera, and
the NewCAST (Computer Assisted Stereological Toolbox)
software package (Olympus, Denmark). Cell counting was
done through the rostrocaudal extent of the hippocampus
(between −0.94 mm anterior and 3.64 mm posterior to
Bregman coordinates). Neurons were quantified in every
seventh section (with a distance of 280 μm), and an average
of 6–7 sections was measured in each animal. CA and
dentate gyrus boundaries were defined according a stand-
ard mouse stereotaxic brain atlas using a 4x objective and
the number of neurons was counted using a 100×/1.35
objective. We used a counting frame of 1874.2 μm2 with
step lengths of 78.93 × 78.93 μm. The total cell number
was estimated using the optical fractionators formula, N =
1/ssf × 1/asf × 1/hsf ×∑Q ‐, where ssf represents the section
sampling fraction, asf is the area sampling fraction, which is
calculated by dividing the area sampled with the total area
of the layer, hsf stands for the height sampling fraction,
which is calculated by dividing the height sampled (10 μm
in this study) with the section thickness, and ∑Q- is the
total count of somatic profiles counted for the entire area.
The precision of the individual estimations is expressed by
the coefficient of error (CE) using the following formula:
CE = 1/Q× (3A ‐ 4B +C/12)1/2, where A =∑Qi2, B =∑Qi ×
Qi + 1, C =∑Qi × Qi + 2. The CEs ranged between 0.07 and
0.1. An investigator who was blind to the experimental
conditions performed neuronal profile counting.
Plaque size
To determine the size of the plaques, anti-Abeta42
immunostained sections from control and lithium-treated
mice (n = 6 per group) were analyzed using the nucleator
method with isotropic probes by the NewCAST software
package from Olympus stereological system. CA1 subfield
was analyzed using a counting frame of 7155.3 μm2. For
individual plaque measurement a 40x objective was used.
Number of plaques/mm2 falling into surface categories
(ranging from <200 μm2 to >2000 μm2) was calculated.
Each analysis was done by a single examiner blinded to
sample identities.
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NPY immunostained sections from control and lithium-
treated animals were observed under a Nikon Eclipse 50i
microscope using a 10x objective and CA1 images were
acquired with a Nikon DS-5M high-resolution digital
camera. The camera settings were adjusted at the start
of the experiment and maintained for uniformity. Digital
images (5 sections/mouse) from control and treated
mice (n = 6 per group) were analyzed using Visilog 6.3
analysis program (Noesis, France). The area occupied by
the NPY-positive dystrophic neurites was identified by
level threshold which was maintained throughout the
experiment for uniformity. The CA1 area in each image
was manually outlined and the positive somata were
removed by manual editing. The area occupied by NPY
dystrophies was estimated and defined as (sum dystrophies
area measured/sum CA1 area analyzed) × 100. The mean
and standard deviation (SD) of the dystrophies area
were determined using all the available data. Quantitative
comparisons were carried out on sections processed
simultaneously using same batches of solutions.NPY dystrophies associated to plaques
The area of NPY dystrophic neurites intimately associated
to plaques of different sizes (<200 μm2, 200–500 μm2,
500–2000 μm2 and >2000 μm2) was measured in double
6E10/NPY immunostained CA1 sections from control and
lithium-treated animals. Images were photographed using a
20x objective with a Nikon Eclipse 50i microscope coupled
to a Nikon DS-5M high-resolution digital camera. Digital
images (5 sections/mouse) from control and lithium-treated
animals (n = 3 per group) were analyzed using Visilog 6.3
analysis program (Noesis, Frace) to determine the NPY
dystrophies area associated to each plaque size group.Plaque compaction analysis
Abeta42 immunostained hippocamapal sections from
control and lithium-treated animals were observed under a
Nikon Eclipse 50i microscope and CA1 plaques were
photographed using a 10x objective. Images were acquired
with a Nikon DS-5M high resolution digital camera.
The camera settings were adjusted at the start of the
experiment and maintained for uniformity. Digital images
(5 sections/mouse, n = 5 per group) were analyzed using
Visilog 6.3 analysis program (Noesis, France). Abeta42
staining density was identified by bright-level threshold,
the level of which was maintained throughout the experi-
ment for uniformity. The gray-scale image was converted
to a binary image for estimating the optical density which
was defined as pixel units and related with the plaque size
(μm2 which area was measured using the same program).
Quantitative comparisons were performed on sections
processed at the same time.Oligomeric plaque halo
To analyze the oligomeric Abeta halo located at the
periphery of the plaques, 40 μm floating sections were
first stained with Thioflavin-S and then followed by an anti-
body specific to oligomers of Abeta (OC antibody; 1:5000)
visualized with anti-rabbit Alexa568-conjugated secondary
antibody (Invitrogen A10042; 1:1000). Images of 1,024 ×
1,024 pixels were acquired by using a Leica SP5 II confocal
laser microscope. A total of 15 plaques per animal were
randomly photographed in CA1 subfield of control and
treated animals (n = 3 per group). Laser settings were
adjusted at the start of the experiment and maintained for
uniformity. Images were analyzed using LAS AF Lite pro-
gram (Leica). Plaque area was determined for Thioflavin-S
staining (plaque core in green color) and OC immunostain-
ing (oligomeric Abeta in red color) and the difference
between the OC area and the core area was considered as
the oligomeric halo surrounding plaques.
Statistical analysis
Normality of data was first assessed by using Kolmogorov-
Smirnov test. Normally distributed data were expressed
and represented as mean ± SD. Non-normal distributed
data were represented using box-plot. For normally
distributed data, means were compared using ANOVA
followed by Tukey test (more than two groups) or t-test
(for two group comparisons). Non-normal data were com-
pared by Wilcoxon (for two groups) or Kruskal-Wallis
tests (more than two groups). The significance was set at
95% of confidence. Fit and comparison of linear regression
was done using multiple regression analysis followed by
conditional sum of squares. In all cases Statgraphics plus
3.1 was used.
Results
Lithium treatment rescued behavioral/memory deficits
First, we tested whether lithium administration was able
to improve the behavioral/memory deficiencies observed
in the 9 month-old control PS1xAPP transgenic model.
From the different tasks performed (i.e. Morris water
maze), only open-field and novel object recognition
showed statistical differences between PS1xAPP and WT
or PS1 control mice. No differences between WT and
PS1 mice were observed.
In the open-field test, control PS1xAPP mice displayed
significant lower activity than either WT or PS1 mice
(Figure 1A). There was a significant reduction in both
total distance and velocity. No significant differences
were observed in time in the periphery or center of the
field, or in the immobility periods (data not shown). Also,
no differences between PS1xAPP and control groups were
observed in fecal boli depositions (not shown). Thus, the
PS1xAPP mice were hypoactive as reported in other AD
models, such as the 3xTg-AD [28]. As we shown, this mild
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lithium treatment (Figure 1A).
We next evaluated the episodic-like memory using novel
object recognition tests. These tests are based on the
preference for the “old familiar object” over the “recent
familiar” object and the preference for a novel location [29].
Although no differences between groups were observed in
the object recognition ratio (Figure 1B), control PS1xAPP
mice displayed a significant cognitive deficit in object
location memory (which is hippocampus-dependent), com-
pared with PS1/WT mice. Remarkably, full recovery of
this spatial memory impairment was observed in lithium-
treated PS1xAPP mice, which displayed no differences
with the control groups (Figure 1B). Therefore, these data
indicated that early oral lithium administration prevents
the spatial memory deterioration in PS1xAPP mice.
Lithium administration prevented neuronal loss
As we have reported previously, early Abeta deposition
in this PS1xAPP model is paralleled by a selective and
significant decrease in the number of SOM and NPY
positive GABAergic neurons in the hippocampal formation
and the entorhinal cortex [23,24], (see also Figure 2A, B
and C). Furthermore, SOM/NPY positive cells displayed a
prominent axonal pathology (Figure 2D), with multiple dys-
trophies (positive also for phospho-tau) that surrounded
Abeta plaques (Figure 2E). The early and extensive
degenerative pathology of the GABAergic cells, including
neuronal death, could be used as a surrogated marker to
evaluate the neuroprotective effect of lithium at the initial
stages of the disease.
We thus analyzed, at the hippocampal formation, the
SOM and NPY expression by qPCR; the number of SOM
or NPY immunopositive somata, by stereological quantifica-
tion, and their axonal dystrophy loading. Lithium produced
an effective prevention of the neurodegenerative process
exhibited by this neuronal population in PS1xAPP mice
(Figure 2). In fact, the mRNA expression for both neuropep-
tides, SOM and NPY, was virtually identical in lithium-
treated PS1xAPP mice, as compared with control groups
(Figure 2A). Furthermore, stereological determination of the
SOM or NPY cell number (Figure 2B and C) further
demonstrated the protective effect of lithium on these
neurons in hippocampus proper (O-LM cells) and dentate
gyrus (HIPP cells). PS1 and WT mice displayed not
differences and lithium treatment of PS1 mice did not alter
the expression of either SOM or NPY neuropeptides
(see Figure 2A) or the number of SOM or NPY positive
cells (data in Figure 2C were pooled from WT, PS1 control
and lithium groups). For subsequent experiments, only
PS1 control and PS1 lithium mice were included.
The same samples were used for the stereological
quantification of SOM or NPYcell number at the entorhinal
cortex, another early affected brain region. As previouslyreported [23], double transgenic mice displayed in this
cortical region a significant decrease in the number of both
SOM (4,207± 1,119 cell/mm3, n= 4, vs 8,596 ± 803 cell/mm3,
n = 6, for control PS1xAPP and PS1 mice, respect-
ively, p < 0.05; 52.2 ± 13.1% of reduction) and NPY
(1,770 ± 227 cell/mm3, n = 4, vs 3,062 ± 363 cell/mm3, n = 6,
for control PS1xAPP and PS1 mice, respectively, p < 0.05;
58.4 ± 7.1% of reduction) immunopositive GABAergic cells.
However, after lithium treatment, the number of both neur-
onal populations did not differ between PS1/APP and PS1
groups (7,087 ± 1,097 cell/mm3 or 3,003 ± 423 cell/mm3,
n = 4, for SOM and NPY, respectively; 17.6 ± 12.8% or
1.9 ± 13.8% of reduction).
Thus, early lithium intervention was highly effective
preventing the SOM/NPY neuronal loss in both the
hippocampal formation and the entorhinal cortex of
PS1xAPP model.
Another prominent pathological feature of this neuronal
population in our PS1xAPP mice is the extensive develop-
ment of axonal dystrophies associated to Abeta plaques
[15] (Figure 2D and E). Importantly, lithium treatment
produced, in parallel with the prevention of the SOM/NPY
cell loss, a prominent reduction of the axonal dystrophy
pathology in these cells. In fact, lithium treated PS1xAPP
mice displayed an obvious and highly significant decrease
(−60.2%) in the NPY positive dystrophic area (Figure 2D,
d1, d2 and d3). Also, there was a decrease in the AT8- and
SOM-positive dystrophies (Figure 2E). Therefore, lithium
avoided SOM/NPY neurodegeneration and improved the
cell integrity, reducing the axonal degeneration of this
highly vulnerable neuronal population.
Lithium treatment ameliorated axonal/synaptic pathology
by reducing abnormal intracellular protein accumulation
PS1xAPP mice accumulated phospho-tau, LC3-II and
ubiquitinated proteins in axonal dystrophies surrounding
Abeta plaques (Figure 3; see also [15,16]). Thus, in agreement
with the preservation of SOM/NPY neurons, lithium also
reduced both the total AT8-positive phospho-tau levels, de-
termined by western blots (Figure 3A), and the AT8-positive
dystrophies, detected by immunohistochemistry (Figure 3B).
Furthermore, lithium also reduced the steady-state levels of
both LC3-II and ubiquitinated proteins (see Figure 3C). In
fact, the steady-state levels of both LC3-II and ubiquitinated
proteins were similar to those observed in the PS1 lithium
group. Immunohistochemistry also demonstrated a dramatic
reduction in both ubiquitin- and LC3-positive dystrophies,
surrounding the Abeta plaques (Figure 3D, d2 and d4).
Thus, lithium reduced the number of dystrophies and the
accumulation of intracellular proteins.
This lithium-mediated reduction of the axonal dystrophic
pathology could also ameliorate the synaptic degeneration.
Thus, we determined (by western blots) the levels of the
classic presynaptic marker synaptophysin (not shown).
Figure 3 Lithium treatment reduced the dystrophic pathology associated to Abeta plaques. A) Representative western blot (n = 7 mice
per group) and quantitative analysis of phosphorylated tau, determined using AT8 clone, of total proteins from PS1 control, PS1xAPP control and
PS1xAPP lithium-treated mice. For quantification, the AT8 levels were referred to PS1 control group. The AT8 levels were significantly increased in
PS1xAPP control mice (ANOVA F(2,18) = 22.66, p = 0.0001; Tukey p < 0.05) whereas PS1 control and PS1xAPP lithium displayed no differences.
B) Representative AT8 positive dystrophies surrounding Abeta plaques from control (b1 and b2) or lithium treated (b3 and b4) PS1xAPP mice.
C) Representative western blots and quantitative analysis of steady-state levels of LC3-II and ubiquitinated proteins in PS1 and PS1xAPP control
and treated mice (n = 4 per genotype and treatment). A clear and significant accumulation of both LC3-II (ANOVA F(3,12) = 32.52, p = 0.001) and
ubiquitinated proteins (ANOVA (F(3,12) = 63.67, p = 0.00001) was observed in PS1xAPP control mice. Lithium treatment reversed this pathology.
The post-hoc analysis, using Tukey test, was indicated in the figure. D) Ubiquitin (d1 and d2) and LC3 (d3 and d4) immunolabeled hippocampal
sections (counterstained with Congo red for Abeta plaques) of control and lithium treated PS1xAPP mice corroborated the accumulation of both
markers, associated with dystrophic neurites surrounding amyloid plaques (d1 and d3) and the patent lithium reduction (d2 and d4) in the presence of
ubiquitin and LC3 positive dystrophies. Inserts in d1-d4 showed higher magnification details of the dystrophies surrounding Abeta plaques. so, stratum
oriens; sp, stratum pyramidale; sr, stratum radiatum. Scale bars: b1, b3 50 μm; b2, b4 100 μm; d1 to d4 200μm; inserts 25 μm.
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cant reduction (0.72 ± 0.12 vs 1.00 ± 0.14 for PS1xAPP and
PS1 control, respectively, n = 7 per phenotype, Tukey
p < 0.05) whereas a completely recovery was detected
in lithium-treated PS1/APP mice (0.96 ± 0.16 for
PS1xAPP lithium, n = 9).
Taken together, these data indicated that the chronic
lithium treatment markedly reduced the plaque associ-
ated axonal dystrophy pathology, in parallel with a
reduction on the abnormal intracellular accumulation
of proteins and/or autophagic vesicles, in this PS1xAPP
model. Furthermore, lithium also decreased the putativepresynaptic degeneration observed in this transgenic
mouse model.
Lithium treatment substantially modified the morphology
and toxicity of the extracellular Abeta plaques
Next, we tested whether lithium treatment could alter
Abeta accumulation in PS1xAPP hippocampus. Data
(Table 1) indicated the absence of modifications on
either i) total monomeric Abeta (quantified by western
blot and 6E10 antibody), ii) soluble Abeta42 (quantified
by ELISA using soluble extracts) or iii) Abeta plaque
load (determined using either anti-Abeta42 or 6E10
Table 1 Abeta accumulation was not modified in the
lithium treated PS1xAPP mice
Control Lithium
Soluble Abeta42 ELISA 27.57 ± 10.74 30.14 ± 6.47
(pg/ml) n = 7 n = 7
Total Abeta Western blots 1.0 ± 0.26 0.98 ± 0.60
(relative units) 6E10 n = 18 n = 25
Abeta load Immunohistochemistry 6.83 ± 1.99 4.40 ± 1.81
(% of area) 6E10 n = 5 n = 5
Abeta42 load Immunohistochemistry 5.09 ± 2.31 3.65 ± 1.03
(% of area) Abeta42 n = 5 n = 5
Data are mean ± S.D.
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cant reduction (−62.7%) in the size of the Abeta plaques
in lithium-treated PS1xAPP mice, as compared with
PS1xAPP control group (Figures 4A, a1, a2 and quantita-
tively in a3). In fact, when the distribution of the different
sizes of the Abeta plaques was analyzed (Figure 4A, a4),
the treated group displayed a marked increase (4 fold)
in the number of small plaques (<200 μm2), with the
consequent reduction in the number of medium and large
size Abeta plaques.
This reduction of plaque size, in absence of a parallel
reduction on the total Abeta deposition, could arise of a
higher Abeta compaction. Interestingly, higher plaque
compaction could reduce the Abeta pathology [33]. We
thus determined the plaque compaction by quantifying
the optical density of Abeta42 immunostained plaques,
randomly selected by the stereological microscope (n = 800
plaques from 5 different sections and 6 different control or
treated mice; see [33]). Although the plaque compaction
was heterogeneous in both groups (Figure 4B), our data
demonstrated the existence of a highly increase (82%) in
the plaque compaction (calculated as Pixels/μm2) in the
lithium treated PS1xAPP mice (Figure 4B, b5).
The increase in plaque compaction could involve a
reduction of the putative toxic oligomeric Abeta that
surrounded or aroused from plaques (the plaque “halo”;
[34]. To quantitatively determine this possibility, the
Abeta plaques were first stained with Thioflavin-S followed
by immunostaining with the conformation-specific OC
antibody, which recognizes fibrillar Abeta oligomers.
Representative double labeled images, and the quantification
of the plaque oligomeric halo, is shown in Figure 4C
(c1 to c6, and c7, respectively). As expected, lithium treat-
ment produced a significant reduction of the OC-positive
plaque halo which might result in less toxic plaques.
To examine the impact of lithium treatment on the
toxicity of the Abeta plaques, we quantified the NPY
dystrophic area and the corresponding Abeta area in
individual plaques. Using unbiased stereological countsin NPY and 6E10 double immunostained sections
(Figure 5A), we first calculated the proportion of Abeta
plaques devoid of NPY dystrophies. As shown, treated
PS1xAPP mice displayed a small, but significant, in-
crease in the proportion of plaques without associated
NPY dystrophies (Figure 5B). More relevant, when the
NPY dystrophic area was normalized by the correspond-
ing Abeta plaque area, we observed a substantial reduc-
tion of the NPY dystrophic area per plaque in the
treated PS1xAPP mice (Figure 5C). Since this reduction
of the dystrophic area could just reflect the decrease in
plaque size, we also plotted single NPY-dystrophic area
versus the corresponding Abeta plaque area, for both
control and treated PS1xAPP mice. As expected, we ob-
served a significant positive linear correlation between
both parameters in both mice groups (Figure 5D). Im-
portantly, we also observed a significant higher dys-
trophic area in control PS1xAPP mice across all size of
plaques, as compared with treated PS1xAPP mice. In
fact, the slope of the fitted linear regression, between
dystrophic area versus plaque area, presented a 3-fold
decrease after lithium treatment (0.0399 ± 0.006 vs
0.0119 ± 0.0011; for control and lithium PS1xAPP mice;
ANOVA F(1,127) = 27.88, p = 0.00001).
Taken together, these data demonstrated that lithium
treatment modified Abeta plaques quality decreasing
their toxicity measured as the capacity to induce axonal
dystrophies formation.
Lithium treatment induced astrocyte activation and the
incorporation of Hsps to Abeta plaques
Finally, we investigated the possible implication of astrocytes
on this lithium-mediated modification of Abeta plaques.
Activated astrocytes, surrounding Abeta, could highly
influence the Abeta compation and plaque aggregation
[35-37]. Thus, we evaluated whether lithium affected the
astrocyte activation by determining the expression of
GFAP by qPCR (Figure 6A) and immunohistochemistry
(Figure 6B, b1 to b4). As expected, GFAP expression and
astrocyte activation were increased in control PS1xAPP
group (as compared with PS1 mice, Figure 6A and B). As
also shown, lithium treatment produced a higher increased
in GFAP expression (Figure 6A) and also in GFAP activa-
tion (compare Figures 6B, b2 and b4). In fact, in the treated
PS1xAPP mice, astrocytes were more immunoreactive and
clearly hypertrophic, as compared with control PS1xAPP.
However, no significant lithium-dependent differences were
detected on the expression of other factors, such as NGF,
GDNF, NT-5, MMP9, MMP3 or ApoE, (Figure 6C). It is
also noteworthy that lithium treatment has no effect
on GFAP expression on non-Abeta activated astrocytes
(PS1 lithium mice).
Within the different factors and/or processes that could
influence Abeta compaction, it has been demonstrated that
Figure 4 Lithium treatment reduced the size and increased the compaction of the extracellular Abeta plaques. A) Lithium treatment
reduced the size of Abeta deposits. Plaques were immunostained with anti-Abeta42 antibody. Representative images (a1 and a2) and quantitative
analysis (a3 and a4) of Abeta plaque size from the CA1 subfield of control and lithium-treated PS1xAPP mice. (a3) The individual plaque size
(μm2) was quantitatively assessed from 25 sections of 6 different control or lithium treated PS1xAPP mice. (a4) The plaque size distribution was
determined by calculating the number of plaques falling into distinct area categories (ranging from <200 μm2 to >2000 μm2). For each category,
the difference between control and lithium was determined by t-test. so, stratum oriens; sp, stratum pyramidale; sr, stratum radiatum. B) Lithium
treatment increased the Abeta plaque compaction. Signal density of Abeta42 immunostained plaques from control (b1, b2) and lithium-treated
(b3, b4) mice were measured in the CA1 subfield of hippocampus. Optical densities (pixel/μm2) of plaques from 5 sections/mouse and 5 mice
per group was represented in the graph. C) Plaque oligomeric halo, considered as the difference between OC- and Thio-S-stained areas was
reduced by lithium. Plaques were sequentially staining with Thio-S and the OC antibody. (c1-c6) Representative images of a similar size plaque in
the CA1 region of control (c1-c3) or lithium-treated (c4-c6) mice showing the plaque halo. (c7) Similar size plaques (< 200 μm2) were analyzed
(15 plaques per animal, n = 3 mice per group). Scale bars: a1, a2 200 μm; b1-b4 25 μm; c1-c6 20 μm.
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(Hsps), have the capacity to reduce the Abeta toxicity by in-
creasing the sequestration/compaction of putative toxic
Abeta oligomers [36,38-41],. Furthermore, it has been also
demonstrated that astrocytes could express and release dif-
ferent Hsps [36]. Thus, we evaluated whether lithium treat-
ment did affect the Hsps expression. First, we determined,
by western blots, the levels of Hsp27, Hsp60 and Hsp70 in
PS1xAPP control and lithium treated mice. As shown in
Figure 6D, we observed a consistent increase on the levels
of all four proteins in the lithium group. However, no
changes on expression (by qPCR) were detected (not
shown). Moreover, we analyzed the in vivo localization ofHsp70 (not shown) and Hsp27 (Figure 6E) and whether
lithium treatment modified their distribution. Both chap-
erones displayed similar immunostaining patterns. In
lithium treated PS1xAPP mice (Figure 6E e1 to e5),
triple labeling experiments demonstrated that anti-
Hsp27 intense stained the Abeta plaque core (labeled
by 6E10) and, interestingly, also activated astrocytes
(GFAP-positive cells) near plaques displayed Hsp-27
immunopositive puncta. However, in control PS1xAPP
mice, the core of Abeta plaques appeared weakly im-
munostained and low or no immunoreactivity was ob-
served in astrocytes surrounding Abeta plaques
(Figure 6E, e6-e9).
Figure 5 Lithium treatment decreased the Abeta toxicity. A) NPY-labeled dystrophic neurites, surrounding 6E10-labeled Abeta plaques,
were compared in CA1 field of hippocampus from control (a1) and lithium-treated (a2) PS1xAPP mice (5 sections per mice, 3 mice per group).
B) Lithium treatment increased the proportion of Abeta plaques displaying no apparent NPY-dystrophies. The difference between groups
(indicated in the figure) was assessed using t-test. C) Lithium also significantly (using non-parametric Wilcoxon test) reduced the NPY dystrophic area,
normalized by the corresponding plaque area. D) The decrease on Abeta toxicity, at all plaque sizes, was also assessed by plotting the individual NPY
dystrophic area versus Abeta plaque area. The individual data from both groups were fitted to a linear model and the possible difference between
groups was analyzed using Multiple Regression Analysis. As shown, both groups (control and lithium) could be fitted to a linear model and both
regression lines were statistically different (ANOVA F(3,145) = 38.00; p = 0.00001). Furthermore, the slopes of the fitted data were also significantly
different between both groups (Conditional Sum of Squares, see Results). Scale bars: a1 25 μm, a2 50 μm.
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data indicated that lithium, modulating the production/
release of Hsps by astrocytes, might decrease the toxicity
of plaques by increasing the Abeta compaction.
Discussion
Here, we demonstrate that chronic oral administration
of lithium, before the pathology onset, resulted in less
toxic plaque formation that significantly ameliorated the
degenerative processes and behavioral/memory deficits
occurring during disease progression in our PS1xAPP
model. Specifically, and of great relevance for AD pre-
vention, early lithium intervention was able to arrest
neuronal loss in hippocampus and entorhinal cortex of
highly vulnerable populations, Beside, lithium substan-
tially reduced the axonal dystrophic pathology, associ-
ated to amyloid plaques, by increasing the Abeta
compaction. As we discuss below, these neuroprotectiveeffects of lithium could be mediated by modifications of
the plaque toxicity through the astrocytic release of heat
shock proteins. On contrary to previous failed clinical
studies using lithium, our results highlight the potential
use of this compound as a preventive intervention to
halt/slow AD pathology progression at preclinical stages.
As we reported previously, our PS1xAPP mouse
displays early (6 months) neuronal loss affecting SOM/NPY
GABAergic cells in the hippocampal formation and
entorhinal cortex, which coincides spatiotemporally
with the extracellular Abeta deposition [15,16,23,24,30,31].
In addition, another pathological feature of this AD
model is the formation of abundant axonal dystro-
phies surrounding the Abeta plaques. Dystrophies accu-
mulated phosphorylated tau, ubiquitinated proteins and
autophagic vesicles [15,16].
Our data demonstrate that lithium administration, start-
ing before the beginning of the neurodegenerative
Figure 6 Lithium increased the astrocyte activation and the Hsps levels. A-B) Lithium treatment increased the astrocyte activation assessed
by qPCR (A) and GFAP immunoreactivity (B). GFAP expression (A) was assayed in hippocampal samples from 10 mice per group. GFAP expression
increased in PS1xAPP control group and further increased in PS1xAPP lithium-treated mice. ANOVA (F(3,36) = 18.82, p = 0.0001). The post-hoc analysis
using Tukey is presented in the graph. B) Representative confocal images through the CA1 field of control (b1, b2) and lithium-treated (b3, b4) mice,
showing GFAP-immunoreactive astrocytes (red) and Thioflavin-stained Abeta plaques (green). As shown, GFAP immunoreactivity is clearly higher in
lithium-treated mice. C) Lithium did not modify the expression of NGF,GDNF, NT-5, MMP9, MMP3 or ApoE, determined by qPCR (n = 4 mice per
group). D) Lithium treatment increased the levels of three Hsps (Hsp70, Hsp60 and Hsp27). Representative western blots and quantitative analysis of
Hsps using protein extract from hippocampus of control and lithium-treated PS1xAPP mice (n = 4 mice per group). The expression of all three Hsps
was normalized using PS1 control (not shown), and the significance was determined by t-test. E) Confocal images through the CA1 subfield showing
GFAP/Hsp27/Abeta triple immunofluorescence labeling. In lithium-treated mice (e1-e5), the core of the Abeta plaques (labeled by 6E10, in blue) is
intensely stained with the anti-Hsp27 antibody (in red), as well as astrocytic puncta processes (labeled by GFAP, in green) surrounding the plaques
(see insert in e2 showing double GFAP-Hsp27 labeling, and the triple labeling detail in e5). On the contrary, in control mice (e6-e9), the core of the
Abeta plaques appears almost devoid of Hsp27 immunostaining and low or no immunoreactivity was observed in astrocytes surrounding the plaques.
Scale bars, d1-d9 20 μm, insert in a2 10 μm.
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NPY cells in both the hippocampus and entorhinal cortex.
This is the first report showing that lithium prevents neur-
onal loss in AD vulnerable brain regions using in vivo stud-
ies. Also, our data demonstrate that lithium ameliorates
the dystrophic pathology, reducing dramatically the
NPY-positive dystrophic area associated to the Abeta
plaques and decreasing the levels of abnormally accu-
mulated LC3-II, AT8 and ubiquitinated proteins. Thus, lith-
ium clearly alleviates most of the neuropathological signs of
the PS1xAPP model.As we and others have demonstrated, the PS1xAPP mice
display GSK-3beta activation and autophagy/lysosomal
deficiencies [15,16,31,42,43]. Lithium could directly affect
the neuronal degeneration by inhibiting the GSK-3beta
activity (data not shown; [44]) and/or by activating the
autophagy-mediated protein degradation [12,45,46]. These
effects would reduce the accumulation of phospho-tau,
LC3-II and ubiquitinated proteins and, in consequence, re-
duce the neurodegenerative process. However, the PS1xAPP
transgenic model accumulates these proteins in axonal
dystrophies surrounding the Abeta plaques. In this sense, we
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dystrophies might be directly implicated in the neuronal
degeneration during disease progression [9,15,16,47,48]. This
suggestion agrees with recent data from AD patients [49].
Importantly, quantitative data demonstrate that lithium pro-
duced a prominent reduction (−60%) of the NPY-positive
dystrophic area. This reduction could also be reflected by the
decrease in the abnormal accumulation of phospho-tau,
LC3-II and ubiquitinated proteins, associated with the
dystrophic pathology, surrounding Abeta plaques.
Therefore, besides a putative direct effect either
through GSK-3beta activity or autophagy/lysosomal pro-
tein degradation, the lithium-mediated amelioration of
the neuropathological alterations may likely reflect the
dramatic reduction in the formation of dystrophic neur-
ites around the Abeta plaques. This effect could also re-
flect the lithium-dependent modifications of the Abeta
plaque formation.
As we have shown here, lithium produced a prominent
change in plaque morphology and quality. In fact, the
Abeta plaques were smaller (see also [20]) and more
compact in treated than in control PS1xAPP mice. In
this context, it has been reported that the highly aggre-
gated Abeta possesses a reduced toxicity [33,50], and
therefore the observed decrease in the dystrophic area
per plaque could reflect a reduction in plaque toxicity.
Regarding the plaque toxicity, it has been noted that
the formation of axonal dystrophies and the synaptic
degeneration seemed to be restricted to the periphery of
the Abeta plaques [34,48,50]. This most periphery area
(halo) of the plaques might be constituted by partially
aggregated Abeta fibrillar oligomers, which could be
involved on the AD pathology [51]. In this scenario, our
data demonstrate that lithium produces a reduction on
the fibrillar oligomeric halo (which is recognized by the
conformation specific polyclonal OC antibody) of the Abeta
plaques, thus diminishing the plaque toxicity.
The processes contributing in the Abeta aggregation,
plaque formation or plaque compaction are actually
unknown. It has been suggested that astrocytes could play
a prominent role by limiting the plaque growth and the
plaque-associated dystrophy formation [35,36]. Moreover,
activated astrocytes may release, among different factors,
Hsps [52,53], which could induce the Abeta aggregation, re-
ducing its potential toxicity [36,38,40]. In agreement with
these data, our results strongly suggest the involvement of
astrocytes and extracellular Hsps as mediators of the lithium
effect on plaque toxicity. In fact, we demonstrate simultan-
eous higher astrocyte activation with higher incorporation
of Hsps in the Abeta plaques and reduced oligomeric plaque
halo in lithium treated PS1xAPP mice, compared with
controls. It is noteworthy the lithium-dependent increase of
Hsp70 and Hsp27 in the plaque core. Although further
experiments should be done, this particular localizationsuggests that these Hsps could be implicated in the Abeta
nucleation and plaque compaction.
Conclusions
Our data demonstrate that the early chronic lithium
treatment significantly ameliorates the pathological
progression in this PS1xAPP AD model. Lithium could
reduce neuronal/axonal degeneration by increasing the
Abeta compaction and, in consequence, producing smaller
Abeta plaques with lower toxic halo. Lithium could
influence directly neurons but, as we have shown in
this work, this compound has a novel therapeutic effect
through astrocytes inducing chaperones release which have
the capacity to modulate the Abeta compaction/toxicity.
To the best of our knowledge, this is the first time that this
therapeutic effect of lithium on Abeta plaque quality has
been reported. These data reveal a novel lithium-mediated
mechanism capable of altering the course of the disease
in an amyloidogenic AD model. These Abeta-modifying
mechanism might represent an innovative therapeutic
approach to the, so far, continuing negative outcomes of
AD clinical trials aimed to clear Abeta plaques once they
have already formed, and to the current inability to
prevent plaques from forming in the first place.
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Abstract. The progressive cognitive decline leading to dementia in Alzheimer’s disease (AD) patients is the consequence of a
severe loss of synapses and neurons affecting particular cell subpopulations in selected brain areas, with the subiculum being one
of the earliest regions displaying severe atrophy and pathology. The lack of significant neuronal loss in most AD models is, in fact,
the major shortcoming for the preclinical evaluation of drugs that could have greater potential in patients to alleviate or prevent
this disease. In this study, using immunohistochemical and stereological approaches, we have analyzed the histopathological
events in the subiculum of APP751SwedLondon/PS1M146L mice, a transgenic model that displays neuronal vulnerability at
early ages in hippocampus and entorhinal cortex. Our results indicate that the subiculum is the earliest affected region in the
hippocampus, showing a selective early loss of both principal neurons (28%) and SOM-positive interneurons (69%). In addition,
our data demonstrate the existence of an early axonal and synaptic pathology, which may represent the beginning of the synaptic
disruption and loss. These neurodegenerative processes occur in parallel, and closely related, with the onset and accelerated
progression of the extracellular amyloid- deposition, thus suggesting plaques as major contributors of neuronal/axonal damage.
Data reported here indicate that this AD model displays a selective AD-like neurodegenerative phenotype in highly vulnerable
regions, including the subiculum, and therefore can be a very useful model for testing the therapeutic ability of potential
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INTRODUCTION
The progressive cognitive decline that ultimately
leads to dementia in Alzheimer’s disease (AD) is con-
sequence of a severe loss of synapses and neurons
that selectively affects particular cell subpopulations
in brain areas critical for learning and memory [1–6].
Although transgenic mice, based on the overexpres-
sion of proteins harboring one or several mutations
found in familial AD, progressively develop amyloid-
 (A) deposits and tau hyperphosphorylation, along
with dystrophic neurites and activated astrocytes and
microglia, very limited or no neuronal death has been
reported in vulnerable brain areas of these AD models
[7–10]. This lack of significant neuronal loss is, in fact,
the major shortcoming of AD models for the preclinical
evaluation of drugs that could have greater potential in
patients to alleviate or prevent this disease. Therefore,
the characterization of the neurodegenerative pheno-
type of AD models is a critical step in ensuring success
for translating therapeutic efficacy.
The hippocampal formation, a key structure of the
medial temporal lobe memory system and one of
the earliest regions to be affected in AD, consists
of a number of subdivisions including the dentate
gyrus, the hippocampus proper (areas CA1 and CA3),
the entorhinal cortex, and the subiculum [11–13].
Marked neuronal reduction occurs in the hippocam-
pal formation of AD patients [14–21]. Even in mild
AD, a marked neuronal loss can be found in the
entorhinal cortex and hippocampus [2, 4], and these
changes result in decreased volume of these brain
areas [22, 23]. Unlike most transgenic animal models,
which do not exhibit the neurodegenerative spec-
trum of disease observed in the patient population,
in the APP751SweLondon/PS1M146L (APP/PS1)
mice we have previously reported a selective and
significant neuronal loss in the hippocampus proper,
dentate gyrus, and entorhinal cortex. Subpopulations
of GABAergic interneurons were selectively affected
at early ages in hippocampal CA fields and den-
tate gyrus [24, 25] as well as entorhinal cortex [26].
However, pyramidal neurons were first affected in
entorhinal cortex [26] and then later in CA1 hippocam-
pus [27], similarly to the pathological pattern described
in patients [2, 28, 29]. The loss of these neurons was
associated with the prominent extracellular amyloid
pathology along with the age-dependent increase in
the soluble oligomeric A content and/or the induced
cytotoxic inflammatory response [27, 30].
In contrast to the rest of the hippocampal forma-
tion, the subiculum has received comparatively little
investigation in the AD field. The subiculum is the prin-
cipal target of the CA1 pyramidal cells and serves as
the major output structure of the hippocampal forma-
tion to widespread subcortical and cortical areas (for
review, see [31]). In AD patients, the subiculum is
among the earliest regions displaying severe atrophy
and pathology [1, 16, 18, 32–37]. Loss of the subicular
neurons has been reported to be associated with clini-
cal AD [19, 21]. Thus, damaged hippocampal–cortical
and hippocampal–subcortical communication might
be significant for the memory impairment seen in
patients. In AD models, tremendous attention has been
focused on hippocampal (CA fields and dentate gyrus)
pathology, however very few studies comment specif-
ically on subiculum neurodegeneration so far [38, 39].
Here we have characterized the histopathological
events in the subiculum of the APP751SweLondon/
PS1M146L model by immunohistochemistry and
stereological approaches to detect changes in the num-
ber of neurons. Our data indicate that the subiculum
is the earliest affected hippocampal region showing
a selective loss of both principal cells and SOM-
positive interneurons at an early age (4–6 months)
in parallel with an early onset of extracellular amy-
loid deposits and prominent axonal damage. The
most relevant feature of this model is the selec-
tive AD-like neurodegenerative phenotype in highly
AD-vulnerable regions. Therefore, this model can
be very useful for testing the therapeutic ability of
potential compounds to protect neurons and amelio-




Male transgenic mice expressing familial AD-
causing mutations in the APP and PS1 genes were
used in this study [40]. The bigenic mice were obtained
by crossing homozygous mice expressing human
mutant PS1M146L (under HMG-CoA reductase pro-
moter) to hemizygous mice expressing human mutant
APP751 carrying the Swedish (KM670/671NL) and
London (V717I) mutations (under the control of the
Thy1 promoter). Mice represented F6-F10 offspring
of heterozygous transgenic mice. Non-transgenic mice
(WT) of the same genetic background (C57BL/6) and
age were also used. All animal experiments were
carried out in accordance with the European Union
regulations (Council Directive 86/609/ECC of Novem-
ber 24th, 1986) and approved by the committee of
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animal use for research at Malaga University, Spain
(RD 1201/2005 of October 10th, 2005).
Tissue preparation
After deep anesthesia with sodium pentobarbital
(60 mg/kg), 2, 4, 6, 12 and 18-month-old, APP/PS1,
PS1, and WT mice (n = 6/age/genotype) were per-
fused transcardially with 0.1 M phosphate-buffered
saline (PBS), pH 7.4 followed by 4% paraformalde-
hyde, 75 mM lysine, 10 mM sodium metaperiodate in
0.1 M phosphate buffer (PB), pH 7.4. Brains were
then removed, post-fixed overnight in the same fix-
ative solution at 4◦C, cryoprotected in 30% sucrose,
sectioned at 40m thickness in the coronal plane on
a freezing microtome, and serially collected in wells
containing cold PBS and 0.02% sodium azide (each
series contained sections that represented 1/7th of the
total brain).
Immunohistochemistry
Serial sections from APP/PS1, PS1, and WT
mice were assayed simultaneously for light and
confocal microscopy immunohistochemistry using
same batches of solutions to minimize variability
in immunolabeling conditions as previously reported
[24–26, 41]. Free-floating sections were first pre-
treated with 3% H2O2/3% methanol in PBS pH
7.4 for 20 min to inhibit endogenous peroxidase,
and then with avidin- biotin Blocking Kit (Vector
Labs, Burlingame, CA, USA) for 30 min to block
endogenous avidin, biotin and biotin-binding proteins.
For single immunolabeling, sections were incubated
overnight at room temperature with one of the fol-
lowing primary antibodies: anti-somatostatin (SOM)
goat polyclonal (1:1000 dilution; Santa Cruz Biotech-
nology); anti-parvalbumin (PV) rabbit polyclonal
(1/5000 dilution, Swant); anti-human amyloid- pro-
tein precursor (hAPP) rabbit polyclonal (1/20000;
Sigma) or goat polyclonal (1/20000; Meridian life
sciences); anti-A mouse monoclonal 6E10 (1:1500
dilution; Sigma); anti-A42 rabbit polyclonal (1/5000;
Millipore); anti-oligomeric A (OC) rabbit poly-
clonal (1/5000; Millipore); anti-synaptophysin (Syn)
rabbit polyclonal (1:1000 dilution; Abcam); anti-
MAP-2 rabbit polyclonal (1/5000 dilution; Chemicon);
anti-neurofilament rabbit polyclonal (1/5000 dilu-
tion; Chemicon), anti-VGluT1 guinea pig polyclonal
(1/10000 dilution; Chemicon); anti-VGAT guinea pig
polyclonal (1/5000 dilution; Calbiochem); anti-LC3
rabbit polyclonal (1/1000 dilution; Cell Signaling);
anti-ubiquitin rabbit polyclonal (1/5000 dilution;
Dako); anti-phospho-tau (AT8) mouse monoclonal
(1/250 dilution; Pierce); anti-cathepsin D (Cat-D)
goat polyclonal (1/100 dilution; Santa Cruz Biotech-
nology); anti-choline acetyltransferase (ChAT) goat
polyclonal (1/1000 dilution; Millipore) over 24, 48,
or 72 h at room temperature. To retrieve intracel-
lular A, sections were pre-treated for 7 min with
85% formic acid before incubation with the anti-A
antibodies. For general antigen retrieval method sec-
tions were previously heated at 80◦C for 20 min in
50 mM citrate buffer pH 6.0. The tissue-bound pri-
mary antibody was detected by incubating with the
corresponding biotinylated secondary antibody (1:500
dilution, Vector Laboratories), and then followed by
1:2000 streptavidin-conjugated horseradish peroxi-
dase (Sigma Aldrich). The peroxidase reaction was
visualized with 0.05% 3-3’-diaminobenzidine tetrahy-
drochloride (DAB), 0.03% nickel ammonium sulphate,
and 0.01% hydrogen peroxide in PBS. Specificity of
the immune reactions was controlled by omitting the
primary antisera. After DAB, some immunolabeled
sections were incubated 3 min in a solution of 20% of
Congo red. Sections were then mounted onto gelatin-
coated slides, dehydrated in graded ethanol, cleared in
xylene and coverslipped with DPX (BDH) mounting
medium.
For double A42/Cat-D, A42/hAPP, A42/Syn,
hAPP/SOM, or hAPP/VGluT1 immunofluores-
cence labeling, sections were first sequentially
incubated with the indicated primaries antibodies fol-
lowed by the corresponding Alexa488/568 secondary
antibodies (1:1000 dilution; Invitrogen). Sections were
examined under a confocal laser microscope (Leica
SP5 II).
For pyramidal cell discrimination, we used a 5×
immunohistochemical approach previously reported
[26]. Sections were first and sequentially incubated
with the following interneuron markers: anti-SOM
goat polyclonal (1:1000, Santa Cruz), anti-Calretinin
(CR) rabbit polyclonal (1:5000 dilution; Swant), anti-
VIP rabbit polyclonal (1:5000 dilution, Acris), anti-PV
rabbit polyclonal (1/5000 dilution, Swant) as described
above. After the DAB-nickel reaction (dark blue end
product), sections were then incubated 3 days with
the neuronal marker anti-NeuN monoclonal antibody
(1:1000 dilution; Chemicon). The second immunoper-
oxidase reaction was developed with DAB only (brown
reaction end product). The appropriate controls were
performed to avoid any false positive immunostain-
ing due to cross-reactivity between detection systems.
To clearly discriminate the different streptavidin-
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peroxidase reactions, the first one (for interneurons)
was always developed with DAB-nickel (dark blue)
solution whereas the second one (NeuN) only with
DAB (light brown). Moreover, the different com-
partment localization of interneuron (cytoplasm) and
NeuN (nuclei) epitopes completely guarantee the cor-
rect non-overlapped visualization of both reactions and
the interpretation of the results.
Thioﬂavin-S staining
Free-floating sections were incubated for 5 min with
0.015% Thio-S (Sigma) in 50% ethanol, and then
washed in 50% ethanol, in PBS, mounted onto gelatin
coated slides and coverslipped with 0.1 M PBS con-
taining 50% glycerin and 3% triethylenediamine.
Plaque loading quantiﬁcation
Plaque loading was defined as percentage of total
subicular area stained for A. Quantification of extra-
cellular A content was performed as previously
reported [26]. Thioflavin-S staining was examined
under an Olympus BX-61 epifluorescent microscope
using FITC filter and 4× objective. Images were
acquired with an Olympus DP71 high-resolution dig-
ital camera using the Cell-A program (Olympus).
The camera settings were adjusted at the start of
the experiment and maintained for uniformity. Digital
images (4 sections/mouse) from 2, 4, 6, and 12-
month old APP/PS1 mice (n = 4/age) were analyzed
using Visilog 6.3 analysis program (Noesis, France).
The plaque area (Thioflavin-S positive) within the
subiculum was identified by level threshold which was
maintained throughout the experiment for uniformity.
The color images were converted to binary images with
plaques. The subicular area in each 4× image was
manually outlined. The plaque loading (%) for each
transgenic mouse was estimated and defined as (sum
plaque area measured/sum subicular area analyzed)×
100. The sums were taken over all slides sampled and
a single plaque burden was computed for each mouse.
The mean and standard deviation (SD) of the plaque
loading were determined using all the available data.
Quantitative comparisons were carried out on sections
processed at the same time with same batches of solu-
tions.
Plaque size morphometric analysis
Four coronal sections stained with Thioflavin-S
from 2 (n = 5), 4 (n = 5), 6 (n = 5), and 12-month-old
(n = 5) APP/PS1 mice were analyzed using the nucle-
ator method with isotropic probes by the NewCAST
software package from Olympus stereological system.
Subiculum was analyzed using a counting frame of
6022.8m2 and step length of 173.53m. For indi-
vidual plaque measurement, a 40× objective was used.
Number of plaques/mm2 falling into four surface cat-
egories (ranging from <200m2 to >2000m2) was
calculated. Each analysis was done by a single exam-
iner blinded to sample identities.
Stereological analysis
Immunopositive cells for SOM, PV, or NeuN
belonging to the different animal groups (WT, PS1,
and APP/PS1) and ages (2, 4, 6, 12, or 18 months)
were quantified (n = 5–6/age/group). Briefly, the quan-
titative analyses were performed using an Olympus
BX61 microscope interfaced with a computer and a
Olympus DP71 digital camera, and the NewCAST
(Computer Assisted Stereological Toolbox) software
package (Olympus, Denmark). The number of neurons
was quantified in every 7th section (with a distance
of 280m between sections) through the rostrocaudal
extent of the subiculum (between −2.46 mm ante-
rior and −4.60 mm posterior to Bregman coordinates,
according to the atlas of Franklin and Paxinos [42]. An
average of 6-7 sections was measured in each animal.
The subicular area was defined using a 4× objec-
tive and the number of neurons was counted using a
100×/1.35 objective. We used a counting frame of
902.52m2 with step lengths of 46.98m for SOM
and 95m for NeuN counting. The numerical density
(ND; cells/mm3) was estimated using the following
formula: ND = Q/(A*h), where ‘Q’ is the number of
dissector-counted somatic profiles, ‘A’ is the area
of the counting frame, and ‘h’ is the height of the
optical dissector (10m). The precision of the indi-
vidual estimations is expressed by the coefficient of
error (CE) [43] calculated using the following for-
mula: CE = 1/Q×(3A–4B + C/12)1/2, where A = 
Q2i,B = Qi×Qi+1,C = Qi×Qi+2. The CEs ranged
between 0.07 and 0.1. An investigator who was blind
to the experimental conditions (age, genotype, and
marker) performed neuronal profile counting.
Co-localization analysis
Double immunopositive subicular cells for A42
and Cat-D or for A42 and hAPP were analyzed
to determine the extent of colocalization between
both couple of markers in 2 month-old APP/PS1
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animals. Confocal images of 1,024 × 1,024 pixels were
acquired by using a Leica SP5 II confocal microscope
and a 40× objective. A total of 30 (A42/Cat-D) to
50 (A42/hAPP) cells were randomly photographed
(n = 3). Laser settings were adjusted at the start of
the experiment and maintained for uniformity. Images
were analyzed using LAS AF Lite program (Leica).
For A42/Cathepsin-D quantification we considered
the number of A42 points that were cathepsin-D pos-
itives. For A42/hAPP quantification, we determined
the area of A42 which co-localized with hAPP.
Electron microscopy
Fixed brains (see above) from 4–6 month-old
mice were sectioned at 50m or 250m thick-
ness in the coronal plane on a vibratome (Leica
VT1000S) and serially collected in wells containing
cold PB and 0.02% sodium azide. For standard electron
microscopy, the 250m-thick sections were postfixed
in 1% osmium tetroxide in 0.1 M PB, block stained
with uranyl acetate, dehydrated in acetone, and flat
embedded in Araldite (EMS, USA). Selected areas
were cut in ultrathin sections and examined with an
electron microscope (JEOL JEM1400).
For the immunogold labeling, the 50m sections
were first washed with PBS and incubated in a 50 mM
glycine solution 5 min in order to increase the antibody
binding efficiency. Following the standard immunohis-
tochemical protocol, the tissue was incubated 48 h in
primary rabbit polyclonal antibody anti-A (1/5000;
Millipore) in a PBS 0.1M/0.02%Tx-100/1% BSA solu-
tion at 22◦C. Then, sections were washed in PBS,
and incubated with 1.4 nm gold-conjugated goat anti-
rabbit IgG (1:100; Nanoprobes) overnight at 22◦C.
After postfixing with 2% glutaraldehyde and washing
with 50 mM sodium citrate, the labelling was enhanced
with the HQ SilverTM Kit (Nanoprobes), and gold
toned. Finally, the immunolabeled sections were pro-
cessed as above by the osmium fixation, dehydration
and embedding steps. In negative control experiments,
the primary antibody was omitted.
Statistical analysis
Data was expressed as mean ± SD. The compari-
son between two mice groups (WT and APP/PS1
mice or PS1 and APP/PS1 transgenic mice) was done
by two-tailed t-test, and for comparing several groups
(WT, PS1, and APP/PS1 mice) and ages, we used
one-way ANOVA, followed by Tukey post-hoc mul-
tiple comparison test (SigmaStat® 2.03, SPSS Inc).
In both cases, the significance was set at 95% of
confidence.
RESULTS
Selective loss of subicular interneurons at early
ages
We have first determined the numerical density
of SOM-immunostained neurons in the subiculum
(including pro-subiculum) of APP/PS1 at 2, 4, 6
and 12 months of age and compared to age-matched
PS1 and WT mice. The initial immunohistochemical
analysis showed that the majority of subicular SOM-
containing cells were located in the deep pyramidal
cell layer and in the polymorphic layer (Fig. 1A1–
A3). These interneurons (see inset in Fig. 1A2),
corresponding to O-LM cells of hippocampal sector
CA1, innervate the distal apical dendrites of pyra-
midal neurons in the outer molecular layer which
receives the main excitatory input from layer III of
the medial entorhinal cortex. WT and PS1 animals
displayed a similar pattern of SOM-immunolabeling.
However, APP/PS1 mice (Fig. 1B1–B3) showed
a reduced number of labeled somata since early
ages (4–6 months) and the presence of numer-
ous SOM-positive dystrophic neurites (see inset in
Fig. 1B2), mostly located around amyloid plaques.
The stereological study (Fig. 1C) demonstrated a sig-
nificant decrease (27.17 ± 8.50%, Tukey p < 0.05) in
the numerical density (neurons/mm3) of SOM-positive
cells in APP/PS1 mice at 4 months of age com-
pared to age-matched WT group. This decrease was
much more marked at 6 months of age (69.37 ± 8.53%,
Tukey p < 0.05). No further decrease was detected at
12 month-old (69.15 ± 3.05%, Tukey p < 0.05). PS1
group did not show changes respect to WT group at any
age tested. These data were in line with our previous
reports showing a significant loss of SOM interneu-
rons in the hippocampus proper (CA1-CA3 and dentate
gyrus) and entorhinal cortex of our APP/PS1 model
at 6 months of age [25, 26].
We have also analyzed whether another major
interneuron population, the cells expressing the cal-
cium binding protein parvalbumin (PV) which include
basket and axo-axonic GABAergic neurons, was also
early affected in the subiculum of our AD model.
PV-positive interneurons were present throughout the
principal cell layer of the subiculum (Fig. 2A-B). We
have not found significant differences in the numerical
density (Fig. 2C) of this GABA population at 6 months
of age between APP/PS1 (8415.58 ± 1429.79) and
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WT (10721.93 ± 3057.86) mice and neither at the
advanced age of 18 month-old (7556.79 ± 1033.90
versus 9136.28 ± 1205.44 for APP/PS1 and WT
mice, respectively). Moreover, and unlike SOM-cells,
the neuronal population positive for PV did not develop
dystrophic neurites with the progression of age. In fact,
even the PV-immunopositive processes and somata
that were located in the very near proximity of amy-
loid plaques displayed a normal morphology (see
Fig. 2B2).
These findings indicated that in the subiculum of
this AD model the SOM interneurons, but not the PV-
cells, were highly vulnerable at the initial stages of the
disease and that the degenerative process of the SOM
population preceded the observed in the hippocampus
and entorhinal cortex.
Loss of subicular principal neurons at early ages
Though in this AD model the loss of hippocam-
pal principal neurons is a late event (17–18 months
of age) [27, 44], in the entorhinal cortex pyramidal
neurodegeneration begins at an early age (6 months)
[26]. Therefore, we next examined whether subicular
principal neurons were also affected early by deter-
mining their numerical density at 2 and 6 months of
age in comparison with age-matched PS1 and WT
animals. To specifically distinguish principal cells
from interneurons, we have performed a multiple
immunoperoxidase labeling approach as previously
reported (5× immunolabeling) [26]. Principal cells
were discriminated by a single NeuN-nuclei label-
ing in light brown color whereas interneurons (those
expressing SOM/PV/CR/VIP alone or in combination)
displayed also a dark-blue cytoplasmic labeling (see
Fig. 3 and for details see insets).
As shown in Fig. 3, the microscopic observa-
tion of the 5× immunolabeled sections at 2 and 6
months of age revealed no qualitative differences in the
immunostaining pattern and cell distribution between
APP/PS1 and PS1 or WT animals. Small rounded
areas devoid of cells and characterized by the presence
of dystrophic neurites (in this case only GABAergic
dystrophies), which corresponded to areas occupied
by amyloid plaques, were easily detected in APP/PS1
animals, few plaques at 2 months (Fig. 3 A3) and more
numerous at 6 months of age (Fig. 3B3), as expected.
The quantitative stereological study (Fig. 3C) revealed
a significant (−28.04 ± 11.76%; p < 0.05) principal
cell loss in APP/PS1 mice (compared to PS1 and
non-transgenic littermates) at 6 months of age. No dif-
ferences were detected at 2 months of age. These data
demonstrated that principal subicular neurons were
vulnerable at early ages and the first hippocampal
pyramidal neurons to be affected by the course of the
disease.
Accelerated intra- and extracellular Aβ
accumulation in the subiculum
Considering the toxic effect of A accumulation on
neuronal survival we next investigated the temporal
intra/extracellular expression of A in the subiculum
of the double transgenic model from 2 to 12 months
of age by A42 immunohistochemistry (Fig. 4). Simi-
lar results were obtained with the OC antibody for the
oligomeric forms of A (results not shown). As shown
in the panoramic images (Fig. 4 A–C), the subiculum
is one of the earliest forebrain regions to express and
accumulate A. At 2 months of age the presence of
intracellular A was clearly seen in subicular neurons
which presented a strong punctuate immunolabeling
(Fig. 4A, D, and for a detail see inset in D). We did not
check in younger animals, but most probably the intra-
cellular A accumulation in subiculum started before
2 months of age. The formation of extracellular A
deposits was also first observed in this area at 2 months
of age; however the number of plaques was really
low indicating that the onset of extracellular amyloid
pathology was at the initial stage. At 4 months, numer-
ous plaques were already formed in the subiculum
(Fig. 4E) and further on the number and size of these
deposits significantly increased, as shown here for 6
and 12 months of age (Fig. 4F and G, respectively). As
Fig. 1. Significant reduction of subicular SOM-interneurons in APP/PS1 mice at early ages. Light microscopy images of SOM immunoreactivity
in the subiculum of WT (A1–A3) and APP/PS1 (B1–B3) mice at 4, 6 and 12 months of age. SOM-positive neurons were located in the deep
pyramidal cell layer and in the polymorphic layer (an immunoreactive neuron is shown at higher magnification in A2 inset). A decrease in the
number of immunoreactive somata was observed in APP/PS1 mice. Abundant immunoreactive dystrophic neurites (higher magnification detail
is shown in B2 inset) were seen associated to amyloid plaques (indicated with open white circles) in the double transgenic mice. The number
of dystrophies clearly increased with age. Stereological quantification (C) of SOM-positive neurons in WT, PS1, and APP/PS1 mice at 2, 4,
6 and 12 months of age (n = 4 per genotype and age). Results showed a significant decrease in the density of SOM-immunoreactive somata
(cells/mm3) in APP/PS1 mice compared to WT-PS1 since 4 months of age. Data (mean ± SD) was analyzed by one-way ANOVA p < 0.01
(F(14,24) = 24,3), followed by Tukey post-hoc multiple comparison test. Significance (*p < 0.05) was indicated in the figure. No differences
were detected between PS1 and WT animals. Scale bars, A1–A3 and B1–B3, 200m; insets 14m.
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Fig. 2. PV-interneurons are resistant to neurodegeneration in APP/PS1 subiculum. Light microscopy images of PV immunoreactivity in the
subiculum of WT (A1 and A2) and APP/PS1 (B1 and B2) at 6 and 18 months of age. No changes were detected between both genotypes in the
number and morphology of these inhibitory neurons. Immunolabeled PV-neurons are shown at higher magnification in A2 inset. PV-neurons
located near A plaques in APP/PS1 mice displayed normal morphology as shown in B2 inset. Open white circles indicate areas occupied by
A plaques (not stained) in APP/PS1 subiculum. Stereological quantification (C) of PV-positive neurons (cells/mm3) at 6 and 18 months of
age in WT and APP/PS1 mice revealed no significant differences between the genotypes at the two ages examined. Scale bars, A1, A2, B1
and B2, 200m; insets 14m.
rapidly increased the extracellular accumulation of A
the presence of intraneuronal A in the somata tended
to decrease. In fact, it was really difficult to distinguish
A-positive somata at light microscopy from 6 months
onward due to the high amount of extracellular amyloid
deposits occupying the subiculum.
To quantitatively compare the extracellular amy-
loid progression with age in the subiculum with other
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Fig. 3. Loss of principal neurons in the APP/PS1 subiculum at early ages. Multiple 5× (SOM, PV, CR, VIP and NeuN)-immunolabeling in
the subiculum, of WT (A1 and B1), PS1 (A2 and B2), and APP/PS1 (A3 and B3) mice at 2 and 6 months of age. Principal neurons (single
NeuN-labeled cells in brown color) were immunohistochemically differentiated from interneurons (SOM/PV/CR/VIP-labeled cells in dark blue
color) as seen in the higher magnification images of the insets. Stereological counts (C) of principal cells revealed a significant (two tailed t-test,
p < 0.05) decrease in the density (neurons/mm3) of this cell population in the APP/PS1 subiculum compared to age-matched WT or PS1 mice
at 6 months of age. No differences were found at 2 months of age. Data are given as mean + SD. Open white circles indicated amyloid plaques
location in the APP/PS1 subiculum. Scale bars, A1–A3 and B1–B3, 200m; insets in A1 and A3, 100m; inset in B3, 50m.
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Fig. 4. Early accelerated intra- and extracellular A accumulation in the APP/PS1 subiculum. A42 immunohistochemistry at 2 (A and D), 4
(B and E), 6 (C and F), and 12 (G) months of age. A–C, panoramic views of the caudal telencephalon showing the A42 immunoreactivity in
the subiculum (dashed area pointed with a black arrow) compared to other hippocampal and cortical areas from 2 to 6 months. Intracellular A
appears as early as 2 months and neurons show a punctate labeling suggestive of a vesicular location (inset in D). Abundant A plaques were
already seen at 4 months of age and plaques progressively increased, in number and size, with age. CA1, CA3, hippocampal subfields; DG,
dentate gyrus; Ent, entorhinal cortex; Per, perirhinal cortex; Au, auditive cortex. Scale bars, A–C, 500m; D–G, 200m; inset in D 10m.
highly vulnerable brain areas, such as CA1 and entorhi-
nal cortex, we have measured the area occupied by the
A deposits (plaque loading) in these brain regions
using Thioflavin-S stained sections (images no shown).
Thioflavin-S labeled only extracellular A and allowed
better image analysis quantification of plaques since
intracellular A pool was excluded. As shown, the
subiculum (Fig. 5A) is the earliest and most severely
affected area by the extracellular amyloid pathol-
ogy. The subicular amyloid load was 0.06 ± 0.1% and
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Fig. 5. A load and plaque progression with age in APP/PS1 subiculum. A) A load in subiculum rapidly increased with age and it was
significantly higher than in CA1 and entorhinal cortex at all ages analyzed. B, C) The number (plaques/mm2) and the size (m2) of the A
plaques in the subiculum exhibited a marked increase with age (two tailed t-test, *p < 0.05, **p < 0.01, ***p < 0.001).
2.77 ± 1.17% at 2 and 4 months of age, respectively.
A deposition increased to 8.67 ± 1.70% at 6 months
of age and reached to 14.57 ± 0.63% at 12 months (the
maximum was at 18 months with 25.31 ± 4.10%, not
shown). A load was significantly greater in subiculum
than in CA1 and entorhinal cortex at all ages analyzed.
At 4 months of age, the subicular amyloid deposition
was markedly accelerated and reached up to 5 times
higher than in CA1 and 7 times than in entorhinal cor-
tex. Then after, at 6 and 12 months, the plaque load in
subiculum, was between 3–4 times higher than in CA1
or entorhinal cortex. Therefore, the subiculum showed
the greatest age-related A load and also exhibited the
earliest neuronal loss.
The age-dependent increase in the total amyloid load
in the subiculum appeared to be associated with both
the number and size of the plaques. To support this
observation, we next determined the plaque density
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Fig. 6. Intracellular A is mostly localized in lysosomal vesicles of principal cells. Double confocal immunofluorescence labelings show the
presence of A in APP-positive (principal) neurons (A1–A3) but not in SOM-interneurons (B1–B3). Most A42 was localized in lysosomal
vesicles as shown by double A42/Cathepsin-D labeling and confocal microscopy (C1–C3). A immunogold electron microscopy reveals the
restricted subcellular location of A within endolysosomal organells of principal neuronal cell bodies. Scale bars: A–C, 10m; D, 2m; E–G,
0.2m.
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Fig. 7. A plaques are closely surrounded by axonal/synaptic dystrophies containing phospho-tau and autophagy vesicles. A) A plaque (Congo
red-stained) surrounded by numerous dystrophic neurites immunopositive for hAPP antibody. B) Dystrophic neurites were not immunopositive
for MAP-2 (dendritic marker). C) Immunoreactivity for neurofilament (axonal marker) was found in dystrophic neurites surrounding plaques. D)
Plaque associated dystrophies were immunoreactive for synaptophysin (synaptic marker). E1–E3) Confocal double immunofluorescence labeling
for hAPP (red) and VGLUT1 (green) shows extensive co-localization (arrows) of the two markers indicating the axonal/synaptic glutamatergic
nature of hAPP-positive dystrophic neurites around plaques. F-H) Congo red-stained plaques were surrounded by axonal/synaptic dystrophies
immunopositive for VGAT (marker for GABAergic terminals), somatostatin (marker for a GABAergic subpopulation) and ChAT (cholinergic
marker). I–K) Dystrophies around plaques were immunolabeled for the autophagy marker LC3, ubiquitin and phospho-tau (AT8). Asterisks
indicate A plaques. Scale bars: A–D and F–K, 25m; E1–E3, 10m.
(plaque/mm2) dissected into four size categories rang-
ing from <200m2 to those >2000m2 (Fig. 5B), as
well as the percent of each plaque category (Fig. 5C),
at 2, 4, 6 and 12 months of age. The appearance of
plaques in this region began at 2 months of age and they
were mostly under 200m2, and then progressively
increased in number at 4 months with the formation
also of bigger plaques. However, the most significant
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Fig. 8. Tight association between extracellular A and synaptic dystrophies. A) Double confocal A42 (green) and synaptophysin (SYN, red)
labelling show how A threads from a plaque closely cover SYN-positive dystrophies. B) Electron microscopy micrograph of an A plaque
(asterisk) surrounded by numerous dystrophic neurites (white arrows). C) An electron microscopy image of the plaque periphery showing
dystrophic neurites in close contact with A threads. D is a higher magnification image of the squared area in C; a dystrophic presynaptic
terminal (outlined with red line), contacting with a normal postsynaptic element (postsynaptic density is pointed with blue arrows), is in the
very close proximity of A threads (outlined in green color). Scale bar: A, 10m; B, 5m; C, 2m; D, 0.5m.
increase in the number of plaques/mm2 was at the age
of 6 months for each size category (5, 4.6, 3.4, and
14.5 times higher than at 4 months for those plaques
<200, 200–500, 500–2000, and >2000m2, respec-
tively, n = 5, two tailed t-test, p < 0.05), with the most
abundant being those at <500m2. Interestingly, at 12
months the plaque distribution switched and the pre-
dominant plaque size was >500m2. Then our data
demonstrated that the number of plaques significantly
build-up with age, but most remarkable, plaque size
also displayed a striking increment.
Since intraneuronal A accumulation precedes
amyloid plaque formation in the subiculum, we further
investigated the A expression in subicular neurons as
a potential toxic agent to induce the neurodegeneration.
The early presence of intraneuronal A in APP-
positive cells was confirmed by double A42/hAPP
immunofluorescence labeling (Fig. 6A1–A3) in 2-
month-old APP/PS1 mice. These APP-positive
cells corresponded to principal neurons since the
mutated human APP transgene is expressed only
by this population in the transgenic mice used. It
can be argued then that this early accumulation of
A within principal cells could be responsible of
their vulnerability. However, SOM-positive interneu-
rons were also highly affected at early ages, and these
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cells did not accumulate intracellular A (Fig. 6B1–
B3), since they do not express the mutated human
APP. Therefore, it is very unlikely that the neuronal
loss in the subiculum, at least for interneurons, was
induced by the intracellular A.
As shown here, the labeling of A42 and hAPP
just marginally overlaps in the same subcellular com-
partments. In fact, only 3.36 ± 1.79% (n = 30 cells)
of A42 co-localized with hAPP. This demonstrated
the specificity of the A antibody, since it does
not cross-react with the APP antibody and that
hAPP processing and A accumulation should take
place in different intracellular compartments. In this
sense, the punctuate labeling of the A42 antibody
was suggestive of vesicular location. Several studies
have reported the preferential location of A in vesi-
cles of the endosome-lysosome system [38] including
autophagy vesicles [41, 45]. Confocal images of
double A42/cathepsin-D labeling (Fig. 6C1–C3) indi-
cated that most of the A was in fact associated with
lysosomal structures in the somata of the principal
subicular neurons. Quantitative analysis demonstrated
that 88.9+18.2% (n = 50 cells) of the intracellular
A42 labeling co-localized with cathepsin-D. Thus,
A is accumulated preferentially in lysosomal vesi-
cles. Furthermore, immunogold electron microscopy
experiments demonstrated a restricted location of A
within endolysosomal subcellular compartments of
the principal neuronal somata (Fig. 6D–G). Immuno-
gold labeled organelles displayed an electron-dense
granular content typical of endolysosomes (see higher
magnification images in Fig. 6E–G).
Aβ plaques as inductors of early
axonal/presynaptic pathology in the subiculum
The pathogenic mechanisms leading to neuron loss
in AD have not been completely elucidated yet, and
the extracellular amyloid deposits could be major con-
tributors for neuronal damage/loss. In our model, the
hippocampal plaques are surrounded by numerous dys-
trophic neurites of axonal/presynaptic origin [41, 45].
Then, we next examined the dystrophy pathology in
the subiculum and its association with amyloid plaques
using light and electron microscopy approaches. The
formation of plaques in the subiculum was paral-
leled with the appearance of dystrophic neurites in
their very close periphery. The hAPP antibody is
a well-established marker for dystrophies (Fig. 7A),
and in our model labeled dystrophies belonging to
glutamatergic cells as we show here with the dou-
ble labeling APP/VGLUT1 (see Fig. 7E1–E3). While
no dystrophic dendrites around plaques were detected
with MAP2 immunostaining (Fig. 7B), numer-
ous dystrophic neurites were labeled with different
axonal/synaptic markers such as NF (Fig. 7C), synap-
tophysin (Fig. 7D), VLGUT1 (Fig. 7E2), and VGAT
(Fig. 7F). In addition, we observed SOM-positive (7G)
or ChAT-positive (7H) axonal dystrophies surrounding
subicular plaques. Altogether, these data confirmed the
axonal origin of the dystrophies that surround plaques
in the subiculum.
We and others have reported the accumulation of
autophagy vesicles within dystrophies [41, 45–47].
This abnormal collection of vesicles belonging to the
autophagy-lysosome degradation system might result
from a defective cytoskeleton-mediated transport. We
have next checked whether subicular dystrophies dis-
played immunoreactivity for LC3 (autophagy marker),
ubiquitin (marker for protein degradation), and AT8
(phosphorylated tau). As shown in Fig. 7 (I–K), these
axonal dystrophies were strongly labeled with all these
markers suggesting a focalized altered microtubule
vesicular transport that compromise protein degrada-
tion with the subsequent accumulation of vesicles and
un-degraded proteins that disrupts axonal structure.
A direct toxic effect of the A plaques on surround-
ing axons might be the cause of dystrophic formation.
In fact, the confocal microscopy evaluation of double
A42/synaptophysin labeling (Fig. 8A) revealed a very
close spatial association between both markers with
the extracellular A encircling, almost wrapping, the
synaptophysin-positive dystrophies. For a better reso-
lution, we next evaluated this tight association between
plaque and dystrophies at the transmission electron
microscopy (Fig. 8B–D). Figure 8B shows a typical
amyloid plaque in this model (neuritic plaque), com-
pletely surrounded by numerous dystrophic neurites. In
their periphery, plaques gave off many long branches
coming in close contact with the dystrophies (Fig. 8C,
D). Dystrophies were morphologically characterized
by the presence of multiple heterogeneous autophagy-
like vesicles, as expected.
The early axonal defects in the subiculum of this
AD model could directly affect presynaptic termi-
nals. Though the plaque-associated dystrophies were
labeled with the synaptic marker synaptophysin, this
labeling could be due to the abnormal accumulation
of this protein along the axon due to transport failure,
and not to be present in synaptic boutons. However,
electron microscopic examination revealed that presy-
naptic terminals were indeed dystrophic (Fig. 8D)
and displayed abnormal morphology with huge col-
lection of autophagy/lysosomal vesicles. Though these
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dystrophic terminals made contact with normal post-
synaptic elements their function and viability could be
somehow compromised.
These data demonstrated the existence of an early
axonal/synaptic pathology in the subiculum of this AD
model that may represent the beginning of synaptic
disruption and loss.
DISCUSSION
Neuron loss is the best anatomopathological sub-
strate that correlates with cortical atrophy and dementia
during disease progression in AD. However, most
transgenic animals do not display this fundamen-
tal degenerative feature of patients. To evaluate the
effectiveness of potential neuroprotective therapies for
AD, it is essential that animal models exhibit neu-
ronal damage/dysfunction, and even most importantly
neuronal death, relevant to the disease in vulnera-
ble brain regions and cell populations. The present
work provides new evidence and further support our
previous studies [24–27, 30, 41, 45] on the selec-
tive AD-like neurodegenerative phenotype of the
APP751SweLondon/PS1M146L model (data sum-
marized in Table 1). We show here that the subiculum
of this model is the earliest affected hippocampal
region exhibiting a wide repertoire of AD-like patho-
logical manifestations including 1) accelerated A
accumulation, both intra- and extracellularly; 2) promi-
nent axonal neuritic pathology, that affects presynaptic
terminals, with the accumulation of autophagy vesi-
cles, and 3), and most valuable, significant neuronal
loss from principal and local inhibitory populations.
As we have reported previously, this APP/PS1
transgenic model has the advantage over other models
of showing significant loss of neurons in highly vulner-
able brain areas [24–26] similar to AD patients. Loss of
interneurons was an early event (4–6 months of age)
in the hippocampal CA subfields and dentate gyrus,
as well as in the entorhinal cortex, however principal
neurons were differentially affected by age in these
areas. While the entorhinal principal neurons showed
early vulnerability (6 months of age) the hippocam-
pus (CA1 subfield) displayed significant pyramidal cell
decline only at old ages (>17 months of age). Few
others transgenic models have also been reported to
have neuronal death [39, 48–51], however this was
usually quantitatively minor and/or occurred at very
late ages. Subicular neurodegeneration has been previ-
ously reported in the 5xFAD model at 9 months of age
[38, 39]. Nevertheless, in these studies no quantita-
tive analysis was made to determine the extent of
subicular cell loss and neither the vulnerable neuronal
type was identified. Here we demonstrate by unbiased
stereology a significant decline in SOM-containing
interneurons (−27% and −69% at 4 and 6 months
of age, respectively) and, most importantly, in prin-
cipal subicular neurons (−28% at 6 months) of our
APP/PS1 model at early ages. Therefore, this is the
first study showing a quantitative decline of subicu-
lar neurons, and noteworthy, occurring as early as 4–6
months of age. Together, and of relevance, subiculum is
the first hippocampal brain region exhibiting principal
neuronal loss in this model.
Among the potential causative agents for this
neuronal loss, A is the leading candidate in amy-
loidogenic models bearing familial mutations, as the
APP/PS1 model used in this study. In fact, A pathol-
ogy in the subiculum preceded the loss of neurons.
Furthermore, we have also compared the severity of the
amyloid pathology in the subiculum with other highly
AD vulnerable brain areas, such as CA1 of hippocam-
pus and entorhinal cortex. Interestingly, the subiculum
displayed up to 5 and 7 fold increased A load than
CA1 and entorhinal cortex, respectively, at the age
of 4 months. Therefore, subiculum is the earliest and
most severely affected region by the amyloid pathol-
ogy. In consequence, we also observed an extensive
neuronal (pyramidal and GABAergic) degeneration in
this particular brain region.
Abundant intraneuronal accumulation of A42 was
seen at 2 months of age mostly located in the
endolysosomes and immediately after a rapid onset
of amyloid plaques was manifested. As the plaque
load increased with age the intracellular A labeling
was less evident. In fact, at 6 months of age it was
really difficult to visualize A-immunolabeled neu-
ronal somata at light microscopy suggesting a possible
transient localization of A in the neuronal com-
partments (soma versus axonal/synaptic?). However,
immunogold labeling demonstrated the presence of
some intracellular A within the cell bodies at least in
6-month-old APP/PS1 mice. We cannot rule out the
possibility that plaques bind most A antibodies thus
preventing the intracellular A labeling. Our results
are in agreement with others since A pathology (intra
preceding extra) was reported to be early present in the
subiculum of other transgenic models [38, 39, 52].
As to which A (intra or extra) mainly contributes
to the neuronal death in this region, our data point
to the extracellular pool as the most likely toxic
agent. Interneurons do not express the human mutant
APP transgene in our APP/PS1 model (see Fig. 6),
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Table 1
Summary of the major neuropathological findings in the APP751SweLondon/PS1M146L transgenic model
Subiculum Hippocampus (CA1) * Entorhinal Cortex**
Intracellular A 2 mo 2 mo NT
Extracellular A 2-3 mo 4 mo 4 mo
Dystrophic neurites 2-3 mo 4 mo 4 mo
Neuronal loss 4 mo (SOM+) 4 mo (CR+) 6 mo (SOM+and pyramidal)
6 mo (pyramidal) 6 mo (SOM+)
18 mo (pyramidal)
Neuroinflammation 3-4 mo 4–6 mo (microglial M2 phenotype) 6 mo (microglial M2 and M1 phenotypes)
18 mo (microglial M1 phenotype)
The age (months, mo) when intracellular A (immunoreactivity with the A42 or oligomer-specific OC antibodies), extracellular deposits
(immunopositive for 6E10, A42, or OC antibodies, or stained with thioflavin-s or congo red), dystrophic neurites around plaques (immunopos-
itive for APP, SYN, ubiquitin, LC3, or phospho-tau AT8 antibodies), neuronal loss (measured by stereological analysis of SOM+, CR+or
pyramidal neurons), and neuroinflammation (microglial and astroglial activation) are detected is indicated. NT, non detected. SOM+, immunopos-
itive somatostatin interneurons; CR+, immunopositive calretinin interneurons. *Data from references [24, 25, 27]. **Data from reference [26].
therefore these cells do not produce and accumulate
A, ruling out the possibility of the intraneuronal
source as the causative agent for the death in the
SOM-population. On the other hand, principal subicu-
lar neurons contain intracellular A at an early age (2
months or even before), and though the present results
do not allow us to completely discard the toxic role
of this intracellular stock, the loss of this population
(approximately 30%) is delayed until the age of 6
months. Thus, it is most likely to be associated with
the accelerated extracellular A accumulation. This
asseveration was also based on: 1) early (2 months)
intracellular A accumulation is seen in CA1 princi-
pal neurons of our model (see Fig. 4 A,D), however no
neuronal loss in the CA1 pyramidal layer is detected
until 17-18 months of age [27, 44]; 2) principal cell loss
in the entorhinal cortex is also an early event (6 months)
in this model, however it is associated with extracellu-
lar rather than intracellular A pathology [26]. In fact,
the vulnerable principal neurons in the entorhinal cor-
tex were those located in the highly A loaded deep
layers (V-VI) and interestingly, these cells did not even
expressed the human APP transgene and therefore did
not accumulate A intracellularly; 3) early intracellu-
lar A has been detected in many other animal models,
however neuronal loss is usually absent or occurred at
late ages [7–10]; 4) A plaques are a potent source of
neurotoxic damage as many axonal dystrophies devel-
oped in their close periphery (neuritic plaques); 5)
A plaques induce a strong glial activation in subicu-
lum (data not shown) as seen in hippocampus and
entorhinal cortex [26, 27]. A cytotoxic profile of this
inflammatory response was temporally associated with
the pyramidal neuronal death in these brain regions.
Therefore, cerebral amyloidosis (extracellular)
seems to be the driving force for neuronal loss and
the axonal/synaptic damage in the subiculum as well
as in other brain areas [24–26, 30, 41, 45]. Amyloid
plaques are potentially major sources of soluble and
toxic oligomeric A [53]. Then, the accelerated and
severe formation of plaques in subiculum, compared
to other brain regions, could locally increase the con-
centration of these oligomers since early ages affecting
the most vulnerable neuronal populations.
Subicular A deposits were surrounded by hyper-
phosphorylated tau-positive axonal dystrophies and
A oligomers have been shown to induce an increase
in tau hyperphosphorylation [54, 55] as well as axonal
transport failure with organelle accumulation through
GSK3 signaling [45, 56]. In support of this idea,
we have recently demonstrated the involvement of A
oligomers in the activation of GSK3 and tau phospho-
rylation [30]. Together, A oligomers released from
plaques might cause locally the interruption of axonal
transport leading to a severe accumulation of vesi-
cles mostly from autophagy pathway (LC3-positive)
due to failed lysosome maturation [41, 45] (present
work) and in consequence the formation of axonal
dystrophies. These dystrophies are positive for synap-
tic proteins (synaptophysin or VGluT1) as shown by
confocal microscopy which might reflect synaptic pro-
tein accumulation due to axonal transport deficiency.
Alternatively, some (or most) dystrophies might be
actually presynaptic boutons directly affected by the
plaque-associated toxic A oligomers. In agreement
with the last suggestion, we have demonstrated by elec-
tron microscopy the presence of dystrophic synaptic
terminals making contact with normal postsynaptic
elements near plaques in subiculum as we have previ-
ously shown also in CA1 [41]. These morphologically
altered synaptic terminals might represent the initial
step of axonal degeneration previous to the synapse
loss, the major correlate for cognitive deficits in the
initial stages of the disease [1, 3, 5, 6]. In addition,
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axonal/synaptic damage could trigger a neurodegener-
ative process toward the cell bodies. In line with this,
we and others have reported a relationship between
extracellular A accumulation in axonal fields and the
progressive degeneration of their away located project-
ing neurons in AD models [24, 57]. This suggestion
is also supported by the apparent resistance of the
PV positive GABAergic cells. As shown in this and
previous work, the number of subicular, hippocam-
pal, and entorhinal PV positive cells was not modified
in the APP/PS1 model. These data are in line with
the relative resistance of these cells observed in AD
patients [58, 59]. Furthermore, at the age tested, the
PV positive cells developed few (if any) dystrophic
neurites even in close proximity to the A plaques (see
Fig. 2B2). At present, we do not know the mechanisms
that determine the relative protection of this neuronal
subpopulation to the A pathology. However, it is
possible that the high expression of a Ca2+-chelating
protein, such as PV, could protect the cell from the
extracellular A damage.
Altogether, our data support A plaques as major
contributors of neuronal/axonal damage in this AD
model. The relevance of this conclusion for the dis-
ease in humans could be of controversial since no
clear association has been made so far between the
extent of amyloid burden and dementia severity in
AD patients. Moreover, A deposition begins over a
decade prior to the dementia and asymptomatic cor-
tical A deposition in elderly individuals is also well
documented [60–64]. However, a recent report [65]
has shed light on this intriguing topic and discrim-
inate demented and non-demented individuals with
high amyloid burden on the basis of their neuropatho-
logical phenotype. Authors identified that plaques
in demented cases had significant higher amount of
oligomeric A and, importantly, a higher number of
dystrophic neurites compared to non-demented indi-
viduals. In addition, accumulation of phospho-tau into
synaptic compartments, and stronger glial activation
response discriminated demented from non-demented
cases. These findings highlight the existence of dif-
ferent plaques, in relation to their toxicity, that might
account for the onset and severity of dementia during
disease progression. Therefore, the characterization of
plaques on the basis of their capacity to induce axonal
and neuronal damage is crucial to validate animal mod-
els for research and drug testing. In this sense, our
APP/PS1 model is of great interest since these mice
develop human-like neuritic plaques whose toxicity
can be modulated in vivo, as we have recently shown,
by lithium administration resulting in a marked reduc-
tion of neuronal and axonal damage and cognitive
improvement [66].
The subiculum is the main hippocampal output,
and therefore hippocampal–cortical and hippocampal–
subcortical communication arises most predominantly
from subicular neurons [12, 13]. In fact, this region
is specifically involved in spatial memory and naviga-
tion, as well as in stress responses and limbic-mediated
affective, cognitive, and behavioral processes [67, 68].
Subiculum may act as a possible interface between
the hippocampus and the neocortex during the consol-
idation of memories [69]. Interestingly, a relationship
between cortical thinning in the subicular and entorhi-
nal regions with the decline in the ability to encode new
memories over time has been reported in mild cognitive
impairment patients [70]. Then, the early reduction in
the subicular neurons along with the axonal/synaptic
damage might contribute to the altered neuronal net-
work in the hippocampus and entorhinal cortex seen in
AD.
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